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Rôle des entrées capacitives et de TRPV2 dans la dérégulation de l’homéostasie calcique 
dans le muscle squelettique humain : Implication dans la dystrophie musculaire de 
Duchenne 
 
La dystrophie musculaire de Duchenne (DMD) est la conséquence de la perte de la dystrophine, une 
protéine cytosquelettique indispensable au maintien mécanique et fonctionnel du sarcolemme. 
Notre équipe a largement étudié les entrées cationiques dans les lignées murines et a montré : 1- 
une augmentation anormale des influx dépendant des stocks calciques (SOCE) dans les myotubes 
(MT) déficients en dystrophine (dys-), 2- que les influx SOCE sont médiés par les canaux TRPC1 et 
TRPC4, 3- que la dérégulation des SOCE dans les MT dys- est corrigée grâce à la surexpression de 
l’α1-syntrophine. Au jour d’aujourd’hui, il existe peu d’éléments dans la littérature quant à la 
caractérisation des entrées SOCEs dans les cellules musculaires humaines et dans la DMD. Ce travail 
de thèse s’articule autour de deux parties :  
Le modèle murin, dans lequel nous avons montré un rôle indispensable de STIM1 et Orai1 dans la 
mise en place des entrées SOCEs et l’implication de la voie Ca2+/PLC/PKC dans l’augmentation 
anormale de ces entrées dans les MT murins dys-.  
Le modèle humain primaire, dans lequel nous avons mis en évidence : 1- une augmentation 
anormale des influx SOCEs dans les MT DMD et établit le profil d’expression des différentes protéines 
nécessaires à la mise en place de ces entrées ; 2- l’implication de la voie Ca2+/PLC/PKC dans la 
dérégulation des SOCEs dans les MT humains DMD et le rôle de l’α1-syntrophine dans la régulation 
de ces entrées dans les MT humains ; 3- la dérégulation de l’homéostasie calcique dans la DMD qui 
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Involvement of capacitive entry and TRPV2 in the deregulation of calcium homeostasis in 
Duchenne muscular dystrophy human skeletal muscle 
 
Duchenne muscular dystrophy (DMD) is the consequence of the loss of dystrophin, a cytoskeletal 
protein essential for the mechanical and functional maintenance of the sarcolemma. Our group has 
extensively studied store-operated cation influx (SOCE) in mouse cell lines and highlighted: 1- an 
abnormal increase in SOCE in dystrophin-deficient (dys-) mouse myotubes (MT), 2- That SOCE are 
mediated by TRPC1 and TRPC4, 3- that SOCE deregulation in dys- MT is corrected by overexpression 
of α1-syntrophin. As of today, there is little evidence in the literature regarding the characterization 
of SOCE in human muscle cells and in human DMD. This thesis work is divided in two parts:  
In the murine model, we demonstrated an essential role of STIM1 and Orai1 in the establishment of 
SOCE and highlighted the involvement of Ca2+/PLC/PKC pathway in the abnormal increase of cation 
entry in dystrophin-deficient mouse myotubes. 
In primary human model, we showed: 1- an abnormal increase of SOCE in DMD MT and established 
the expression profile of various proteins necessary for the implementation of this influx; 2- the 
involvement of Ca2+/PLC/PKC in SOCE deregulation in human DMD MT and the role of α1-syntrophin 
in the regulation of cation entry in human MT; 3- the deregulation of calcium homeostasis in DMD 
that occurs through TRPV2.  
This work proposes a new regulatory pathway, Ca2+/PLC/PKC, for SOCE in skeletal muscle cells and 
provides the first elements of the disruption of calcium homeostasis in DMD human myotubes due to 
the absence of SOCE’s regulation by the α1-syntrophin and to the overactivation of TRPV2 channels. 
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TPEN N,N,N',N'-Tetrakis(2-pyridylmethyl)ethylenediamine 
TRP Transient Receptor Potentiel 
TRPC Transient Receptor Potentiel canonical 
TRPV Transient ReceptorPotentiel Vanilloid 
-U- 
utr utrophin  
 
-V- 
VR-1 Vanilloid Receptor 1 
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LE MUSCLE SQUELETTIQUE 
 
La Dystrophie Musculaire de Duchenne atteint directement l’ensemble des muscles du corps, y 
compris les muscles squelettiques, le muscle cardiaque et certains muscles lisses. Cette étude porte 
sur les cellules musculaires squelettiques en culture, modèle d’étude du muscle squelettique (pour 
revue : [Jean De Recondo and Anne-Marie De Recondo 2001]). 
I- Présentation du muscle squelettique 
Les muscles squelettiques sont composés de fibres musculaires entourées de tissus conjonctifs. 
Chaque cellule dans le tissu musculaire squelettique est une fibre unique. Les muscles squelettiques 
sont des organes propres au sein desquels des fibres musculaires striées sont juxtaposées 
parallèlement et organisées en faisceaux, tendus entre deux insertions tendino-aponévrotiques. Ces 
muscles présentent des propriétés essentielles (l’excitabilité, la contractilité, la tonicité et l’élasticité) 
leur permettant de remplir cinq fonctions principales :  
 
- Produire le mouvement du squelette. La contraction musculaire squelettique permet de 
tirer sur les tendons et déplacer les os du squelette pour réaliser des mouvements simples 
tels que l’extension, la flexion, la respiration mais aussi des mouvements hautement 
coordonnés. 
 
- Maintenir la posture et la position du corps. La tension au niveau des muscles squelettiques 
permet le maintient de la posture du corps. 
 
- Soutenir les tissus mous. La paroi abdominale et le plancher de la cavité pelvienne sont 
constitués de couches de muscles squelettiques. Ces muscles soutiennent le poids des 
organes viscéraux et des tissus internes et forment un bouclier contre les blessures. 
 
- Gérer les ouvertures/fermetures des organes. Les ouvertures de l'appareil digestif et des 
voies urinaires sont encerclées par les muscles squelettiques. Ces muscles fournissent un 
contrôle volontaire sur la déglutition, la défécation, et la miction. 
- Maintenir la température du corps. Les contractions musculaires nécessitent de l'énergie; 
lorsque l'énergie est utilisée dans le corps, une partie est convertie en chaleur. La chaleur 
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dégagée par les muscles qui travaillent maintient la température de notre corps dans 
l'intervalle requis pour le fonctionnement normal.  
 
II-  Le développement du muscle squelettique 
 
1- La myogenèse  
Le muscle squelettique dans le tronc et les membres de l'embryon des vertébrés dérive de somites, 
des segments de mésoderme paraxial qui se forment suivant une progression antéro-postérieure de 
chaque côté du tube neural et la notochorde [Tajbakhsh and Buckingham 2000].  
Les somites, issus du mésoderme paraxial, se divisent pour former le sclérotome ventral et le 
dermomyotome dorsal de part et d’autre du tube neural. Les cellules du sclérotome donnent 
naissance aux vertèbres et aux côtes tandis que celles du dermomyotome forment une grande partie 
de la musculature [Cossu et al. 1996] (figure 1). Des facteurs morphogènes sécrétés par la 
notochorde, le tube neural et l’ectoderme donnent naissance à deux lignées cellulaires qui, à partir 
du dermomyotome, vont migrer en deux vagues successives pour mener à la formation du myotome. 
Le myotome donne naissance aux muscles du tronc dans sa partie épaxiale et aux muscles des 
membres dans sa partie hypaxiale [Ordahl and Le Douarin 1992] 
 




Figure 1. L'origine embryonnaire des muscles squelettiques. VLL: Ventral Lateral Lip; DML: Dorsal 
Medial Lip. Source: [Parker et al. 2003] 
 
Les cellules provenant du somite nouvellement formé sont initialement multipotentes et deviennent 
spécifiquement déterminées en réponse aux signaux des cellules environnantes  L'expression des 
gènes myogéniques dans le myotome exige une voie de signalisant combinant une expression de 
Wnts et Sonic Hedgehog (Shh). En réponse à ces facteurs ainsi qu’à d’autres voies de signalisation, les 
cellules entrent de façon hiérarchisée dans la voie myogénique selon une cascade moléculaire très 
ordonnée. En effet, les cellules du dermomyotome vont former le myotome qui, dans la partie 
épaxiale (cellules Myf5+), donne naissance aux muscles du tronc et du dos tandis que, dans sa partie 
hypaxiale (cellules MyoD+), entraîne la formation des muscles des membres. La population cellulaire 
Pax3+ et Pax7+ de la partie centrale du dermomyotome migre dans la partie centrale du myotome. 
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2- La différenciation terminale des myoblastes 
La différenciation des myoblastes mononucléaires, cellules embryonnaires mésodermiques, en un 
système syncytial de fibres musculaires est un processus comprenant plusieurs étapes complexes et 
strictement régulées. L’étude de ce processus s’est basée essentiellement sur l’isolation de 
myoblastes musculaires ([Bischoff 1974] ; [Shefer and Yablonka-Reuveni 2005]) et l’utilisation des 
lignées cellulaire comme L6A1, C2C12 et les Sol8 (lignées musculaires squelettiques murines). En 
culture, la fusion de ces myoblastes est induite généralement par une diminution de la concentration 
en sérum ou l’ajout de facteurs spécifiques comme l’IGF (Insulin Growth Factor) dans le milieu de 
culture ([Florini et al. 1996] ; [Mampuru et al. 1996].  
 
L’engagement dans la différenciation terminale est caractérisé in situ et in vitro par la formation de 
myoblastes allongés qui quittent le cycle cellulaire pour un arrêt permanent à la phase G0/G1. Ces 
étapes sont contrôlées par les MRFs (Myogenic Regulatory Factors) MyoD, Myf5, la myogénine, 
MRF4 et la famille des MEF2 (Myocyte Enhancer Factor 2) (Pour revue : [Berkes and Tapscott 2005]). 
Les MRFs interagissent avec le SRF (Serum Response Factor) pour réguler l’expression des gènes 
musculaires via les MRTFs (Myocardin Related Transcription Factors) [Puri et al. 2000], ce qui permet 
de réguler, pendant la fusion, l’expression des protéines cytosquelettiques muscle-spécifiques qui 
remplaceront leurs isoformes non muscle-spécifiques. De plus, La cytodifférenciation nécessite 
également d’autres facteurs environnementaux comme les facteurs de croissance (« insulin-like 
growth factor », TGF-β  «Transforming Growth Factor ») ainsi que des interactions entre les 
intégrines et la matrice extracellulaire, nécessaires à la promotion de la différenciation in situ et in 
vitro [Belkin and Retta 1998].   
 
Les myoblastes acquièrent donc, grâce à la mise en place de toutes ces voies de signalisation, la 
capacité de fusionner leurs membranes pendant une période d’interaction cellule-cellule appelée 
« prefusion-lag periode ». Cette période est caractérisée par une apposition étroite et un alignement 
des cellules en clusters. La formation des myotubes commence d’abord par une fusion myoblaste-
myoblastes, suivie d’une fusion myoblaste-myotubes et enfin une fusion myotube-myotube (figure 
2). 
 




Figure 2. Etapes de la formation des fibres musculaires squelettiques à partir des myoblastes. Mb: 
myoblastes, mt: myotubes. Source: [Constantin and Cronier 2000] 
 
Les myoblastes s’alignent en deux couches dans une organisation tridimentionnelle  complexe et 
deviennent bipolaires ou fusiformes [Peckham 2008] ; des changements de forme qui seraient 
entrainés par une réorganisation de l’actine du cytosquelette. A ce stade, la fusion s’effectue 
uniquement au niveau des extrémités longitudinales de la cellule [Swailes et al. 2004]. Plusieurs 
protéines relatives à l’adhérence, comme les intégrines, les cadhérines et DOCK1 (Dedicator Of 
Cytokinesis Protein 1) sont nécessaires à la fusion des myoblastes et peuvent influencer la 
réorganisation de l’actine en activant les voies de signalisation des  GTPases [Charasse S. et al. 2007]. 
Des jonctions gap se mettent en place entre les myoblastes alignés avant la fusion (figure 2). Ces 
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jonctions pourraient également avoir un effet en aval sur la réorganisation de l’actine à travers les 
échanges protéiques notamment la connexine 43 [Constantin and Cronier 2000]. 
De nombreuses autres protéines sont également impliquées dans le processus de fusion. Comme 
exemple nous pouvons citer l’implication de la calpaine, une protéase calcium-dépendante, qui serait 
active pendant la fusion et participerait au clivage de la fibronectine au niveau de la matrice 
extracellulaire ([Elamrani et al. 1993] ; [Brustis et al. 1994]). Le calcium joue également un rôle 
essentiel dans la fusion des myoblastes. Il a été montré qu’un  influx calcique au niveau des 
myoblastes est indispensable à la mise en place du syncytium [David et al. 1981]. D’autre part 
Przybylski et collaborateurs ont mis en évidence la présence d’une augmentation transitoire de la 
concentration cytosolique de calcium libre juste avant la fusion [Przybylski et al. 1994].  De même il a 
été montré  qu’une augmentation de la concentration calcique intracellulaire est nécessaire à la 
fusion dans les cellules satellites de rats [Constantin et al. 1996]. 
 
La majorité des myoblastes fusionnent subséquemment entre eux pour former des myotubes 
multinucléés. Les myotubes primaires sont les premiers formés et coexistent avec un nombre de 
myoblastes non fusionnés. Une deuxième phase de développement permet la fusion des myoblastes 
pour former les myotubes secondaires qui apparaissent à la surface des myotubes primaires 
[Gunning and Hardeman 1991]. Chez l’espèce humaine, une troisième phase de fusion pourrait 
donner naissance à des myotubes qu’on appellera tertiaires [Draeger et al. 1987]. Ces myotubes 
subissent à leur tour des phases de maturation pour former différentes classes de myofibres, un 
processus demandant des ajustements et une spécialisation supplémentaires au niveau de 
l’expression génique.  La myofibrillogenèse (mise en place de la structure contractile) est une étape 
importante de maturation de la cellule musculaire. Il existe plusieurs théories quant à la manière 
dont se forment les myofibrilles matures [Sanger et al. 2005]. Le modèle considéré le plus plausible 
est celui selon lequel il existerait des prémyofibrilles constituées de mini-sarcomères, structure qui 
serait présente au niveau des myoblastes mononucléés. Pendant la fusion, les protéines non 
spécifiques aux muscles sont remplacées par leurs isoformes musculaires sous le contrôle de SRF et 
MRTF. L’une des premières protéines musculaires spécifiques exprimées (considérée comme un 
marqueur de différenciation musculaire) est l’α-actinine2, en même temps que la desmine [Cooper 
et al. 2004]. Après la fusion les mini-sarcomères s’alignent et commencent à prendre de l’ampleur. A 
ce niveau de différenciation on parle de myofibrilles naissantes qui se développent ensuite en 
myofibrilles matures. 
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III- L’anatomie du muscle squelettique 
 
1-  Organisation des tissus conjonctifs 
Trois couches de tissus conjonctifs font partie de chaque muscle: l’épimysium externe, le périmysium 
central et l’endomysium intérieur (figure 3). Le muscle est entièrement entouré par l’épimysium, une 
couche dense de fibres de collagène. L’épimysium sépare le muscle des tissus environnants et des 
organes. Le périmysium divise le muscle squelettique en une série de compartiments en enveloppant 
jusqu'à 150 fibres pour former un faisceau. En plus des fibres de collagènes et d’élastines, le 
périmysium contient des vaisseaux sanguins et les nerfs qui maintiennent le débit sanguin et 
innervent les faisceaux (figure 3).  
 
 
Figure 3. Présentation de l’anatomie du muscle squelettique et de 
l’organisation de ces tissus conjonctifs. Source : The McGraw-Hill Companies, I. 
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Au sein d'un faisceau, le tissu conjonctif de l’endomysium entoure les fibres individuelles du muscle 
squelettique et interconnecte les fibres musculaires adjacentes (figure 3). Entre l’endomysium et les 
fibres musculaires se trouvent les cellules satellites, cellules souches embryonnaires qui permettent 
la réparation des tissus musculaires endommagés. 
 
Les fibres de collagène de l'endomysium et du périmysium sont imbriqués l’une dans l'autre. A 
chaque extrémité du muscle, les fibres de collagène de l’épimysium, du périmysium et de 
l’endomysium se réunissent pour former le tendon et l’aponévrose (couche de tissu conjonctif 
dense). Les tendons et les aponévroses relient généralement les muscles squelettiques aux os. A 
l’endroit ou un tendon s'attache à un os, les fibres tendineuses s'étendent dans la matrice osseuse et 
offrent un ferme attachement. En conséquence, toute contraction du muscle va exercer une traction 
sur son tendon et donc sur l'os qui y est attaché et générer un mouvement  
Les tissus conjonctifs de l'épimysium et du périmysium contiennent des vaisseaux sanguins et des 
nerfs qui alimentent les fibres musculaires. La contraction musculaire nécessite des quantités 
importantes d'énergie. Un vaste réseau vasculaire fournit l'oxygène et les nutriments nécessaires et 
emporte les déchets métaboliques actifs générés par les muscles squelettiques. Les vaisseaux 
sanguins et l'innervation du muscle entrent généralement ensemble et suivent le même schéma de 
branchement par le périmysium. Au sein de l'endomysium, des artérioles assurent 
l’approvisionnement en sang d’un réseau capillaire qui entoure chaque fibre musculaire individuelle. 
Les muscles squelettiques se contractent uniquement suite à la stimulation du système nerveux 
central. Les axones, ou des fibres nerveuses, pénètrent l’épimysium, passent à travers le périmysium 
et entrent dans l'endomysium pour innerver les fibres musculaires individuelles. Les muscles 
squelettiques sont souvent majoritairement volontaires bien que certains sont involontaires comme 
le diaphragme par exemple (pour revue : [Jean De Recondo and Anne-Marie De Recondo 2001]). 
.  
2- Microanatomie des fibres musculaires squelettique 
Les fibres musculaires sont de forme allongée, sont plurinucléées et présentent une striation 
transversale régulière. De forme plus ou moins cylindrique, elles mesurent 10 à 100 µm de diamètre 
avec une longueur variable de quelques mm à plusieurs cm.  Elles présentent plusieurs noyaux en 
position périphérique, allongés dans le sens de la fibre. Les gènes de ces noyaux contrôlent, la 
production, entre autre, d'enzymes et de protéines structurales nécessaires à la contraction 
musculaire normale ; la présence de multiples copies de ces gènes permet d'accélérer le processus. 
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Cette particularité des fibres musculaires squelettique est à la base du turnover métabolique rapide 
observé chez ces cellules.  
 
 
Glossaire de la fibre musculaire squelettique 
 
Afin de mieux comprendre les phénomènes exposés ultérieurement, il est important de bien définir 
les différents composants de la fibre musculaire squelettique qui se distingue par sa microanatomie 
des autres systèmes cellulaires (figure 4) (pour revue : [Jean De Recondo and Anne-Marie De 
Recondo 2001]).  
 Le sarcolemme, membrane cellulaire d'une fibre musculaire, entoure le sarcoplasme ou 
cytoplasme de la fibre musculaire. le sarcolemme a un potentiel membranaire de repos 
compris entre -70 et -90 mV. Dans une fibre musculaire squelettique, un changement 
dans le potentiel transmembranaire est la première étape induisant la contraction. 
 Les tubules transverses ou tubules T, sont des tubes étroits continus avec le sarcolemme 
qui s'étendent dans le sarcoplasme perpendiculairement vers la surface cellulaire. 
Remplis de liquide extracellulaire, les tubules T forment des passages à travers la fibre 
musculaire. Les tubules T ont les mêmes propriétés générales que le sarcolemme, ils 
réagissent donc de la même manière aux potentiels d’action. Les tubules T permettent 
ainsi de distribuer rapidement le signal électrique tout au long de la fibre pour assurer 
une contraction simultanée des différentes régions de celle-ci en réponse à un potentiel 
d’action. 
 Les myofibrilles sont des structures cylindriques encerclées par les expansions des 
tubules T. Une myofibrille prend la taille de la fibre et compte 1 à 2 μm de diamètre. 
Chaque fibre musculaire squelettique contient des centaines de milliers de myofibrilles. 
Les myofibrilles se composent de faisceaux de myofilaments de protéines 
(essentiellement d'actine et myosine). L'actine est composée de filaments fins, et la 
myosine forme des filaments épais. Les myofibrilles sont activement impliquées, dans la 
contraction des fibres musculaires squelettiques. A chaque extrémité de la fibre 
musculaire squelettique, les myofibrilles sont ancrées à la surface interne du 
sarcolemme. À son tour, la surface extérieure du sarcolemme est attachée à la fibre de 
collagène du tendon ou aponévrose du muscle squelettique. En conséquence, lorsque les 
myofibrilles se contractent, elles tirent sur le tendon et la cellule entière se raccourcit.  
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 Autour des myofibrilles sont dispersées : les mitochondries et des granules de 
glycogène, la forme de stockage du glucose. Le glycogène constitue une première source 
d’énergie, de par sa décomposition en glucose. De plus, l'activité mitochondriale fournit 
l'ATP nécessaire aux contractions musculaires 
 Les tubules T se trouvent étroitement en contact avec les membranes du réticulum 
sarcoplasmique(RS), un complexe membranaire semblable au réticulum endoplasmique 
lisse. Dans les fibres musculaires squelettiques, le RS forme un réseau tubulaire autour 
de chaque myofibrille. De chaque côté d'un tubule T, les embranchements du RS 
s’agrandissent, fusionnent et forment des chambres élargies appelée citernes 
terminales. La combinaison d'une paire de citernes et d'un tubule transverse constitue 
ce qu’on appelle une triade. Bien que les membranes de la triade soient étroitement 
liées, leurs contenus liquides sont séparés et distincts. 
 Le sarcomère est la base de l'organisation des myofibrilles. Il se présente comme une 
unité bordée de part et d’autre par deux bandes denses, les disques Z. Trois bandes 
différentes sont visibles au niveau du sarcomère : la bande A (Anisotropique), la bande I 
(Isotropique) et la bande M (Moyenne). La bande A contient essentiellement des 
filaments épais de myosine II, alors que la bande I contient surtout les filaments fins 
d’actine. Le filament épais de myosine II est maintenu en place par un troisième filament, 
constitué de titine, une protéine élastique d'environ 4000 kDa faisant la liaison entre le 
disque Z et le filament épais de myosine II. De par sa forme, la titine permet d'entretenir 
dans le muscle le phénomène de tension passive. De plus elle permet de centrer 
parfaitement le filament épais de myosine II entre les filaments d'actine. De nombreux 
sarcomères sont alignés les uns à la suite des autres pour former une myofibrille. 
 Les costamères sont des rassemblements de protéines sub-sarcolémmiennes qui 
s’alignent selon la circonférence de la fibre et à l’aplomb de chaque bande I avec une 
interruption au niveau des bandes Z des myofibrilles périphériques. Ils sont responsables 
du couplage physique entre les saromères et le sarcolemme de la fibre musculaire 
squelettique ainsi que la liaison à la matrice extracellulaire. Un exemple serait celui des 
dystroglycans sarcolemmiens qui se lient à la fois à la laminine 2 de la matrice 
extracellulaire et, par le biais de la dystrophine,  à la γ-actine costamériques (pour revue : 
[Ervasti 2003]).  
 




Figure 4. La microanatomie du muscle squelettique. (A) Illustration représentant les différents 
constituants cellulaires de la fibre musculaire. (B) Localisation cellullaire des costamères dans la fibre 
musculaire squelettique, marquage avec un anticorps Υ-actine révélant le cytosquelette 
costamérique. Source : (A) site de l’AFM, Le muscle squelettique, http://medias.afm-
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IV- Classification des fibres musculaires squelettiques 
 
Initialement, les muscles ont été classés en muscles lents ou rapides en fonction de leur vitesse de 
raccourcissement [McComas AJ. et al. 2006]. Cette division correspond également à une différence 
morphologique, avec les muscles rapides qui apparaissent blancs dans certaines espèces, notamment 
les oiseaux, et les muscles lents apparaissant en rouge. La couleur rouge est due à la grande quantité 
de myoglobine et de capillaires [McComas AJ. et al. 2006]. Ce contenu plus important en myoglobine 
et en capillaire confère une plus grande capacité oxydative aux muscles rouges par rapport aux 
muscles blancs.  
 
Le progrès de la technique de marquage histochimique utilisée pour évaluer la myosine ATPase (un 
marqueur corrélant avec la rapidité de le raccourcissement musculaire) a permis de distinguer 7 
types de fibres musculaires chez l’homme [Staron 1997]. A l’origine ces fibres ont été identifiées 
comme de type I (lent), type IIA (rapide-glycolytique) et type IIB (rapide-oxydative). Plus récemment, 
d’autres types présentant des caractéristiques intermédiaires de l’activité myosine ATPase ont été 
identifiés. Les 7 types de fibres du plus lent au plus rapides chez l’homme sont donc les suivants : I, 
IC, IIC, IIAC, IIA, IIAB et IIB. 
 
La véritable unité fonctionnelle du système neuromusculaire étant l’unité motrice, une autre 
classification s’impose. Une unité motrice est un motoneurone alpha (originaires de la moelle 
épinière) et de toutes les fibres musculaires qu'il innerve. En se basant sur l’histochimie de la 
myosine ATPase et l’évaluation du métabolisme énergétique de la fibre, l'ensemble des fibres 
musculaires d'une unité motrice présentent des caractéristiques similaires. Les unités motrices 
peuvent être divisées en groupes sur la base des caractéristiques contractiles et de la fatigue des 
fibres musculaire [McComas AJ. et al. 2006]. Par conséquent, en se basant sur la vitesse de 
contraction, les unités motrices sont classés soit comme à contraction lentes (S, pour Slow-twitch) ou 
à contraction rapide (F, pour Fast-Twitch) [Burke 1999].Les unités motrices F sont subdivisées en 
contraction rapide résistant à la fatigue (FR), contraction rapide à fatigue intermédiaire (Fint), et à 
contraction rapide fatigable (FF) [Sieck and Prakash 1997]. 
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V- La contraction musculaire 
L'évènement déclenchant la contraction musculaire est une augmentation de la concentration 
intracellulaire en calcium. Au repos, cette concentration est d'environ 0,1 μM et peut atteindre 0,1 
mM lors d'une stimulation. L'interaction entre l’actine et la myosine est également indispensable à la 
contraction musculaire. En effet, la molécule de myosine est composée de six polypeptides: 2 chaînes 
lourdes et 4 chaînes légères. Les chaînes lourdes contiennent les têtes de myosine qui interagissent 
avec l'actine et permettent au muscle de se contracter. La chaîne lourde de myosine contient 
également, au niveau de la tête de myosine, un site de liaison à l’ATP et joue le rôle d’ATPase 
hydrolysant l'ATP en adénosine diphosphate (ADP) et de phosphate inorganique (Pi), qui fournit 
l'énergie nécessaire à la contraction musculaire. Le filament mince est constitué d'actine et deux 








L’influx nerveux déclenche la libération d’acétylcholine (ACh) à la terminaison axonale du neurone 
moteur, au niveau de la plaque motrice. L’ACh se lie alors aux récepteurs nicotiniques entrainant leur 
ouverture et par conséquent l’entrée d’ions sodium, ce qui génère une dépolarisation locale. Les 
récepteurs à la dihydropyridine (DHPR) (voltage-dépendants) s’activent et entrainent grâce à un 
couplage physique (possible grâce à la jonction triade) l’ouverture des récepteurs à la ryanodine 
situés à la membrane du réticulum sarcoplasmique et la libération de Ca2+ dans le sarcoplasme (figure 
6).  
 




Figure 6.  La contraction musculaire. Schématisation des différentes étapes du cycle 




Le calcium se lie alors à la troponine et, à travers la tropomyosine, expose un site de liaison à la 
myosine au niveau de la molécule d'actine. En présence d'ATP, la tête de myosine se lie à l'actine et 
tire le filament mince le long des filaments épais, permettant le raccourcissement du sarcomère. 
Tant que le Ca2+ et l'ATP sont présents, les têtes de myosine se lient aux molécules d'actine, tirent 
l'actine, la libèrent et s’y rattachent (figure 7) (Pour revue : [Edman 2010]). 
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Figure 7. Les mouvements des myofilaments durant la contraction musculaire. Source : adaptée de 
http://watcut.uwaterloo.ca/webnotes/Pharmacology/page-6.1.html  
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LA DYSTROPHIE MUSCULAIRE DE DUCHENNE  
 
I- Présentation de la maladie  
 
1- Description génotypique et phénotypique 
Les dystrophies musculaires constituent un groupe de maladies hétérogènes qui affectent 
principalement les muscles striés. La majorité de ces myopathies sont le résultat de mutations de 
gènes qui codent pour des protéines structurales dont le rôle est d’assurer le lien entre le 
cytosquelette des fibres musculaires et la matrice extracellulaire. L’absence de fonctionnalité de ces 
protéines engendre la déstabilisation de la membrane sarcoplasmique, augmente la fragilité du 
muscle et sa dégénérescence et conduit à sa perte progressive. Tous ces éléments compromettent la 
mobilité du patient et peuvent aboutir à sa mort pour les formes sévères comme la Dystrophie 
Musculaire de Duchenne (DMD). 
 
La DMD est une maladie génétique récessive liée au chromosome X. Elle affecte 1 naissance mâle sur 
3 500 dans le monde. Cette maladie est causée par des mutations au niveau du locus Xp21.2 du gène 
DMD, qui code pour la protéine cytosquelettique nommée dystrophine. La grande taille de ce gène le 
rend plus susceptible aux mutations, avec un tiers des mutations qui aparaissent de novo. Les 
mutations du DMD ont pour conséquence la production d’une protéine prématurément tronquée, 
instable et donc la perte des fonctions de la dystrophine. Ces mutations permettent d’expliquer les 
différences phénotypiques entre la DMD et la BMD (Becker Muscular Dytrophy). Dans 90% des cas 
les mutations qui perturbent le cadre de lecture génèrent une dystrophine anormalement tronquée, 
non fonctionnelle et causent la DMD alors que les mutations qui maintiennent le cadre de lecture 
(10% des cas) conduisent à la production d’une protéine plus courte, de poids moléculaire plus faible, 
mais partiellement fonctionnelle et sont à l’origine de la BMD, une forme de dégénérescence 
musculaire moins grave et moins évolutive que la DMD. 
 
La dystrophine constitue le lien mécanique entre l’actine du cytosquelette et la matrice 
extracellulaire. La perte de la dystrophine, composante essentielle du Dystrophin-Glycoprotein-
Complex (DGC) sarcolemmien, empêche donc l’assemblage de ce complexe et entraine l’atteinte 
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fonctionnelle du sarcolemme ; les membranes deviennent alors très sensibles aux contraintes 
mécaniques induites par la contraction [Menke and Jockusch 1995], ce qui entraine des cycles de 
nécrose-régénération des myofibres et par conséquent la perte progressive de la masse musculaire. 
Des atteintes de l’homéostasie calcique sont également responsables de l’induction de la nécrose 
(voir chapitre : Le calcium dans le muscle squelettique, I.2) Comme le tissu musculaire est perdu, il 
est progressivement remplacé par du tissu conjonctif et des cellules adipeuses. 
Les patients présentent une faiblesse musculaire vers l’âge de 5 ans (parfois perceptible dès l’âge de 
2 ou 3 ans), ils deviennent invalides par la perte de force dans les bras et les jambes et perdent donc 
la motricité vers l’âge de 10-12 ans. Ils succombent à une insuffisance respiratoire ou une 
cardiomyopathie vers la fin de l’adolescence ou la vingtaine. Cette moyenne d’âge est en 
augmentation continue et peut atteindre, grâce au diagnostic précoce de la maladie et sa prise en 
charge, la trentaine voire dans certains cas la quarantaine. 
De manière générale, les signes cliniques se présentent selon le schéma suivant : Un enfant atteint 
de myopathie de Duchenne présente en général peu de signes de la maladie avant l'âge de 3 ans. Il 
marche parfois tard, tombe assez souvent et se relève difficilement et de manière particulière dite 
manœuvre de Gower (figure 8C). Puis se met en place une hypertrophie des mollets et une atrophie 
des autres muscles (figure 8A et B). Au fil des années, une faiblesse musculaire progressive des 
membres et du tronc  apparait : la montée des escaliers, puis la marche vers 10-12 ans, deviennent 
impossibles et l'utilisation des membres supérieurs se limite progressivement.  En général, le recours 
occasionnel au fauteuil roulant est nécessaire vers l'âge de 8-9 ans, puis son utilisation définitive au 
début de l'adolescence permet au jeune garçon de retrouver une autonomie de déplacement (pour 
revue : [Emery A.E. and Muntoni F. 2003] ; [Tyler 2003]). 
  





Figure 8. L’atteinte musculaire dans le DMD. (A) en gris les muscles principalement touchés par la 
DMD et la BMD. (B) A gauche: l’hypertrophie caractéristique des membres inférieurs due l’invasion 
par le tissus adipeux. A droite : déformation de la colonne vertébrale (lordose) due à la faiblesse des 
membres supérieurs. (C) Illustration de la façon particulière qu’ont les enfants dystrophiques de se 
mettre en position debout dite manœuvre de Gowers.  Sources: [Tyler 2003] et 
http://www.patient.co.uk/health/Muscular-Dystrophies-An-Overview.htm  
 
2- Diagnostic  
La suspicion du diagnostic de la DMD doit être considérée indépendamment des antécédents 
familiaux et est habituellement déclenchée par l’un des trois facteurs suivants: le plus souvent, 
l’observation d’une fonction musculaire anormale chez un enfant de sexe masculin, la détection 
d'une augmentation des taux sériques de créatine kinase ou d'une augmentation des transaminases 
(aspartate aminotransférase et alanine aminotransférase). Elles se trouvent en quantité importante 
dans les muscles cardiaque et squelettiques ainsi que dans le foie. Une atteinte de ces organes, 
entraine la libération de ces enzymes dans le sang et l'augmentation de leurs taux sanguins. 
La confirmation du diagnostic DMD se fait tout d’abord par la quantification de l’expression de la 
dystrophine à partir d’un échantillon de biopsie musculaire. En examinant l’échantillon prélevé sur 
un patient il est possible de distinguer si le problème musculaire est dystrophique ou inflammatoire. 
Il est même possible de spécifier les différentes dystrophies en étudiant la présence et la localisation 
de certaines protéines musculaires. Ainsi l’absence de dystrophine indiquerait une DMD alors que sa 
présence en faible quantité indiquerait une BMD. En effet, l’absence ou la diminution prononcée de 
la dystrophine peuvent être déterminés à partir de biopsies musculaires : par immunomarquage 
(figure 9A) et/ou par Western Blot (figure 9B) en utilisant des anticorps dirigés contre différents 
épitopes de la dystrophine. 





Figure 9. Exemples de test de diagnostic à partir de biopsie musculaire. (A) Immunomarquage. A 
droite : dystrophine visible sur la circonférence des fibres musculaires saines. A gauche : absence de 
la dystrophine dans les fibres musculaires DMD.(B) Western Blot. Ligne 1: BMD – la dystrophine est 
exprimée en quantité réduite. Ligne 2 : BMD – la dystrophine présente une quantité et une taille 
réduite. Ligne 3: sain – la dystrophine est exprimée à la bonne taille et quantité.  Ligne 4: DMD – 
absence d’expression de la dystrophine. Source : 
http://neuromuscular.wustl.edu/pathol/dmdpath.htm#dystrophin  
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II- Prise en charge médicale de la DMD 
Cette partie a pour but de rendre compte des difficultés de la condition des patients DMD au 
quotidien et de permettre de prendre conscience des nombreux symptômes de cette maladie qui 
nécessite des soins permanents et qui par conséquent représentent une charge lourde pour ces 
patients. Les éléments exposés ci-dessous ont pour sources : les informations apportées par le site de 
l’Association Française contre les Myopathies, rubrique « Savoir et Comprendre » et  les deux revues 
de [Bushby et al. 2010a] ; [Bushby et al. 2010b] du DMD Care Considerations Working Group.  
Une gestion optimale la DMD nécessite une approche multidisciplinaire qui se concentre 
sur les mesures d'anticipation et de prévention ainsi que des interventions actives pour traiter les 
aspects primaires et secondaires de la maladie.  
 
1-  La contribution de la pharmacologie 
Les glucocorticoïdes sont actuellement la seule médication disponible permettant de freiner le 
déclinement de la force et la fonction musculaires ce qui à son tour diminue les risques de scoliose et 
stabilise les fonctions pulmonaires. De plus certaines données échographiques indiquent que le 
déclinement des fonctions cardiaques pourrait également être ralenti, bien que ces mesures ne 
soient pas nécessairement prédictives du délai de l’apparition des symptômes et signes cardiaques, 
ou de la mortalité liée à ces complications.   
Le recours aux GC est parfaitement adopté par les pays anglo-saxons, ce qui n’est pas le cas de la 
France qui reste réticente à prescrire ce type de substance pharmacologique. La position des 
médecins français a récemment évolué et s’est rapprochée des standards internationaux. La 
prednisone dans la DMD est prescrite, en France, selon un protocole ayant l’aval du Consortium 
français des neuropédiatres impliqués dans les maladies neuromusculaires. 
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2- La prise en charge orthopédique 
Le traitement orthopédique est dédié à anticiper et donc prévenir les conséquences musculo-
tendineuses et articulaires de l’évolution de la dystrophie en agissant sur les facteurs qui 
potentialisent les lésions primaires. Il tente d’assurer une croissance harmonieuse et symétrique 
mais ne peut en aucun cas modifier le cours évolutif dégénératif des lésions musculaires. 
Il s’agit de mobiliser les secteurs articulaires en insistant sur certaines articulations en fonction de 
l’évolution de l’atteinte (pieds, hanches, colonne vertébrale, mains, doigts, coudes, épaules et 
nuque).  
Il est donc nécessaire de maintenir la souplesse et les amplitudes articulaires ainsi que la 
verticalisation qui permet de ralentir l’ostéoporose et favoriser le blocage des vertèbres lombaires 
limitant ainsi leur déviation en scoliose. Des interventions chirurgicales peuvent parfois être 
nécessaires. La libération des tendons rétractés des membres inférieurs permet de redonner une 
position confortable et fonctionnelle. La chirurgie du rachis peut être également pratiquée dans le 
but d’assurer le maintien d’un dos droit. Elle empêche l’effondrement du tronc (du à l’arrêt de la 
marche qui accélère l’apparition ou l’aggravation des déformations de la colonne vertébrale) qui 
altère la fonction respiratoire et rend la posture assise inconfortable, voire douloureuse. 
 
3- La prise en charge respiratoire 
Les patients DMD ont des risques de complications respiratoires au fur et à mesure que leur état se 
détériore et ceci en raison de la perte progressive de la force au niveau des muscles respiratoires. Ces 
complications comprennent la toux inefficace, l’hypoventilation nocturne, les troubles respiratoires 
du sommeil et finalement, le jour, une insuffisance respiratoire. 
En effet la faiblesse musculaire est à l’origine de l’ensemble des troubles respiratoires dans la DMD, 
ce déficit musculaire entraine une diminution de l’ampliation thoracique et en conséquence une 
réduction des volumes mobilisés par l’appareil respiratoire (syndrome restrictif). Cette restriction est 
à l’origine d’une diminution de la ventilation alvéolaire, de l’enraidissement de la cage thoracique. Ce 
syndrome est susceptible de s’aggraver et conduire à une insuffisance respiratoire chronique. 
D’autre part, la stase des sécrétions bronchiques liées à l’hypoventilation, à l’altération des capacités 
de toux (du fait de l’atteinte des muscles expiratoires) et à d’éventuels troubles de déglutition ajoute 
une composante obstructive au tableau initial. 
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La ventilation non invasive nocturne et diurne permet de réduire la charge des muscles respiratoires 
et d’améliorer l'endurance ventilatoire. Ce type de ventilation ne nécessite pas d’intubation 
endotrachéale, elle se pratique essentiellement dans la nuit par voie nasale (à l’aide d’un masque). 
Ce mode de ventilation est proposé en première intention lorsque les paramètres cliniques et 
biologiques l’imposent, mais a été démontré inutile pour la prévention. 
 
4- La prise en charge cardiaque 
L’atteinte cardiaque dans la DMD se manifeste le plus souvent sous forme de cardiomyopathie et/ou 
d’arythmie cardiaque. L’autopsie du myocarde montre des zones de myocytes atrophiés, 
hypertrophiés et des zones de fibroses. La cardiomyopathie progressive est actuellement une source 
majeure de morbidité et de mortalité dans la DMD. La maladie cardiaque dans la DMD nécessite des 
études complémentaires, notamment pour définir son apparition de manière plus précise. 
Néanmoins, il a été montré que la cardiomyopathie est présente longtemps avant l’apparition des 
symptômes cliniques. En effet les manifestations cliniques de la défaillance cardiaque (fatigue, perte 
de poids, vomissement, douleurs abdominales, troubles du sommeil et l’incapacité à tolérer les 
activités quotidiennes) sont souvent méconnus au départ puisqu’ils sont camouflés par les 
limitations musculo-squelettiques. Il est donc important d’avoir un contact régulier avec un 
cardiologue dès la confirmation du diagnostic DMD, non seulement pour gérer la cardiomyopathie, 
mais également pour assurer à long terme la santé cardiovasculaire.  
Les inhibiteurs de l’enzyme de reconversion de l’angiotensine (IEC) sont considérés comme une 
thérapie de première ligne et sont utilisés précocement pour ralentir les conséquences cardiaques de 
la DMD. Les β-bloquants et les diurétiques sont également appropriés. Un essai clinique français 
(HM. Becane, Institut de Myologie, Paris) cherche à évaluer l’efficacité des β-bloquants en 
association avec les IEC sur l’apparition et la progression de l’atteinte cardiaque dans la DMD. Cette 
étude est réalisée sur des enfants de 10 à 15 ans ayant une fraction d’éjection de 50 % qui seront 
suivis pendant 5 ans. La fraction d’éjection systolique sera évaluée en début de l’étude, 3 ans et 5 ans 
après. Cette étude est en attente des autorisations réglementaires. En 2008 une autre étude a 
démarré en Italie, comparant le traitement aux β-bloquants à celui employant les IEC chez des 
patients DMD et BMD âgées de 2 à 45 ans. Les premiers résultats sont prévus pour courant 2012.  
Actuellement il n’existe pas de consensus dans la communauté médicale quant à la possibilité 
d’utiliser la transplantation cardiaque en cas de défaillance avérée et d’échec du traitement 
médicamenteux. Avec les progrès dans l’amélioration de la condition physique des patients DMD, la 
possibilité de greffe cardiaque pourrait avoir besoin d'être abordée. 
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LES PRINCIPAUX ACTEURS DE LA DMD  
I- La Dystrophine 
 
1- Le gène DMD 
Le gène codant pour la dystrophine, ou le gène DMD est l’un des plus grands gènes décrits chez 
l’humain ; il est localisé au niveau du bras cout du chromosome X au locus p21 [Koenig et al. 1988]. 
Sa séquence génomique est constituée de 2,5Mb d’ADN ; environ 1,5% de la totalité du chromosome 
X. Le DMD possède 86 exons dans sa séquence codante qui inclut 7 promoteurs liés tous au premier 
exon. Cette séquence codante ne constitue que 1% du gène, le reste étant formé d’introns. La 
séquence totale d’ARN messager est de 14000 pb du DMD est majoritairement exprimée dans le 
muscle squelettique et cardiaque. Elle est également présente en faible quantité dans le cerveau. Il 
existe 3 isoformes connus de cette séquence possédant le même nombre d’exons mais issus de 3 
promoteurs différents selon qu’ils s’expriment au niveau du cerveau (DP427-B, pour « Brain » 
présente activement au niveau des neurones du cortex et de l’hippocampe), du muscle (DP427-M, 
présente activement principalement dans le muscle et faiblement dans les cellules gliales), ou au 
niveau des neurones de Purkinje du cervelet (Dp427-P active au niveau des cellules de Purkinje et le 
muscle squelettique). Il existe d’autres isoformes courts de la dystrophine, issus de promoteurs à 
l’intérieur du gène, ces derniers sont nommés en fonction de leur masse moléculaire (Dp260, Dp140, 
Dp116, Dp71, Dp45) [Muntoni et al. 2003]. 
2- Les mutations du gène DMD 
Les modifications les plus courantes au niveau du gène DMD sont les délétions intragéniques qui 
comptent à elles seules 65% des mutations de la dystrophine. Les délétions et, plus rarement, les 
duplications peuvent survenir à n’importe quel niveau du gène DMD ; cependant deux zones de 
délétions sont particulièrement touchées : la première dans la partie centrale du gène et la seconde 
vers la terminaison 5’. La partie centrale est la région la plus fréquemment mutée ; elle inclut les 
exons 45 à 55 avec points d'arrêt situés à l'intérieur de l’intron 44, tandis que la région 5’ est 
particulièrement touchée au niveau des exons 2 à 19 avec des points d’arrêts communément situés 
dans les introns 2 et 7 pouvant également s’étendre aux introns en aval [Oudet et al. 1992]. Les 
clusters de ces deux zones de délétions représentent la base de l'utilisation de la technique de PCR 
multiplex qui, par le criblage de seulement 19 exons, identifie environ 98 % de toutes les délétions 
[Beggs et al. 1990]. 
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60 à 65 % des cas de DMD et BMD sont les résultats de mutations de type délétion. La duplication 
quand à elle ne représenterait que 5 à 15 % [Abbs and Bobrow 1992]. Les cas restants seraient 
provoqués par la combinaison de plusieurs mutations de petites tailles (le plus souvent des 
mutations ponctuelles entrainant des mutations non-sens ou un décalage du cadre de lecture), des 
délétions purement introniques ou des insertions de séquences répétitives au niveau des exons. 
 
3- Relation mutation-sévérité du phénotype 
Il n’existe pas de relation simple de proportionnalité entre la taille de la délétion et la résultante 
clinique de la maladie. Par exemple, la délétion d’un petit exon comme l’exon 44 provoque un cas 
classique de DMD, alors qu’une large délétion pouvant impliquer jusqu'à 50% du gène a été décrite 
chez un patient BMD [Love et al. 1991]. L’effet de la mutation sur le phénotype ne dépend donc 
guère de l’étendue de la délétion/duplication, mais du fait qu’elle perturbe ou pas le cadre de 
lecture. Les mutations qui préservent le cadre de lecture aboutissent généralement à une 
dystrophine anormale mais partiellement fonctionnelle et sont associées à la BMD. Dans la DMD, la 
mutation perturbe le cadre de lecture causant l’instabilité de l’ARN qui conduit éventuellement à la 
production de quantités presque indétectable de protéines tronquées non fonctionnelle [Koenig et 
al. 1988]. 
L’hypothèse du cadre de lecture est applicable à 90% des cas. Elle est couramment utilisée comme 
outil de diagnostic des dystrophinopathies et pour le diagnostic différentiel de la DMD et la BMD 
[Love et al. 1991]. Il existe des exceptions à cette hypothèse comprenant des patients BMD portant 
des délétions/duplications qui décalent le cadre de lecture ainsi que des patients DMD chez qui la 
mutation n’a pas perturbé le cadre de lecture. Les patients BMD avec un décalage du cadre de 
lecture présentent des délétions ou duplications bien connues et caractérisées au niveau de 
l’extrémité 5’ du gène [Koenig et al. 1989]. Ce qui permet à ces patients de produire au moins une 
petite quantité de dystrophine est le saut d'exon, qui se produit spontanément via l'épissage 
alternatif ; le domaine carboxy-terminal est toujours préservé chez ce groupe de patients [Arahata et 
al. 1991]. Les patients DMD n’ayant pas de perturbation du cadre de lecture présentent 
généralement des mutations au niveau du domaine rod avec une perte de fonction d’un domaine de 
liaison à l’actine due à des délétions ponctuelles, non influentes sur cadre de lecture, comme la 
délétion des exons 3-13 [Muntoni et al. 1994]. 
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4- La protéine  
La dystrophine est une protéine de masse moléculaire égale à 427 kDa, elle est associée à la 
membrane cellulaire et comprend 4 régions principales (figure 10) (Pour revue : [Hopf et al. 2007]).  
Figure 10. Structure de la dystrophine. ABD: actin-binding domains; H: hinge regions; R: spectrin-like 
repeats; CR: cysteine-rich domain; CT: C-terminal domain; CH: calponin homology motifs; WW: WW 
domain; EF: EF-hand motifs; ZZ: ZZ domain; DgBD: dystroglycan-binding domain; SBD: syntrophin-
binding domain; DbBD: dystrobrevin-binding domain; syn: localisation des sites de liaison à la 
syntrophine ; CC: coiled coil motifs. Source: adaptées d’après [Odom et al. 2007] 
 
Le partie amino-terminale est constituée de 232 à 240 acides aminés selon l’isoforme et contient un 
domaine « calponin-like actin binding domain » qui présente des homologies avec des protéines de 
liaison à l’actin comme l’α-actinine et la β-spectrine. La région amino-terminale de la dystrophine 
contient au moins 3 sites de liaison à l’actine (« Actin Binding Site », ABS1, 2 et 3) et 2 sites 
d’interaction avec la calmoduline (CABS1 et 2). Elle est donc responsable de l’ancrage de la 
dystrophine à la γ-actin filamenteuse du cytosquelette.   
La région centrale, « rod domain », (3000 résidus environ), est une succession de 24 domaines 
« spectrin-like ». Dans ces domaines, 3 hélices s’alignent pour former chaque unité de répétition et 
fournir une rigidité structurelle. La flexibilité et l’élasticité de la protéine seraient dues à des 
coupures dans certains motifs de répétition « spectrin-like » au niveau de quatre régions charnières. 
Au sein de ce domaine rod, les unités de répétition « spectrin-like » 11 à 17 constituent un autre site 
de liaison à la γ-actine (ce site est considérablement différent dans l’utrophine, homologue de la 
dystrophine). A l’extrémité du domaine central, à cheval entre la quatrième région charnière et le 
domaine riche en cystéine, se trouve un domaine consensus d’interaction protéique, dit domaine 
WW, car entouré de tryptophanes.   
  Etat de l’art 
42 
 
Ce domaine est suivi d’un domaine riche en cysteine composé de 280 résidus dont 15 cystéines. Il 
présente 2 sites potentiels de liaison au calcium (EF-hand motif 1 et 2) et un site de fixation au zinc 
(le domaine ZZ). L’ensemble de ces domaines associés au domaine WW constitue une région de 
liaison au β-dystroglycane (figure 10). 
La partie carboxy-terminale est un domaine « Coiled-Coil » (CC) formé de 420 résidus qui présente 
des homologies avec l’utrophine. Il contient des sites de phosphorylation et des sites de fixation 
permettant la liaison de la dystrophine aux différentes protéines sarcolemmiennes (sarcoglycane, 
dystroglycanes, syntrophines, dystrobrevines, sarcospan, caveoline-3, calmodulines et la NO 
synthase). 
Ces liaisons en plus de la liaison avec l’actine F s’inscrivent dans le rôle de la dystrophine d’assurer 
une stabilité du sarcolemme. Etant localisée au niveau des costamères [Straub et al. 1992], la 
dystrophine assure une protection des fibres musculaires contre les dommages induits à long terme 
par la contraction. En effet, la contraction des muscles striés nécessite une activité précise et 
coordonnée à la fois du système nerveux et somatique, depuis l’excitation d’une seule myofibre au 
niveau de la jonction neuromusculaire jusqu'à la sollicitation de la myosine régulée par l’ATP. La 
contraction musculaire (muscle squelettique et cardiaque) implique une déformation et un 
raccourcissement cellulaire. Tout au long de ce processus, la machinerie contractile à l'intérieur de la 
myofibre doit rester intimement liée à la membrane et la matrice extracellulaire pour éviter une 
transmission inappropriée du mouvement et par conséquent un risque de dommage aux membranes 
des myocytes. En plus de ce rôle mécanique établit, la dystrophine, de par ces multiples interactions 
avec des protéines sarcoplasmiques ou transmembranaires, peut également avoir des fonctions de 
signalisation [Batchelor and Winder 2006] qui seront abordées ultérieurement courant de cette 
étude. 
La dystrophine et son complexe « Dystrophin Glycoprotein Complexe » (DGC), composé de protéines 
subsarcolemmiennes, sarcolemmiennes et extracellulaires, ont pour rôle de fournir le lien mécanique 
nécessaire entre le cytosquelette intracellulaire et la matrice extracellulaire grâce à une structure 
pouvant être comparée à un «pont », créé à travers le sarcolemme qui connecte la membrane basale 
de la matrice extracellulaire au cytosquelette interne d’une manière flexible ([Allen and Whitehead 
2011]; [Batchelor and Winder 2006]. 
En l’absence de la dystrophine, les composants du complexe transmembranaire DGC deviennent 
instables et perdent leur localisation au niveau des costamères. L’absence de la dystrophine et par 
conséquent du DGC dans les muscles squelettiques et cardiaque provoque une instabilité 
membranaire des fibres musculaires. Ainsi, chez les patients DMD, le stress physique occasionné par 
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la contraction ou l’étirement causent des mini-ruptures membranaires. Ceci engendre une 
succession de cycles de dégénérescence/régénération des myofibres qui épuisent rapidement leur 
réservoir de cellules satellites entrainant une dégénérescence musculaire progressive caractéristique 
de la maladie. Dans le muscle squelettique ce dommage se produit lors des contractions excentriques 
(allongement) (pour revue : [Gumerson and Michele 2011]). 
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II- Le DGC (Dystrophin Glycoprotein Complex) 
 
Le DGC est composé de protéines membranaires structurellement organisés en trois sous-complexes 
distincts : les protéines cytoplasmiques dystrophine et syntrophine, l’α- et β-dystroglycane et, le 
sous-complexe sarcoglycane-sarcospane. Beaucoup d'autres protéines ont été montré comme 
associées au DGC au niveau du sarcolemme comme la dystrobrevine, nNOS, ε-sarcoglycane et la 
cavéoline-3. La présence de chacune de ces protéines est importante car elle implique un rôle de 
signalisation pour le DGC (figure 11) (pour revue : [Lapidos et al. 2004]). 
 
Figure 11. Présentation du DGC (Dystrophin Glycoprotein Complex. La composition du DGC 
et ses interactions permettent d’assurer le lien entre la matrice extracellulaire et le 
cytosquelette d’actine. Sources : http://www.afm-telethon.fr/resources/Media/285/file.pdf.  
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1- Les sarcoglycanes et sarcospane 
Les 6 isoformes de sarcoglycanes, α, β, δ, ε, γ et ξ font tous partie du complexe DGC. Il s’agit de 
glycoprotéines transmembranaires ayant au moins un site de glycosylation. Le rôle de ces protéines 
est reste à ce jour méconnu. L’utilisation de modèles de souris dépourvues de δ- sarcoglycane ou de 
γ-sarcoglycane montre que l’absence de ces protéines empêche totalement l’assemblage des autres 
sarcoglycanes, ou le réduit fortement respectivement [Hack et al. 1998]. Des souris dépourvues des 
gènes des sarcoglycanes miment efficacement les mutations qui induisent chez l’homme une 
dystrophie musculaire ou une cardiomyopathie. A l’exception des souris dépourvues du gène α-
sarcoglycane qui développent des complications musculaires squelettiques mais pas cardiaques 
[Duclos et al. 1998]. Ce phénomène peut être du a une compensation par la séquence ε-sarcoglycane 
dans le muscle cardiaque. [Liu and Engvall 1999]. Les souris dépourvues de sarcoglycanes présentent 
des caractéristiques de fragilité membranaire similaires à celles observées chez les souris mdx 
(modèle murin naturel de DMD) [Zhu et al. 2002].  
Le sarcospane a été caractérisé par Crosbie et collaborateur en 2000. Il s’agit d’une protéine associée 
à la dystrophine, de poids moléculaire égal à 25 kDa et qui a été nommée sarcospane en référence à 
ses multiples hélices qui « enjambent » la membrane sarcoplasmique (sarcospan pour sarcolemma 
spanning helice) à cause du caractère hydrophobe de cette protéine ([Crosbie et al. 1998] ; [Crosbie 
et al. 1997]). L’analyse par dendrogramme a montré une appartenance structurale des sarcospanes à 
la superfamille des tétraspanes [Crosbie et al. 1997]. Ces protéines possèdent toutes 4 domaines 
transmembranaires et une large boucle extracellulaire et semblent jouer un rôle dans la médiation 
des interactions des protéines transmembranaires. Dans les fibres musculaires squelettiques, le 
sarcospane est une composante intégrante du complexe DGC ([Crosbie et al. 1998] ; [Crosbie et al. 
1999]) ; il a été montré que le sarcospane est absent chez les patients DMD [Crosbie et al. 1997]. 
 
2- Les dystroglycanes 
Les dystroglycanes forment un noyau essentiel du DGC car ils relient les composants 
cytosquelettiques du DGC à la matrice extracellulaire [Henry and Campbell 1999]. Le dystroglycane 
est synthétisé à partir d'un seul gène et clivé post-traductionnellement pour produire les sous unités 
α et le β-dystroglycane. Le β-dystroglycane est une protéine à un domaine transmembranaire avec 
une extrémité carboxy-terminale qui interagit avec le domaine riche en cystéine de la dystrophine. La 
cavéoline-3 interagit également avec le β-dystroglycane, et peut entrer en compétition pour le même 
site de liaison que la dystrophine [Sotgia et al. 2000]. L’extrémité amino-terminale du β-
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dystroglycane interagit avec son partenaire extracellulaire, l’α-dystroglycane. Ce dernier constitue un 
lien important avec la matrice extracellulaire à travers ses interactions avec la chaîne α2 de la 
laminine 2. Le β-dystroglycane est également capable de fixer l’adapteur protéique Grb2 [Yang et al. 
1995a]. Ainsi, les dystroglycanes forgent un lien entre le sarcolemme et la matrice extracellulaire.  
3- L’α-dystrobrévine 
L’α-dystrobrevine est l’isoforme prédominant de la dystrobrévine au niveau du muscle squelettique. 
Il présente une homologie significative avec le domaine riche en cystéine et le domaine carboxy-
terminal de la dystrophine mais ne possède pas de domaines de liaison à l’actine, ni de domaine rod 
[Blake 2002]. Trois isoformes de l’α-dystrobrévine, dérivés de l’épissage alternatif, peuvent être des 
composants du DGC du muscle squelettique. Des séquences importantes sont présentes au niveau 
de l’isoforme le plus long, l’α-dystrobrévine 1, incluant le site de liaison au calcium (EF-hand), le 
domaine ZZ (zinc finger), le domaine coiled-coil et un domaine de fixation de substrat de la tyrosine 
kinase. 
Ce domaine coiled-coil interagit directement avec la dystrophine. Un site de liaison en amont permet 
à l’α-dystrobrévine d’interagir avec les syntrophines [Roberts 2001]. Le domaine amino-terminal de 
l’α-dystrobrévine permet sont interaction avec le complexe sarcoglycane suggérant un rôle dans le 
couplage entre la dystrophine et le DGC. Un rôle de l’α-dystrobrévine dans la transduction de signaux 
cellulaires via la PKA a récemment été mis en évidence par [Ceccarini et al. 2007]. 
 
4- Les cavéoline et l’oxyde nitrique synthase 
Les cavéoles sont des petites invaginations de la surface des membranes cellulaires qui participent au 
trafic membranaire, le tri, le transport et la transduction de signaux comme l'endocytose par 
exemple. Les cavéolines jouent un rôle dans la formation des cavéoles, agissant comme des 
protéines d'échafaudage qui organisent et concentrent les protéines d’interaction avec les cavéolines 
et des lipides dans les microdomaines des cavéoles. 
La cavéoline-3, ou M-cavéoline, est un isoforme de la famille des cavéolines spécifique du muscle 
strié [Song et al. 1996]. Comme les autres cavéolines, la cavéoline-3 s’oligomérise pour former les 
cavéoles. Dans le muscle squelettique la cavéoline-3 est localisée au niveau du sarcolemme tout 
comme la dystrophine. La  cavéoline-3 a été co-purifiée avec le DGC et peut être immunoprécipitée 
avec des anticorps de la dystrophine [Song et al. 1996], ce qui suggère la participation de la 
caveoline-3 au complexe protéique associé à la dystrophine. L’absence de la caveoline-3 augmente 
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l’apoptoses au niveau des myofibres. La Cavéoline-3 interagit directement avec l'oxyde nitrique 
synthase neuronale (nNos).  
La nNos est une protéine sarcolemmienne qui aide, de par sa localisation et son interaction directe 
avec les syntrophines, à la vasoconstriction induite par l’exercice [Sander et al. 2000]. Durant 
l’exercice, l’activité nNos est stimulée pour produire la GMP cyclique, nécessaire au maintien du flux 
sanguin dans le muscle actif [McDonald and Murad 1996]. En effet, les muscles exprimant une α-
syntrophine délétée de son domaine de fixation à la nNos présentent une vasoconstriction altérée. 
Ce qui montre que la localisation de nNos à la membrane avec le DGC est critique pour la 
vasoconstriction [Thomas et al. 2003]. Il a été prouvé qu’une mauvaise localisation de nNos 
contribue à des pathologies musculaires. nNos est délocalisée de la membrane sarcoplasmique dans 
les muscles déficients en dystrophine ou en sarcoglycanes.  
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III- La syntrophine 
 
1-  Présentation des syntrophines  
Les syntrophines sont des protéines intracellulaires de 58-60 kDa. Cinq isoformes de la syntrophine 
ont été décrits (α-1, β-1, β-2, γ-1, et γ-2), avec des distributions tissulaires et des niveaux 
d’expressions différents indiquant des fonctions distinctes ([Peters et al. 1994] ; [Kramarcy and 
Sealock 2000]). Ces isoformes sont codés par des gènes différents mais possèdent la même structure. 
Chaque isoforme de la syntrophine comprend quatre domaines conservés, deux domaines 
d'homologie à la pleckstrine (PH1 et PH2), un domaine PDZ (nommé après les trois premières 
protéines reconnues pour contenir ce domaine : la protéine  PSD-95 (post-synaptic density protein), 
la protéine « Discs-large», supresseur de tumeur chez la drosophile et la protéine ZO-1, protéine de 
jonction chez les mammiferes), et un domaine unique à la syntrophine (SU) d’environ 70 acides 
amines au niveau carboxy-terminal.  
Cette structure permet à la syntrophine de participer à une grande variété d’interactions protéine-
protéine et protéine-lipide. 
 
2- Les domaines d’interaction de la syntrophine 
PH1 et PH2, appelés ainsi car ils présentent une homologie avec une région répétée dans la protéine 
pleckstrine, sont des modules d’environ 100 acides aminés retrouvés dans une large gamme de 
protéines de signalisation. Ils seraient impliqués dans le recrutement de protéines au niveau du 
sarcolemme [Zhao et al. 1999]. Le domaine PDZ, 90 acides aminés, est inséré dans le domaine PH1 
(figure 12). 




Figure 12.  Structure de la syntrophine. Représentation de la structure en 
domaines de la syntrophine. Sources: 
http://aix1.uottawa.ca/~sgee/intropage.htm.  
 
Le PDZ est un domaine d’interaction protéine-protéine. En effet, les protéines contenant des 
domaines PDZ sont impliquées, par exemple, dans le regroupement des canaux ioniques et des 
récepteurs transmembranaires au niveau de sites cellulaires spécifiques et ont un rôle 
particulièrement important dans l'organisation spatiale des canaux ioniques voltage et ligand-
dépendants au niveau des synapses. Les domaines PDZ sont capables de se lier à d'autres domaines 
PDZ ou à des séquences spécifiques d'acides aminés situées généralement au niveau de l’extrémité 
carboxy-terminale des protéines membranaires et de signalisation comme les récepteurs NMDA (N-
methyl D-aspartate), le canal Kir4.1 [Connors et al. 2004],  les récepteurs EGF, l’aquaporine AQ4 
(Neely et al., 2001), et nNos [Brenman et al. 1996]. 
Le domaine SU, au niveau de l’extrémité carboxy-terminale quand à lui, permet de lier la syntrophine 
à la dystrophine [Adams et al. 1995;Adams et al. 1995].  
La fixation de la syntrophine aux séquences de l’extrémité  carboxy-terminale de la dystrophine ainsi 
que l’interaction de l’actine avec l’extrémité amino-terminale de la dystrophine sont inhibées par la 
Ca2+-calmoduline (CaM) in vitro [Newbell et al. 1997]. Cette régulation semble s’opérer à travers la 
phosphorylation de la dystrophine et la syntrophine. En effet ces deux protéines sont phosphorylées 
in vivo [Milner et al. 1993] et in vitro par la CaM kinase II [Madhavan and Jarrett 1999] et pour la 
dystrophine également par la cyclin-dependent kinase II [Milner et al. 1993]; avec des sites de 
phosphorylation localisés à proximité de la région d’interaction dystrophine-syntrophine [Madhavan 
and Jarrett 1995]. Newbell et collaborateurs montrent également grâce à leurs travaux en 1997 une 
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interaction entre la syntrophine et la calmoduline. La syntrophine est capable de fixer la 
calmoduline : en présence de Ca2+ grâce au calmodulin-binding-site (CBS) situé au niveau des résidus 
480 à 503 de son extrémité carboxy-terminale ou indépendamment du Ca2+ au niveau de son 
extrémité amino-terminale [Newbell et al. 1997].  
Les syntrophines seraient donc des protéines adaptatrices/modulatrices permettant le lien des 
canaux ioniques et des protéines de signalisation aux complexes DGC. Ces interactions fournissent un 
mécanisme pour l'ancrage des protéines membranaires à la matrice extracellulaire, au cytosquelette 
et aux voies de signalisation intracellulaire. 
 
3- La syntrophine dans le muscle squelettique 
Le muscle squelettique exprime les 3 isoformes: α1, β1 et β2 de la syntrophine, avec une 
prédominance de l’isoforme α1-syntrophine ([Adams et al. 1993] ; [Ahn et al. 1996]). Il a été montré 
que l’α1-syntrophine colocalise avec la dystrophine au niveau de la membrane sarcoplasmique dans 
le muscle squelettique de souris et de rat contrairement à la β2-syntrophine dont l’expression se 
restreint aux jonctions neuromusculaires ([Peters et al. 1994] ; [Peters et al. 1997]). L’α1-syntrophine 
tout comme la dystrophine, montre une distribution uniforme au niveau du muscle squelettique de 
souris [Hoffman et al. 1987]. En revanche, le marquage immonufluorescent de la β1-syntrophine  sur 
une section de muscle de membre postérieur de souris montre une coloration différentielle des 
types de fibres. Les fibres lentes (type I) présentent peu ou pas de marquage alors que les fibres 
rapides (type II) présentent un marquage plus intense. Au sein même des fibres type II, les plus 
glycolytiques (type IIB) montrent un marquage plus fort que les fibres oxydatives (types IIA et IID) 
[Peters et al. 1997].   
Le domaine PDZ de l’α1-syntrophine se lie au domaine PDZ de l'isoforme neuronale de l'oxyde 
nitrique synthase (nNOS-1), une enzyme qui produit l’oxyde nitrique au niveau des jonctions 
synaptiques dans le cerveau et au niveau des plaques motrices dans le muscle squelettique 
[Brenman et al. 1996]. L'association de la nNOS-1 avec la α1-syntrophine permet sa liaison au 
complexe associé a la dystrophine dans les muscles ce qui explique l’absence de nNOS de la 
membrane du muscle DMD. Des interactions ont également été montrées entre les domaines PDZ 
des syntrophines et les canaux sodiques (Skeletal Muscle Na+ channels SkM1 et 2) [Gee et al. 1998] 
ainsi que les canaux potassiques voltage-dépendants au niveau du muscle squelettique [Brenman et 
al. 1996]. 
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L’absence de la dystrophine au niveau des muscles mdx  (modèle murin de la DMD) cause une 
diminution dramatique du marquage membranaire de la syntrophine sans modifier son taux 
d’expression [Butler et al. 1992], ce qui suggère une perte de sa localisation membranaire. Un 
marquage syntrophine reste présent dans certains sites du muscle mdx. Il s’agit d’un marquage 
correspondant à celui de l’utrophine comme par exemple au niveau des jonctions neuromusculaires, 
un site riche en utrophine [Yang et al. 1995b]. 
L’α1-syntrophine, membre essentiel de DGC dans le muscle squelettique joue également le rôle de 
protéine d’échafaudage de part son interaction avec différentes protéines sarcolemmiennes y 
compris les canaux TRPCs impliqués dans les entrées calciques dépendantes des stocks du réticulum 
sarcoplasmique dans le muscle squelettique.  
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LES MODELES ANIMAUX DE LA DMD 
I- Les modèles murins 
 
La souris mdx, (X-linked muscular dystrophy mouse) est un modèle spontané de la DMD ; il a été 
montré que la dystrophie musculaire liée au chromosome X se produit spontanément chez la souche 
murine C57BL/10 [Bulfield et al. 1984], en raison d’une substitution d’une cytosine par une thymine 
au niveau de l’exon 23 résultant d’une mutation ponctuelle non sens et l’apparition d’un codon stop 
conduisant à l’arrêt prématuré de la traduction [Sicinski et al. 1989]. Cette mutation produit donc 
une dystrophine non fonctionnelle, très rapidement dégradée dans la fibre musculaire et par 
conséquent absente du sarcolemme [Hoffman et al. 1987]. L’absence de la dystrophine à la 
membrane affecte l’expression au sarcolemme des membres  du DGC [Ohlendieck and Campbell 
1991]. 
Bien que cette souris s'est révélée être un précieux modèle pour la DMD, la perte musculaire 
progressive se présente sous une forme beaucoup plus atténuée que chez l'homme [Bulfield et al. 
1984] au moins dans certains muscles. Le muscle le plus touché de la souris mdx est le diaphragme, 
qui reproduit les changements dégénératifs de la dystrophie musculaire humaine [Stedman et al. 
1991] ; ainsi la force de contraction, la force tétanique et la puissance maximale sont toutes 
significativement réduites dans le diaphragme [Stevens and Faulkner 2000]. La souris mdx montre 
des signes de dystrophie musculaire dans d'autres muscles au cours des 6 premières semaines de vie, 
mais ultérieurement présente peu de faiblesse (figure 13). 




Figure 13. Le modèle murin mdx. Mutation 





Cette «reprise» partielle est le résultat de la régénération substantielle. La souris mdx s'adapte à la 
dégénérescence musculaire avec une activation de sa population de cellules satellites et de 
l'hypertrophie musculaire. Les facteurs de transcription semblent être importants pour la réussite de 
la régénération. Les souris mdx privées du facteur de transcription MyoD (spécifique du muscle) 
montrent une dystrophie plus sévère due à une carence dans les capacités de régénération du 
muscle [Megeney et al. 1996]. De même, les souris mdx déficientes en MNF (Monocyte Nuclear 
Factor), sélectivement exprimé dans les cellules satellites, présentent un phénotype dystrophique 
exacerbé à la suite d'un dysfonctionnement des cellules satellites [Garry et al. 2000]. 
Une autre explication possible pour le phénotype atténué de la souris mdx, serait la compensation de 
la dystrophine par l'utrophine. En effet, les souris (mdx/utr -/-)  montrent de nombreux signes 
comparables à ceux chez l’humain souffrant de DMD : elles ont une durée de vie réduite (décès entre 
4 et 20 semaines), souffrent d'une faiblesse musculaire sévère avec des contractures articulaires, 
d’un retard de croissance marqué, de cyphose et de cardiomyopathie, ce qui suggère que la 
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dystrophine et l’utrophine jouent des rôles complémentaires dans le modèle murin ([Deconinck et al. 
1997] ; [Grady et al. 1997]). 
II- Les modèles canins 
 
Différents modèles canins de DMD ont été rapportés à ce jour. Des mutations du DMD canins ont été 
identifiées chez les espèces : « Golden Retriever » [Sharp et al. 1992], « Rottweiler » [Winand et al. 
1994], « German Short-Hair Pointer » (Braque Allemand) [Schatzberg et al. 1999], « Cavalier King 
Charles Spaniels » [Walmsley et al. 2010], et le « Beagle-based canine X-linked muscular dystrophy » 
(CXMDJ) [Shimatsu et al. 2003]. La dystrophie musculaire du «Golden Retriever » (GRMD) a été le 




Figure 14. Le modèle canin GRMD (Golden Retriever Muscular 
Dystrophy). Cette photographie montre l’atrophie musculaire 
caractéristique de ce modèle de la dystrophie de Duchenne.  Le GRMD 
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La Dystrophie Musculaire chez le Golden Retriever (GRMD) 
La GRMD est caractérisée par une faiblesse musculaire progressive ainsi qu’une atrophie musculaire 
et une pathologie cardiaque ce qui en fait le modèle animal le plus proche de l’affection humaine 
(figure 14). La GRMD est la conséquence d’une mutation ponctuelle non sens (substitution d’une 
guanidine par une adénine) à l’intérieur d’un site d’épissage consensus au niveau de l’intron 6 du 
gène DMD. Cette mutation cause le saut de l’exon 7 et un codon stop prématuré au niveau de l’exon 
8 et par conséquent l’absence de la dystrophine [Sharp et al. 1992] 
Le niveau de la CK sérique est considérablement augmenté dès la naissance et des dommages 
étendus au niveau du diaphragme peuvent déjà être observés 1 à 2 jours après [Cooper B.J. et al. 
1988]. Les manifestations cliniques de GRMD sont progressives avec la perte graduelle de la masse 
musculaire et des contractures qui conduisent souvent à des difformités du squelette [Cooper B.J. et 
al. 1988]. Une caractéristique distincte est l'élargissement de la base de la langue, des muscles du 
pharynx et de l'œsophage, entraînant une dysphagie, une augmentation de la bave et la 
régurgitation. Une fibrose musculaire sévère et une contracture des articulations se développent 
vers l’âge de 6 mois [Sharp et al. 1992], une insuffisance respiratoire ou une cardiomyopathie sont 
fréquemment observés à un plus jeune âge [Nguyen et al. 2002]. Le GRMD est également 
caractérisée par une cardiomyopathie progressive et une fibrillation ventriculaire relative à l'atteinte 
cardiaque chez les patients atteints de DMD ([Moise et al. 1991] ; [Perloff et al. 1967]). 
 
 
Les caractéristiques squelettiques et cardiaques du GRMD ressemblent à celles de la DMD humaine. 
De plus, Les informations génétiques et la taille du « Golden Retriever » sont les plus proches de 
l'homme (comparés aux autres modèles animaux). Par conséquent, le GRMD est considéré comme le 
modèle animal le plus proche de la DMD humaine. 
 
III- Le modèle félin 
Le chat HFMD (hypertrophic Felin Muscular Dystrophy) présente une grande délétion (environ 200 
kb) des promoteurs du muscle et des cellules de Purkinje, ce qui entraîne un déficit en dystrophine 
dans les muscles squelettiques et cardiaques. Le muscle exprime en faible quantité la dystrophine du 
cerveau car le promoteur PB n’est pas affecté par la délétion [Winand et al. 1994]. Ce modèle félin 
possède une expression phénotypique unique de l’hypertrophie de la langue, du cou et des muscles 
des épaules, une calcification linguale, une salivation excessive, un mégaesophage, des troubles de la 
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marche (démarche en saut de lapin), une cardiomyopathie dilatée, une hépatosplénomégalie et une 
insuffisance rénale ([Carpenter et al. 1989]; [Gaschen et al. 1992]). Ces chats dystrophiques ont été 
décrits comme ayant une dystrophie musculaire féline hypertrophique (HFMD) en raison du 
phénotype hypertrophique distinct qu’ils présentent. La pathologie se manifeste par une 
dégénérescence musculaire, une régénération caractérisée par des noyaux centraux et 
l'accumulation de dépôts de calcium dans les fibres musculaires sans développement de fibrose. 
Cependant, les chats dystrophiques n'ont pas été largement utilisés comme un modèle de la DMD en 
raison de la similitude limitée par rapport à la pathologie de la DMD [Shelton and Engvall 2005]. 
 
IV- Le modèle du poisson zèbre 
Les modèles pathologiques de poisson-zèbre sont particulièrement utiles car leurs embryons 
développent ex utero, sont translucides, facilement manipulables, et facilement suivis 
génétiquement. Suite à un criblage à grande échelle de poissons-zèbre, le mutant dmdta222a, 
également dit : sapje ou SAP, a été isolé [Granato et al. 1996] et identifié comme porteur d'une 
mutation nulle dans le gène orthologue de la dystrophine. Dans les embryons homozygotes 
dmdta222a/ta222a, la dystrophine est perdue à la jonction myotendineuse musculaire provoquant ainsi le 
détachement des muscles détecté par une réduction de la biréfringence [Bassett et al. 2003]. 
Plusieurs études montrent  la présence des orthologues de la dystrophine, des dystroglycanes et des 
sarcoglycanes ainsi que la conservation de leurs séquences et leur expression entre les humains et le 
poisson-zèbre ([Bolanos-Jimenez et al. 2001] ; [Parsons et al. 2002]). Il a été également montré que 
chez l’embryon du poisson-zèbre le DGC est localisé spécifiquement au niveau du point d'attache à 
l’extrémité des fibres musculaires avant d’être détectable au sarcolemme [Chambers et al. 2003] ce 
qui suggère que la perte du complexe pourrait compromettre l’attachement musculaires comme il a 
été observé dans le modèle SAP. 
De nombreux éléments caractéristiques de la DMD humaine sont retouvés chez les larves 
homozygotes dmdta222a/ta222a :  
 leur caractérisation histologique montre que la dégénérescence musculaire étendue est 
accompagnée d'une fibrose, d’une réponse inflammatoire et de l'activation du compartiment 
des cellules souches musculaires, comme chez les patients DMD.  
 la perte des myofibres suivie d'une régénération musculaire. Ce phénomène est également 
caractéristique de la DMD. 
 Le remplacement des fibres perdues par du tissu conjonctif conduisant à la perte irréversible 
de l'organisation des tissus musculaires.  
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Ceci suggère que le modèle de poisson zèbre peut être un outil utile pour évaluer les thérapies au 
début de leur développement et leur fournir un modèle pertinent dans lequel il est possible 
d’entreprendre des approches à haut débit de criblage de médicaments candidats pour le traitement 
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LES APPROCHES THERAPEUTIQUES 
A l'heure actuelle, il n'existe aucune thérapie efficace pour arrêter la progression mortelle de la 
maladie, bien que plusieurs stratégies expérimentales prometteuses soient actuellement en cours 
d’investigation. Il s'agit notamment de la thérapie génique visant à réintroduire une version 
fonctionnelle recombinante du gène de la dystrophine utilisant les vecteurs adéno-associés, 
lentiviraux ou adénoviraux, ainsi que la modification du pré-ARNm de la dystrophine (le saut d'exon). 
Les deux stratégies sont prometteuses avec plusieurs essais cliniques en cours. En parallèle, des 
thérapies cellulaires et des approches pharmacologiques tels que la régulation positive de l'utrophine 
ou la stratégie de translecture des mutations non-sens sont également étudiées. Toutes ces 
stratégies doivent faire face à des défis majeurs, imposés par la nature des dystrophies musculaires.  
En effet, Le muscle squelettique est le tissu le plus abondant de l'organisme et est composé de larges 
fibres plurinucléées, dont les noyaux ne peuvent plus se diviser. Par conséquent, toute stratégie de 
remplacement cellulaire ou génique doit restaurer l'expression des gènes appropriés dans des 
centaines de millions de noyaux postmitotiques qui sont intégrés dans un cytoplasme très structuré 
et entouré par une lame basale épaisse ; mais également faire face à la réponse immunitaire 
potentielle. De même, la plupart des approches pharmacologiques doivent empiéter sur les 
mécanismes biochimiques complexes et en partie inconnus de la dégénérescence des fibres qui 
impliquent des voies telles que les flux de calcium et l'activité de protéases, dont les inhibiteurs sont 
habituellement caractérisés par une toxicité systémique. 
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I- La thérapie génique 
Cette thérapie consiste à exploiter la capacité des virus d'entrer dans une variété de types cellulaires 
et d’y exprimer leurs génomes. L'objectif est de fournir aux patients une copie alternative 
fonctionnelle du DMD plutôt que de réparer le locus dans le génome du patient, présentant donc 
l’avantage d’être indépendant de la mutation du gène. La plupart des travaux dans le domaine visent 
actuellement à optimiser les méthodes de livraison pour l'expression ciblée et à long terme de la 
dystrophine dans les muscles du corps.  
Trois types de vecteurs viraux ont été principalement utilisés par les chercheurs qui étudient les 
dystrophies musculaires: vecteurs adénoviraux, adéno-associés et lentiviraux. Les trois vecteurs ont 
montré un certain succès dans la transduction et l'expression stable des muscles striés, mais seuls les 
virus adéno-associés (AAV) ont progressé et ont été utilisés dans les essais cliniques. 
 
1- Les vecteurs adéno-associés (AAV) 
Les virus associés aux adénovirus (AAV) sont des virus à ADN simple brin (4,7 kb) qui nécessitent une 
association à l’adénovirus ou à l’herpès virus pour la réplication et l'assemblage. Il existe une forme 
recombinante (rAAV) qui ne transporte pas de gènes viraux, pouvant être produite en quantités 
élevées en l'absence d'un virus « helper » et qui est capable, tout comme les AAV, d'infecter à la fois 
des cellules en division et des cellules quiescentes. Le problème de la taille réduite du génome de 
l’AAV a été remédié par la production de microgènes de la dystrophine (mini et microdystrophine) en 
éliminant la majorité du domaine « rod » et des parties des extrémités amino et carboxy terminales. 
L’expression stable de gènes suite à l’injection intramusculaire de rAAV persiste jusqu'à 2 ans chez la 
souris et plus de 7 ans chez les chiens et les singes rhésus ([Monahan et al. 1998] ; [Herzog et al. 
1999] ; [Rabinowitz and Samulski 1998]). Le recours aux injections de virus hybrides Ad/rAAV a 
également été utilisé. Chez la souris mdx, il a été possible de récupérer la dystrophine au niveau de la 
majorité des fibres musculaire avec cette technique [Goncalves et al. 2005] (figure 15). 




Figure 15.  Thérapie génique pour la Dystrophie de Duchenne (A) marquage 
immunohistochimique de la dystrophine visible au niveau d’un échantillon de 
souris saines. (B) Absence de marquage de la dystrophine chez les souris mdx.  
(C, D, E et F) Marquage de la dystrophine sur cellules musculaire mdx après 
injection de particules virales hybride Ad/AAV (Ad: Adénovirus). Marquage de la 
dystrophine retrouvé après  des injections de  souris mdx. La zone en contour 
pointillé dans (C) représente une région déficiente en dystrophine.  Source: 
[Goncalves et al. 2005].  
 
Les rAAV présentent beaucoup d'intérêt pour le développement de thérapies pour la dystrophie 
musculaire grâce à leur efficacité à rejoindre les réseaux capillaires et par la suite à infecter les tissus 
musculaires. Cette capacité a été exploitée pour développer des techniques de livraison systémique 
de gènes dans le but d’apporter la dystrophine à l’ensemble des muscles striés ([Wang et al. 2005]; 
[Koppanati et al. 2009]). Contrairement aux adénovirus, les vecteurs AAV semblent présenter une 
faible immunogénicité. Un essai de phase I pour l'hémophilie B utilisant rAAV2 ne rapporte aucun 
effet indésirable chez les patients ayant reçu des injections intramusculaires [Manno et al. 2003]. 
Cependant, des études complémentaires chez le chien et l’homme suggèrent que ces vecteurs ont le 
potentiel d’induire une réponse immunitaire cellulaire qui pourrait fortement influencer la nature 
des applications cliniques ([Mingozzi et al. 2009]; [Mendell et al. 2010]; [Wang et al. 2010]). 
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2- Les problèmes majeurs rencontrés 
Les problèmes rencontrés par ce type d'approches thérapeutiques comprennent la production de 
quantités suffisantes de virus, la taille limitée des génomes des AAV (le vecteur viral le moins 
immunogène), le contournement de la réponse immunitaire suscitée par la présence de vecteurs 
viraux mais également par l'introduction de la dystrophine (une protéine précédemment absente et 
donc étrangère à l’organisme).  
 
Le problème de la grande taille (14 kb) du gène de la dystrophine a été rapidement résolu grâce à la 
production de la mini et la micro-dystrophine. En effet les patients BMD possèdent uniquement 46% 
de la séquence du gène DMD mais n’ont recours au fauteuil roulant qu’à l’âge de cinquante voire 
soixante ans [England et al. 1990]. Ces délétions du gène ont été à la base de la génération de gènes 
mini et micro-dystrophine avec la suppression de grandes sections du domaine rod pour permettre le 
clonage dans les AAV. L'administration systémique de mini-dystrophine avec AAV9 a été très efficace 
chez les souris et les chiens [Pichavant et al. 2010]. Toutefois, un récent essai clinique utilisant des 
injections intramusculaires de AAV2 chez des patients DMD n'a pas abouti à la restauration d'une 
bonne expression de la dystrophine et a souligné la réaction immunitaire des cellules T  aux épitopes 
de la dystrophine [Mendell et al. 2010]. 
Par conséquent, Une stratégie alternative utilisant des microgènes codant pour l'utrophine (qui ne 
doit pas provoquer une réponse immunitaire du fait de son expression endogène) a vu le jour. La 
micro-utrophine a été testée sur les souris (mdx/utr-/-) par Odom et collaborateurs. Les souris traitées 
ont montré une localisation de la micro-utrophine au sarcolemme dans tous les muscles testés. Avec 
une restauration du DGC, une augmentation de la taille des fibres musculaires, et une amélioration 
considérable des performances physiologiques par rapport aux souris (mdx/utr-/-) non traitées [Odom 
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II- La technique du saut d’exon 
 
1-  Le principe  
Une grande majorité des cas de DMD est causée par un décalage du cadre de lecture conduisant à la 
production d’une dystrophine tronquée, non fonctionnelle. D’autre part, les délétions qui ne 
perturbent pas le cadre de lecture permettent l’expression d’une dystrophine plus courte mais 
partiellement fonctionnelle comme pour la BMD. Par conséquent, le phénotype DMD peut être 
théoriquement transformé en phénotype BMD en restaurant le cadre de lecture. Cette récupération 
est possible en bloquant l’exon suivant celui de la perturbation du cadre de lecture avec un 
oligonucléotide antisens (AO) pendant l’épissage du pré-ARNm (figure 16). 
 
 




Figure 16. La technique de saut d’exon pour la DMD. Dans ce cas la 
délétion des exons 49-50 génère un codon stop prématuré et une 
dystrophine non fonctionnelle. Le saut de l’exon 51 grâce aux 
oligonucléotides antisens permet de restaurer le cadre de lecture et par 
conséquent une partie de la fonctionnalité de la dystrophine. Source: 
[artsma-Rus and van Ommen 2007].  
 
Le saut d'exon est une approche prometteuse qui pourrait viser jusqu'à 83% des patients DMD avec 
des délétions [artsma-Rus et al. 2009]. Les oligonucléotides antisens altèrent l'épissage, par un 
blocage stérique de la séquence promotrice ou par la modification de la structure secondaire de 
l’ARNm. L’efficacité de ces techniques a été montrée en culture cellulaire et dans des essais sur des 
souris mdx [Alter et al. 2006] et a permis d'améliorer le phénotype de ce modèle murin. Le saut de 
l’exon 51 constitue une thérapie avec le potentiel de cibler le plus grand pourcentage (13%) des 
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patients atteints de DMD (figure 16). Pour cette raison, les essais cliniques se concentrent 
actuellement sur cet objectif. Un essai systémique de phase III de GSK2402968 (GlaxoSmithKline, 
initialement développé par Prosensa, Leiden, Pays-Bas et appelé PRO51), ciblant l'exon 51, est en 
cours. Dans une étude ultérieure (phase clinique I / II), PRO051/GSK2402968 a été administré 
pendant 5 semaines par voie sous cutanée chez 12 patients dans deux centres cliniques européens. 
L'étude a démontré que PRO051/GSK2402968 a été bien toléré chez tous les patients et que 
l'expression de la dystrophine a été détectée dans la grande majorité des fibres musculaires à des 
taux entre 17 et 35% [van Deutekom et al. 2007].  Un essai clinique de phase I / II de AVI-4658 (AVI 
Biopharma, Bothwell, WA, Etats-Unis), à nouveau ciblant l'exon 51 a été récemment achevé. Les 
résultats de cet essai ont démontré que le traitement a été toléré par tous les patients et que la 
dystrophine a été exprimée jusqu'à 42% dans les fibres musculaires traitées [Kinali et al. 2009]. Les 
résultats obtenus et publiés par le journal Lancet en 2011 sont très prometteur [Cirak et al. 2011]. 
Une autre molécule, la Pro044, visant le saut de l’exon 44 a été développée par Prosensa et est 
actuellement en essai clinque de phase I/II. Cet essai est en cours en Belgique, et a pour but 
d’évaluer l’effet de l’injection de différentes doses du Pro044 par voie sous-cutanée chez 18 patients 
DMD. La fin de cette étude est estimée courant 2012. 
 
2- Les problèmes majeurs rencontrés 
Plusieurs défis se dressent entre ces médicaments et leur utilisation clinique : leur entrée dans la 
cellule limitée, leur élimination relativement rapide de la circulation sanguine, la variabilité de 
l'efficacité du saut d’exon d’un muscle à l’autre et leur faible efficacité dans le cœur. Par ailleurs, les 
essais précliniques ont montré que les doses requises pour une amélioration fonctionnelle sont trop 
élevées pour faire un traitement à vie qui serait abordable pour la majorité des patients. Compte 
tenu de cela, beaucoup d'espoir est mis sur le développement des PPMOs (Phosphorodiamidate 
Peptide Morpholino Oligomers), qui sont des oligomères conjugés à des peptides de pénétration 
cellulaire et qui ont fait preuve d’une internalisation renforcée dans les cellules musculaires [Moulton 
and Moulton 2010] à plus faibles doses ([Jearawiriyapaisarn et al. 2008] ; [Yin et al. 2008]) et avec 
une efficacité dans le coeur ([Jearawiriyapaisarn et al. 2010] ; [Wu et al. 2008] ; [Wu et al. 2010]). 
 
D’autre part, cette technique est confrontée à un obstacle majeur concernant l'approbation 
réglementaire. Les différentes délétions qui causent la DMD exigent la conception et l'optimisation 
de plusieurs AOs spécifiques pour des sauts d'exons différents. Si chaque AO est considéré comme 
une nouvelle drogue, ce qui est actuellement la réglementation de la FDA (Food and Drug 
Administration), chacun d'entre eux devrait passer par les étapes longues et coûteuses d'essais 
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cliniques. En plus des obstacles insurmontables de temps et d'argent, il serait également très difficile 
de trouver suffisamment de patients pour effectuer des essais cliniques ; certains AOs ne pouvant 
être applicables qu’à un nombre très restreint de patients tels que ceux ciblant les exons 71, 72, 75, 
77 ou 78 (représentant 0,02% de toutes les mutations) [artsma-Rus et al. 2009].  
 
III- La translecture du codon-stop 
Une faible proportion de patients DMD (environ 15%) présente des mutations non-sens. Certains 
aminosides (une famille d’antibiotiques) sont connus pour supprimer la reconnaissance de codons 
stop : un traitement à haute dose de gentamicine permet la translecture des codons stop prématurés 
et  la restauration de l'expression de la dystrophine chez les souris mdx [Barton-Davis et al. 1999]. 
Cependant, deux essais cliniques utilisant la gentamicine par voie intraveineuse chez l’homme ont 
échoué à montrer un effet bénéfique chez les patients atteints de DMD et BMD ([Wagner et al. 2001] 
; [Politano et al. 2003]). L'efficacité de la translecture par gentamicine varierait fortement avec les 
différents codons stop. L'efficacité de translecture traductionnelle serait plus élevée pour les 
séquences UGA que pour des séquences UAG ou UAA [Howard et al. 2000].  Bien que deux essais 
cliniques n’aient pas trouvé de toxicité associée à la gentamicine, l'ototoxicité (relative à l’audition) 
et la néphrotoxicité sont des effets indésirables  connus liés à son utilisation à long terme. Par 
conséquent, les recherches de nouveaux médicaments qui ne présentent pas ces effets néfastes et 
qui ont une meilleure efficacité de translecture ont été lancées. Un de ces médicaments, le PTC124 
(Ataluren, développé par PTC Therapeutics), à administration orale,  induit la translecture des codons 
stop prématurés. Welch et collaborateurs ont indiqué que le PTC124 restaure la production de  la 
dystrophine dans les cellules musculaires primaires de patients DMD et de souris mdx [Welch et al. 
2007]. Il améliore également la fonction des muscles striés chez la souris mdx en 2-8 semaines 
d'administration et diminue les taux sériques de créatine kinase. 
 
Un essai de phase I a montré une bonne tolérance du PTC124 chez 62 adultes volontaires sains avec 
seulement quelques légers effets indésirables, y compris des vertiges, des céphalées et des troubles 
gastro-intestinaux [Hirawat et al. 2007]. En 2010 les essais phases IIa et IIb ne montrent pas de 
différences statistiquement solides entre les fortes doses PTC24 et le placebo et ont été arrêtés en 
mars de cette même année. L’essai clinique phase III a été réalisé aux états-unis sur 122 patients 
DMD vient d’être complétés dans des centres multinationaux. Des résultats montrant que l’efficacité 
du traitement est fonction de la concentration plasmique de ce composé, ont été transmis au cours 
du congrès Myologie en mai 2011.  
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IV- La thérapie cellulaire 
 
La thérapie cellulaire consiste en l’introduction de cellules capables de se différencier en de 
nouveaux muscles dans les zones malades. Celles-ci peuvent être soit des myoblastes soit des cellules 
souches qui ont la capacité de se différencier en cellules musculaires.  La stratégie de thérapie 





La transplantation de myoblastes implique leur isolation à partir d’un muscle squelettique donneur 
sain, leur expansion en culture et leur administration à des tissus dystrophiques. L'incorporation de 
myoblastes de donneur dans les myofibres du patient aboutit à une complémentation de gènes, qui 
signifie l'expression à la fois des  gènes exogènes et des gènes d'accueil dans le syncytium de la 
myofibre (figure 17) [Watt et al. 1982]. Suite aux résultats satisfaisants de transplantations chez des 
Figure 17. Thérapie cellulaire pour la DMD.  
Cette thérapie consiste à introduire, dans le 
muscle DMD, des cellules capables de 
régénérer le muscle  endommagé. Ces cellules 
peuvent être des précurseurs musculaires ou 
des cellules souches capables de se différencier 
en cellule musculaire. Source : [Partridge T.A. 
2006] 
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souris mdx immunodéprimées ([Partridge et al. 1989] ; [Vilquin et al. 1994]), cette thérapie fut 
expérimentée dans des essais cliniques.  
Malheureusement, ces essais n’ont donné que des résultats positifs très limités, avec un maximum 
de 10% de fibres dystrophine-positives dans un cas sur douze patients [Mendell et al. 1995]. Ce 
mauvais résultat a été attribué à une mauvaise immunosuppression des patients combinée avec un 
nombre insuffisant de cellules transplantées ([Gussoni et al. 1992] ; [Karpati et al. 1993]; [Mendell et 
al. 1995]).  
 
Les espoirs actuels sont orientés sur l'utilisation de myoblastes de donneurs génétiquement modifiés 
pour réduire la réponse immunitaire du patient ([Li et al. 2005]; [Kazuki et al. 2010]).  
Les cellules satellites sont, certe, les principales responsables de la croissance et l'entretien des 
muscles squelettiques ; il y a, cependant, d'autres cellules dans le muscle squelettique qui ont un 
potentiel myogénique, à savoir les MDSCs (Muscle-Derived Satellite Cells), les cellules mSP (muscle 
Side-Population cells) et les progéniteurs CD133+ (dérivés de muscles). Certaines cellules souches 
dérivées de tissus non musculaires seraient également en mesure de participer à la myogenèse. Par 
exemple, les cellules souches mésenchymateuses dérivées de la moelle osseuse peuvent se 
différencier en cellules mésodermiques, y compris des myoblastes [Bhagavati and Xu 2004]. Les 
cellules souches mésenchymateuses ont l'avantage d'être capable de fusionner avec les muscles 
dystrophiques et leur apporter leurs propriétés anti-inflammatoires et leur capacité à produire des 
facteurs qui favorisent l'activité des cellules de réparation endogène [Ichim et al. 2010]. Cependant, 
la plupart des études utilisant des cellules souches mésenchymateuses dans les modèles animaux ne 
montrent pas d'amélioration sensible de la force contractile du muscle [Ichim et al. 2010]. Un autre 
type de cellules souches dont l'utilisation a été proposée comme une option thérapeutique 
possible sont les mésoangioblastes. Il s’agit de cellules multipotentes progénitrices du tissu 
mésodermique dont la transplantation chez des chiens GRMD a permis la réexpression de la 
dystrophine dans les myofibres et une amélioration de la force contractile du muscle [Sampaolesi et 
al. 2006].  
Une limitation important pour la thérapie cellulaire est l'inefficacité des injections intraveineuses et 
intra-péritonéale de myoblastes à repeupler les muscles dystrophiques [Partridge 1991], ce qui 
nécessiterait l'utilisation d'injections intramusculaires. L'inconvénient majeur de cette méthode est 
que les myoblastes fusionneront principalement avec les myofibres à proximité du site d'injection, 
limitant donc la croissance musculaire et la récupération à des zones restreintes ([El et al. 2000] ; [El 
et al. 2002] ; [Skuk et al. 2002]). Bien sûr, le transfert local rend également le traitement des muscles 
moins accessibles, telles que le diaphragme, pratiquement impossible.  
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Un essai clinique de phase I a été effectué chez 8 garçons DMD (pendant 7 mois) dans le but de 
tester la sécurité de la transplantation autologue de cellules CD133+. Des mesures de la force 
musculaire ainsi que l’évaluation des structures musculaires par analyse IRM et histologique ne 
montrent pas d’effets secondaires locaux ou systémiques  chez les patients traités. Au contraire, une 
augmentation du ratio capillaire par fibre musculaire avec une transformation des myofibres lentes 
en myofibres rapides myosine-positives est observée [Torrente et al. 2007]. Les mésoangioblastes  
sont également testés en Italie depuis mars 2011, sous la direction de Giulio Cossu. L’essai clinique 
de phase I/II consiste à injecter par voie vasculaire des mésoangioblastes chez 6 patients (6 à 14 ans) 
qui recevront ces cellules de donneurs issus de leur fratrie. L'objectif de l'essai est de vérifier la 
sécurité de cette méthode ainsi que les éventuelles améliorations de la force musculaire.  
 
V- L’approche pharmacologique 
 
La surexpression pharmacologique de l’utrophine 
 
L'utrophine est une protéine autosomique d’environ 395 kDa, codée par un gène sur le chromosome 
6 chez l'homme. La structure primaire de l'utrophine est très similaire à celle de la dystrophine (80%), 
avec une extrémité amino-terminale, riche en cystéine et une extrémité carboxy-terminale affichant 
une analogie structurelle importante [Tinsley et al. 1992]. Contrairement à la dystrophine, qui est 
exprimée dans le muscle, et à moindre échelle, dans le cerveau, l'utrophine est exprimée de manière 
ubiquitaire ; essentiellement au niveau des jonctions neuromusculaires et des jonctions 
myotendineuses (à la différence de la dystrophine, exprimée à travers le sarcolemme des cellules 
musculaires squelettiques adultes) ([Clerk et al. 1993] ; [Tome et al. 1994]). L'utrophine est aussi 
exprimée à travers le sarcolemme au niveau des muscles au cours de leur développement ou leur 
régénération ([Khurana et al. 1991]; [Tinsley et al. 1992]) et dans le muscle squelettique des souris 
mdx et les patients DMD [Mizuno et al. 1993]. 
L'utrophine et la dystrophine partagent de nombreux partenaires d’interactions ; par exemple 
l’actine F du cytosquelette ou les membres du DGC comme l’α-dystrobrevin [Peters et al. 1998] et le 
β-dystroglycane [Ishikawa-Sakurai et al. 2004] qui se lient au niveau du ZZ domaine de l’extrémité 
carboxy-terminale de l'utrophine.  
 
Un traitement pharmacologique prometteur pour la DMD vise à accroître les niveaux de l'utrophine, 
dans les fibres musculaires des patients afin de compenser l'absence de dystrophine. Des études de 
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preuve de concept chez la souris mdx ont établi que l'élévation des niveaux de l'utrophine dans les 
fibres musculaires dystrophiques peut restaurer l'expression sarcolemmienne des membres du DGC 
et atténuer la pathologie dystrophique [Tinsley et al. 1996].  
Les mécanismes de contrôle transcriptionnels de l'utrophine offrent des cibles multiples pour des 
interventions pharmacologiques [Miura and Jasmin 2006]. En particulier, le promoteur de 
l'utrophine-A a permis de lancer la recherche de petites molécules qui peuvent stimuler la 
transcription de l'utrophine. Ces thérapies médicamenteuses à base d'utrophine présentent de 
nombreux avantages car elles devraient être efficace pour tous les patients atteints de DMD (quel 
que soit le défaut génétique spécifique derrière leur pathologie) et pourraient être administrées aux 
patients d’une manière  systémique parce la surexpression d'utrophine dans des tissus autres que les 
muscles ne semble pas provoquer des effets délétères [Fisher et al. 2001]. Le criblage à haut débit de 
composés chimiques potentiellement bénéfiques, a permis l'identification d'une petite molécule, 
SMT C1100 (aussi dite BMN 195), qui a récemment été testée en phase I d'essais cliniques par la 
compagnie pharmaceutique BioMarin. Bien que SMT C1100 ait montré un potentiel prometteur de 
surexpression de l’utrophine dans des modèles pré-cliniques [Tinsley et al. 2011], elle n’a pas réussi à 
atteindre des taux plasmatiques efficaces lors de l'étude clinique de phase I en raison de sa faible 
biodisponibilité (résultats annoncés en août 2010).  
Comme SMT C1100 n’a pas montré de problèmes de sécurité et toxicité, Summit plc (une compagnie 
pharmaceutique anglaise) s’intéresse actuellement à étudier la possibilité d’améliorer la formulation 
de cette drogue.  
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LE CALCIUM DANS LE MUSCLE SQUELETTIQUE 
I- Le rôle du calcium dans le muscle squelettique 
 
1- Rôle physiologique 
Le Ca2+ est une molécule de signalisation cellulaire très importante qui contrôle un grand nombre 
d'événements dans les cellules excitables et non excitables. De nombreuses fonctions cellulaires sont 
directement ou indirectement régulées par la concentration de Ca2+ cytosolique libre ([Ca2+] i). La 
[Ca2+] i doit être très strictement régulée dans le temps, l'espace et l’amplitude, car les cellules 
parviennent à obtenir des informations spécifiques à partir de ces trois paramètres. Il s'agit 
notamment du contrôle des voies métaboliques, la médiation de la sécrétion endocrinienne, des 
stimuli pour la production de second messager, la croissance cellulaire, la transduction du signal 
neuronal, et la contraction musculaire ([Parekh and Putney, Jr. 2005] ; [Berridge et al. 2003]). Par 
conséquent, les cellules présentent des mécanismes complexes pour contrôler la concentration de 
calcium cytosolique (figure 18). 




Figure 18. L’homéostasie calcique cellulaire. Schématisation des différents échanges calciques 
essentiels au maintien de l’homéostasie calcique et par conséquent à l’intégrité cellulaire. Source: 
http://www.snv.jussieu.fr/bmedia/cmlv/cmlv-b1.htm  
 
Le muscle squelettique présente une forte plasticité basée sur le potentiel des fibres musculaires à 
subir des changements de leur cytoarchitecture et des isoformes spécifiques des protéines 
musculaires. Les changements d'adaptation des fibres musculaires se produisent en réponse à une 
variété de stimuli tels que les facteurs de croissance et de différenciation, les hormones, les signaux 
nerveux, ou l'exercice. Toutes les fibres musculaires utilisent le Ca2+ comme molécule de régulation et 
de signalisation principale. Par conséquent, les propriétés contractiles des fibres musculaires sont 
dépendantes de l'expression des protéines impliquées dans la signalisation calcique. Le système de 
signalisation calcique inclus principalement : les récepteurs à la ryanodine (RYR) et les récepteurs à 
l’inositol 1,4,5-trisphosphate (IP3R), canaux responsables de la libération de Ca2+ du RS, le complexe 
protéique de troponine qui assure la médiation de l’effet du Ca2+ sur les structures myofibrillaires 
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menant à la contraction, La pompe calcique SERCA responsable de la recapture du Ca2+ dans le RS et 
la calséquestrine, protéine responsable de son stockage dans le RS. Cependant, l’homéostasie 
calcique met en jeu beaucoup plus d’acteur tels que, la parvalbumine, la calmoduline, les protéines 
S100, les annexines, la sorcine, les chaînes légères de myosine, la β-actinine, la calcineurine, et les 
calpaïnes. Ces protéines de liaison au Ca2+ peuvent soit exercer un rôle important dans le 
déclenchement de la contraction musculaire et moduler d'autres activités musculaires comme le 
métabolisme des protéines, la différenciation et la croissance. Par exemple, les calpaïnes (des 
protéases à cystéine), qui sont nécessaires pour la réorganisation du cytosquelette lors de la 
migration et de la fusion cellulaire sont activés par le calcium [Barnoy et al. 1997]. L’augmentation du 
calcium intracellulaire active également la calcineurine (une sérine-thréonine phosphatase), 
impliquées dans l'activation en aval de MEF2 et de la famille des facteurs de transcription NFAT 
(Nuclear Factor of Activated T-cells) qui auraient un rôle régulateur du développement des myotubes 
([Friday et al. 2003] ; [O'Connor et al. 2007] ; [Pavlath and Horsley 2003]).  
La coopération les différents canaux et pompes calciques présents à l’intérieur de la cellule 
musculaire squelettique et au niveau du sarcolemme permet le maintien de l’homéostasie calcique 
(figure 18).  
 
2- Rôle physiopathologique dans la DMD 
 
La perturbation de l’homéostasie calcique est un facteur essentiel de la physiopathologie de la DMD, 
il constitue aujourd’hui une piste solide adoptée par de nombreuses équipes de recherche. La 
dérégulation du calcium dans la DMD a été observée dans les années 80 par Bodensteiner et Engel 
[Bodensteiner and Engel 1978] et confirmée par d’autres équipes comme [Turner et al. 1991] qui ont 
mis en évidence une entrée calcique persistante dans les cellules musculaires de souris mdx. 
Cependant, d’autres groupes ont réfuté la présence d’une élévation du niveau global de calcium 
cytosolique au repos dans ces cellules ([Gailly 2002] ; [Collet et al. 1999]).  
En 1995, Imbert et al. suggèrent que cette perturbation du niveau de calcium apparait suite à une 
activité musculaire et serait dépendante de la différenciation des myotubes [Imbert et al. 1995].  
Cette étude réalisée sur des co-cultures nerfs-muscles a montré une augmentation de la 
concentration de calcium intracellulaire dans les myotubes DMD suite à leur contraction spontanée. 
Ceci suggère que cette dérégulation calcique serait due à l’activation de canaux membranaires 
spécifiques ou aux dommages membranaires qui ont lieu pendant la contraction. Plus tard, 
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Vandebrouck et al., montre en 2001 une implication des canaux SAC (Stretch-Activated Channels) 
dans l’augmentation calcique dans les myotubes DMD [Vandebrouck et al. 2001]. De même, Yeung et 
al. montrent que l’augmentation calcique intracellulaire est fonction du stress mécanique, que cette 
augmentation ainsi que les dommages musculaires pourraient être réduits grâce à l’utilisation de 
bloqueurs des canaux SAC [Yeung et al. 2005]. De plus des travaux de notre équipe montrent une 
perturbation des propriétés des canaux calcique type L dans les myotubes humains DMD [Imbert et 
al. 2001], mais qui ne peut expliquer l’augmentation de la concentration calcique intracellulaire ce 
qui suggère d’autres voies d’entrées du calcium. Ainsi, notre équipe a mis en évidence une recapture 
mitochondriale plus importante dans les cellules de souris déficientes en dystrophine [Vandebrouck 
et al. 2006] et une augmentation des influx dépendants des stocks calciques (SOCEs) dans les 
myotubes Sol8 déficients en dystrophine [Vandebrouck et al. 2006] et les myotubes de souris mdx  
en culture primaires [Vandebrouck et al. 2007]. 
Dans la dystrophie musculaire de Duchenne, l’absence de la dystrophine conduit à la perte du 
complexe DGC.  Elle induit : 
 D’une part la fragilisation du sarcolemme et par conséquent l’apparition de micro-déchirures 
membranaires et donc une entrée massive de calcium du milieu extracellulaire vers le 
cytoplasme. 
 D’autre part, du fait de sa localisation subsarcolemmienne, la dystrophine se positionne au 
centre des voies de signalisation calcique et assure, par l’intermédiaire de ses nombreuses 
interactions avec les membres du DGC et autres protéines cytoplasmiques, une régulation 
des influx calciques à travers le sarcolemme. Son absence est donc un élément perturbateur 
de cette organisation et affecte directement l’homéostasie calcique. 
Ces interprétations sont confirmées par l’effet restaurateur de la mini-dystrophine capable de 
rétablir (i) les propriétés du canal calcique type T chez la souris mdx [Friedrich et al. 2004], (ii) 
l’homéostasie calcique dans les Sol8 à travers un meilleur contrôle des niveaux de calcium, des 
signaux calciques transitoires intracellulaires et des événements calciques subcellulaires [Marchand 
et al. 2004], et (iii) les entrées SOCEs dans les myotubes de souris [Vandebrouck et al. 2007]. 
Un rôle inducteur du calcium dans la physiopathologie de la DMD est également à prendre en 
compte puisque à travers leur étude sur des souris transgéniques surexprimant TRPC3, Millay et 
collaborateurs montrent bien que la dérégulation de l’homéostasie calcique, en présence de la 
dystrophine et en absence de fragilité mécanique de la membrane, est capable d’induire un 
phénotype dystrophique [Millay et al. 2009]. De plus, une étude récente montre une amélioration du 
phénotype dystrophique chez la souris mdx uniquement grâce à la surexpression de la SERCA2a 
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[Goonasekera et al. 2011]. Ces deux études renforcent l’idée que la perturbation de l’homéostasie 
calcique peut être envisagée comme un évènement causal dans le développement de la dystrophie 
musculaire de Duchenne et non pas comme une conséquence de cette pathologie. 
 
II- Les transporteurs calciques intracellulaires 
 
1- Les récepteurs à la ryanodine 
Le récepteur à la ryanodine est une large protéine homo-tétramérique composée de 4 monomères 
de 560 kDa. Cette protéine est un canal calcique du RS responsable de la libération des ions calcium 
vers le cytoplasme pendant le contraction ([Takeshima et al. 1989] ; [Zorzato et al. 1990]). 
Dans le muscle squelettique, le RYR de type 1 (RYR1) est exprimé d’une manière prédominante par 
rapport à l’isoforme RYR3 qui est minoritaire. Les RYR ont été proposés comme des canaux à 4 
domaines transmembranaires [Callaway et al. 1994], des extrémités amino et carboxy terminales 
cytoplasmiques [Marty et al. 1994] et une boucle luminale reliant les domaines 3 et 4  impliquée 
dans la formation du pore (figure 19).  
 




Figure 19. Le recepteur à la ryanodine. Structure 
primaire présumée du récepteur à la ryanodine ainsi que 
ces domaines d’interaction. CaM : calmoduline ; LZ : 
Leucine Zipper. Source : Scheinman et Lam, 2006 
 
 
L’ouverture-fermeture du RYR1 dans le muscle squelettique est contrôlée par différentes interactions 
protéine-protéine ainsi que par la fixation d’ions Ca2+ ou Mg+ [Zalk et al. 2007]. Le calcium a un 
double effet sur l’activité du RYR1 : des concentrations inférieures au micromolaire augmentent son 
activité alors que des concentrations plus élevée (de l’ordre du millimolaire) l’inhibe. Le Mg+ quant à 
lui a un effet inhibiteur sur l’activité du RYR1 [Zucchi and Ronca-Testoni 1997].  
Le RYR3 est surtout exprimé au niveau du cerveau et présente une large distribution tissulaire avec 
une variation de son expression parmi les différents tissus et types musculaires ([Conti et al. 1996] ; 
[Giannini et al. 1995]). Chez les mammifères le RYR3 est exprimé d’une manière relativement élevée 
au niveau du diaphragme et du soléaire et relativement faible au niveau du jambier antérieur, il est 
complètement absent au niveau du muscle commun des orteils [Conti et al. 1996]. 
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Très peu est connu sur le rôle différentiel des RyR3 par rapport au RyR1 dans le muscle squelettique. 
Les RyR1 et RyR3 sont intégrés dans les membranes RS et le RyR3 est activé par la liaison de ions 
Ca2+, (ce qui génère une libération de Ca2+- induite par le Ca2+ lui-même, appelée CICR pour Calcium-
Induced Calcium Release) non pas par la liaison directe du DHPR au canal comme dans le cas de RyR1 
([Protasi et al. 2000] ; [Ward et al. 2001]). Par conséquent, il est proposé que les RyR3s sont en 
charge du maintien d'un niveau soutenu de Ca2+ cytosolique lors de la contraction coordonnée du 
muscle squelettique [Protasi et al. 2000].  Des perturbations fonctionnelles du RYR1 ont été associées 
à la dérégulation calcique et au dysfonctinnement contractile dans les cas de fatigue musculaire 
chronique, de l’insuffisance cardiaque et de la dystrophie musculaire ([Allen et al. 2008] ; [Bellinger 
et al. 2009]). En effet, le RyR1 isolé de muscles squelettiques mdx présente une augmentation âge-
dépendante des S-nitrosylation qui coïncide avec des modifications dystrophiques du muscle. La S-
nitrosylation du canal induit la perte de son unité de stabilisation, la calstabin 1. Ce remodelage du 
RyR1 abouti à "des fuites" au niveau de ce canal et une augmentation de sa probabilité d’ouverture, 
conduisant à des fuites de calcium intracellulaire dans le muscle squelettique. L’utilisation du 
composé S107, capable de se lier au RYR1 et d’augmenter l’affinité de la calstabin1 au canal 
nitrosylé, inhibe la fuite calcique du RS, réduit les dommages et améliore la fonction musculaire dans 
les souris mdx [Bellinger et al. 2009]. 
 
2- Les récepteurs à l’inositol 1,4 5-triphosphate (IP3) 
Le récepteur IP3 du muscle squelettique est une protéine de 1200 kDa, composée de quatre sous-
unités, et ancrée dans la membrane du RS (figure 20B). Il existe 3 isoformes de ce récepteur : IP3R de 
type 1, IP3R de type 2 et de type 3,  codés par des gènes différents et présentant des affinités 
différentes à l’IP3 [Ross et al. 1992]. L’IP3R de type 1 est l’isoforme le mieux caractérisé autant 
structurellement que fonctionnellement. Il s’agit d’un canal à 6 domaines transmembranaires divisés 
en 5 domaines fonctionnels constitués par : un domaine amino-terminal dit couplage/suppresseur 
(coupling/suppressor domain), un domaine de liaison à l’IP3, un domaine interne de couplage, un 
domaine impliqué dans la formation du canal et un domain gardien (gatekeeper domain) (figure 20A) 
(pour revue : [Mikoshiba 2007]). 
 




Figure 20. Le recepteur IP3. (A) Structure présumée du récepteur IP3 organisée en 5 domaines 
fonctionnels. (B) le récepteur IP3 est formé de 4 sous-unités ancrées dans la membrane du réticulum. 
Ici seule 3 sous-unités des 4 ont été représentées pour une meilleure visibilité du pore.  Source: (A) 
[Mikoshiba 2007]; (B) [Foskett et al. 2007].  
 
Au niveau du domaine interne de couplage se trouvent des sites de liaison à l’ATP, au calcium, à la 
calmoduline et des nombreux sites de phosphorylation notamment pour la PKA (Protein Kinase A) et 
la CaMKII (CalModuline Kinase II) permettant ainsi de moduler l’activité de ce récepteur [Mikoshiba 
2007]. 
 
 La cascade de libération de Ca2+ commence par une production d’IP3 grâce à des stimuli externes 
capables d’activer des récepteurs couplés aux protéines G ou d’activité tyrosine kinase (pour revue : 
[Putney, Jr. and Bird 1993]). La production de l’IP3 nécessite l'activation d'une phospholipase C (PLC) 
par ces récepteurs. En effet, la PLC hydrolyse le phosphatidylinostol 4, 5 biphosphate (PIP2) en IP3 et 
diacylglycérol (DAG).  L’IP3 se lie à la partie cytoplasmique amino-terminale du récepteur 
tétramérique IP3 ancré dans la membrane du RS résultant en un changement conformationnel de ce 
récepteur, entrainant l’ouverture du canal et la libération du Ca2+ dans le cytosol [Taylor and 
Marshall 1992]. Le signal de l'IP3 est aboli par la déphosphorylation de ce dernier en IP2 soit par sa 
phosphorylation en IP4 [Putney, Jr. 1990]). Des travaux de notre équipe ont montré une 
augmentation de la voie calcique IP3-dépendante dans les myotubes murins déficients en 
dystrophine suite à une stimulation potassique [Balghi et al. 2006a]. Cette dérégulation ferait 
intervenir des proteines G et participerait à la surcharge calcique observée au repos dans la 
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dystrophie musculaire de Duchenne [Balghi et al. 2006b]. D’autre part, l’inhibition de l’expression de 
l’IP3R1 par siRNA ou de son activité avec le 2-Aminoethoxydiphenyl borate  et la cyclosporine A 
améliore considérablement la survie des cellules de souris déficientes en dystrophine [Mondin et al. 
2009]. De plus, une étude de Basset et collaborateurs montre une implication de l’IP3R dans 
l’augmentation anormale (10 fois plus importante) de la réponse calcique sous-sarcolemmienne 
médiée par le carbachol dans les myotubes mdx [Basset et al. 2004]. L’IP3R semble donc être 
activement impliqué dans la perturbation de l’homéostasie calcique dans la DMD. 
 
3- La pompe calcique SERCA 
Pendant les cycles de contraction-relaxation des muscles squelettiques, les ions Ca2+ libres dans le 
cytoplasme sont répétitivement recapturés dans le RS via une pompe à Ca2+, la SERCA (pour 
Sarco/Endoplasmique Réticulum Ca2+ ATPase), localisée sur la membrane du RS [Lytton et al. 1992]. 
Trois types de SERCAs sont exprimés dans le muscle squelettique: la SERCA1a (isoforme des fibres à 
contraction rapide, il s’agit de la forme adulte de la SERCA1b), la SERCA2a (isoforme des fibres à 
contraction lente) et la SERCA2b (un pan-isoforme, exprimée dans tous les tissus mais qui présente 
un turnover de transport de Ca2+ et de l’hydrolyse de l'ATP inférieur à celui des SERCA1a et SERCA2a) 
[Lytton et al. 1992]. 
La SERCA est une ATPase de type P (pour Phosphorylation), de 110 kDa. Elle se divise en 3 domaines : 
la tête cytoplasmique, un domaine de 10 segments transmembranaires et une dernière partie située 
dans la lumière du RS [MacLennan et al. 1985]. Le domaine transmembranaire contient deux sites de 
fixation du Ca2+ et permet sa translocation à travers la membrane du RS. La tête cytoplasmique 
contient un site de liaison à l’ATP et un site de catalyse/phosphorylation. Cette partie de la protéine 
contient également une petite boucle impliquée dans le changement de conformation de la SERCA 
au moment du couplage et de l’hydrolyse de l’ATP et le transport calcique (figure 21) (pour revue : 
[Martonosi and Pikula 2003]). 
 









La SERCA est capable de transporter 2 ions Ca2+ par molécule d’ATP hydrolysée elle fait sortir des ions 
H+ dans le cytoplasme en échange des ions Ca2+. Cependant, moins de 4 ions H+ sont libérés dans le 
cytosol pour deux Ca2+ pompé, suggérant que la réaction de transport est en partie électrogénique et 
qu’elle serait responsable de l'alcalinisation de la face luminale de l'ER/SR. La SERCA peut être 
inhibée spécifiquement par la thapsigargine, l'acide cyclopiazonique et le 2,5-di (t-butyl) 
hydroquinone (pour revue : [Brini and Carafoli 2009]).  
Dans le muscle squelettique, la SERCA joue un rôle primordial dans le maintien des taux calciques 
cytoplasmiques au repos autour de 100 nM. Son activité est particulièrement stimulée lors d’une 
contraction musculaire afin de permettre un retour rapide aux concentrations calciques 
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4- La mitochondrie et l’appareil de Golgi 
Les mitochondries et l'appareil de Golgi contribuent également à l'élimination des ions Ca2+ 
cytosolique pendant la relaxation des muscles squelettiques. Les mitochondries peuvent accumuler 
le Ca2+ [Rizzuto et al. 1993] mais ne sont pas considérées comme des réservoirs de stockages 
calciques du fait de leur faible contenu en calcium . Ce dernier est recapturé par un unipore faible 
affinité (localisé à la membrane mitochondriale) grâce à la force du gradient électrique à travers la 
membrane mitochondriale [Gunter et al. 2004]. Lorsque les mitochondries, dans les environs de 
canaux calciques, sont exposées à des concentrations calciques cytoplasmiques trop élevées elles 
vont stocker temporairement le Ca2+ pour le relâcher quand cette concentration est abaissée [Pozzan 
and Rizzuto 2000]. En effet, la proximité de la mitochondrie à la fois du RS et du sarcolemme, lui 
permet de participer à la modulation de l’homéostasie calcique lors des cycles de 
contaction/relaxations et suites aux entrées calciques par les canaux sarcolemmiens, à travers des 
échanges qu’elle est capable d’effectuer avec le RS et le cytoplasme ([Gailly 2002] ; [Constantin et al. 
2006]). L’implication de la mitochondrie dans la DMD a été étudiée par Robert et al., qui montrent 
que les pics de calcium (correspondant à la recapture) qui se produisent dans la matrice 
mitochondriale des myotubes mdx sont nettement plus importants que chez les témoins lors d’une 
dépolarisation induite par le KCl ou suite à l’application de la cafféine. Cette augmentation précède 
les altérations des réponses calciques cytoplasmiques et sous-sarcolemmiennes [Robert et al. 2001]. 
D’autre part, il a été montré que l’activité de recapture mitochondriale est augmentée pendant les 
SOCEs dans les myotubes déficients en dystrophine, ce qui suggère sa participation active dans la 
dystrophie musculaire de Duchenne [Vandebrouck et al. 2006]. Ces travaux suggèrent donc que 
l’altération de l’homéostasie calcique intramitochondriale puisse participer de façon précoce à la 
mise en place du phénotype dystrophique. 
L'appareil de Golgi accumule également le Ca2+ et le libère en réponse à l’IP3 [Pinton et al. 1998]. 
L’appareil de Golgi est capable de recapturer le calcium à travers deux types de pompes présentes à 
sa membrane : la pompe SERCA et la pompe SPCA1 (Secretory-Pathway Ca2+-transport ATPase type 1 
(figure 22).   
 




Figure 22. Les voies de Transports calciques au niveau de 
l’appareil de Golgi. Source: adaptée d’après [Dolman and Tepikin 
2006]. 
En effet, une partie importante de l’absorption du calcium dans le compartiment de Golgi dépend de 
la SERCA car il a été démontré que cette absorption est réduite en présence de thapsigargine 
(inhibiteur de la SERCA) ([Pinton et al. 1998] ; [Van et al. 2003]. Toutefois, une partie de l’absorption 
calcique au niveau de l’appareil de Golgi est indépendante de la thapsigargine. Elle a d’abord été 
attribuée à la PMCA (Plasma Membrane Calcium Pump) en transit à travers l'appareil de Golgi vers la 
membrane plasmique [Taylor et al. 1997]. Cependant,  la SPCA1 a ensuite été montrée comme 
responsable de cette partie de l’absorption qui se trouve inhibée lorsque l’expression de la SPCA1 est 
altérée par siRNA [Van et al. 2003].   
L’appareil de Golgi  présente la propriété de libérer rapidement du calcium en présence d’IP3. Pinton 
et al. ont montré que la concentration de calcium libre dans la lumière de l’appareil de Golgi est de ~ 
0,3 mM et que la libération de ce calcium pouvait être induite grâce à la stimulation par des 
agonistes couplés à la production d’IP3 [Pinton et al. 1998].  Ce résultat est consolidé par  
l’immunolocalisation de récepteurs à l’IP3 dans l'appareil de Golgi [Lin et al. 1999]. 
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III- Les transporteurs calciques du sarcolemme 
 
1-  Les canaux voltage-dépendants  
 
a- Les récepteurs aux dihydropyridines (DHPR) 
Le DHPR est un canal calcique voltage-dépendant de type L, de la famille des canaux HVA (pour High 
Voltage Activated). Il est localisé au niveau de la membrane des tubules T de la cellule musculaire 
squelettique et permet d’associer la dépolarisation de la membrane de ces tubules à la contraction 
de la cellule musculaire à travers son interaction physique avec le RYR1 lors du couplage excitation-
contraction. [Rios and Pizarro 1991]. 
Le DHPR de la cellule musculaire squelettique, également appelé Cav 1.1, se constitue de 5 sous-
unités : α1s, β1, α2/δ (reliées par un pont disulfure) et des sous-unités γ ([Rossi and Dirksen 2006] ; 
[Sagnella et al. 1991]) (figure 23). Parmi ces sous-unités la α1s forme le pore du canal et est 
constituée de 4 domaines (I-IV) qui possèdent chacun 6 segments transmembranaires (S1-S6) avec le 
S4 comme senseur de voltage. Une boucle entre S5 et S6 forme un pore Ca2+ sélectif qui permet 
l’entrée calcique à partir du milieu extracellulaire. 
 
Figure 23. Organisation typique des canaux voltage-dépendants du 
muscle squelettique. Source:  The department of biochemistry and molecular 
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α1s est également considérée comme la sous-unité d’interaction avec le RYR1 puisqu’une potentielle 
interaction serait possible entre les domaines de liaison à la calmoduline (Calmodulin binding 
domains) présents à la fois au niveau du RYR1 et de la région carboxy-terminale de la sous-unité α1s 
du DHPR (même s’il existe une controverse concernant les régions qui interagissent avec RYR1) 
([Leong and MacLennan 1998] ; [Tanabe et al. 1990]). La sous-unité β1 est impliquée dans l’adressage 
du DHPR à la membrane des tubules T, l’arrangement et l’organisation de ces récepteurs dans la 
cellule musculaire squelettique et la régulation de leurs activités ([Gregg et al. 1996] ; [Schredelseker 
et al. 2005] ; [Strube et al. 1996]). Il a été montré que la délétion de l’une de ces deux sous-unités 
induit l’échec du couplage excitation-contraction et la paralysie musculaire ([Tanabe et al. 1988] ; 
[Gregg et al. 1996]). Des études de notre équipe ont montré que le canal calcique de type L ne joue 
pas de rôle dans l’altération de l’homéostasie calcique dans le myotubes humains DMD.  
 
b- Le calcique type T 
Les canaux calciques de type T appartiennent à la famille des canaux LVA (Low Voltage Activated). 
Ces canaux ont été décrits sur des myoblastes primaires de rats nouveau-nés [Cognard et al. 1986] 
ainsi que sur des fibres embryonnaires murines fraichement dissociées [Shimahara and Bournaud 
1991]; ils s’activent et s’inactivent à des potentiels membranaires très bas avoisinant les -65 mV 
[Cognard et al. 1986]. En raison de la faible amplitude de la conductance du canal unitaire et sa 
diminution rapide, ces canaux ont été également appelés canaux calciques de type T (T pour « Tiny » 
et « Transient »). Berthier et collaborateurs montrent en 2002 que la sous-unité fonctionnelle α1H est 
responsable de l’activité de ces canaux calcique type T également appelés Cav3.2. Cette même étude, 
réalisée sur des fibres murines embryonnaires, montre que la densité de courant de type T présente 
une augmentation transitoire pendant la myogenèse prénatale suivie par une diminution drastique 
jusqu'à la naissance ce qui suggèrent que ces canaux sont impliqués dans les premiers stades de la 
différenciation musculaire [Berthier et al. 2002]. 
En effet, une étude sur une expansion clonale de myoblastes humains a permis de montrer une 
expression du Cav3.2 précédant la fusion (24h après l’introduction du milieu de fusion) ce qui permet 
l’ouverture d’une fenêtre de courant calcique suffisante pour augmenter la concentration du calcium 
intracellulaire dans les myoblastes et déclencher la fusion. L'inhibition de l'activité du canal T 
empêche à la fois l'augmentation de la concentration de calcium intracellulaire dans myoblastes 
compétents et le processus de fusion [Bijlenga et al. 2000].  
Malgré ces travaux sur les modèles murin et humain, il existe une certaine controverse concernant le 
rôle du canal calcique Cav3.2 puisque une étude sur des myoblastes de souris C2C12 en 2006 
démontre que ces canaux ne sont pas impliqués dans l’initiation de la fusion [Bidaud et al. 2006]. De 
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même une étude sur cellules satellites de rats nouveau-nés montre que ces cellules n’expriment pas 
de courant calcique de type L ou T avant la fusion [Constantin et al. 1996]. D’autre part une étude 
réalisée en 2008 sur des cellules satellites de donneurs humains sains âgés de 2, 12, 76 et 86 ans, 
montre une que le processus de vieillissement peut affecter négativement l’homéostasie calcique  de 
ces cellules, en modifiant les entrées des ions Ca2+ par les canaux de types L et T , diminuant ainsi la 
capacité des cellules satellites humaines à régénérer le muscle squelettique chez les personnes 
âgées. Ceci serait du à une diminution, âge dépendante, de l’occurrence des courants de type L et T ; 
ce qui montre le rôle essentiel que jouent ces deux canaux dans les processus de différenciation et 
de fusion des myoblastes [Luin et al. 2008]. 
 
2- Les canaux non voltage-dépendants 
Les TRPs (Transient Receptor Potential) 
Les canaux TRP sont codés, chez les mammifères, par six familles d’environ 30 gènes. Ces familles 
sont regroupées par homologie et sont nommées C, V, M, A, P, et ML, pour « Canonical », « Vanilloid 
binding », « Melastatin related », « Ankyrin repeat », « Polycystin » et «MucoLipin », respectivement 
(il existe une 7ème famille de TRPs : les TRPNs ; N pour "No mechanoreceptor potential" ; mais qui 
n’est pas exprimée chez les mammifères). La nomenclature des sous-types de canaux ioniques TRPs 
n’est pas basée sur la liaison à un ligand, ni sur la fonction ou la sélectivité, car ces aspects sont 
disparates au sein de cette famille de protéines (figure 21). Ainsi avec le manque actuel de 
connaissances sur leurs fonctions, leur caractèrisation repose sur l’homologie de leurs domaines 
transmembranaires. La plupart sont des canaux ioniques non sélectifs, perméables à la fois aux ions 
Na+, K+ et Ca2+. Lorsqu'ils sont activés dans des conditions physiologiques, les canaux TRPs 
dépolarisent les cellules et augmentent les concentrations intracellulaires de Na+ et Ca2+ ; mais 
comme la concentration intracellulaire en Ca2+  est faible dans des conditions normales (50 à 100 
nM), le changement le plus significatif pour la cellule reste l’augmentation intracellulaire de Ca2+ 
(pour revue : [Clapham 2009]). 
 
 









La structure actuellement présumée des sous-unités des canaux de la famille TRP consiste en six 
segments transmembranaire (S1-S6), assemblés en tétramères autour d'un pore central. Par analogie 
avec la structure hautement définie du canal potassique voltage-dépendant Kv1.2, on suppose que 
chaque sous-unité de 6 domaines transmembranaires est composée de deux éléments, un domaine 
pores (S5-S6) et un domaine ligand/voltage-senseur (S1 à S4). Les quatre domaines pores S5-S6, un 
de chaque sous-unité, entourent la voie conductrice d'ions. Chacun des quatre domaines 
ligand/voltage-senseur est relié aux segments du pore par une connexion de haute flexibilité qui les 
met en contact avec l'extrémité carboxy-terminale de l'hélice S6.  
Tous les canaux TRP présentent des segments amino et carboxy terminaux intracellulaires, leur 
composition varie selon les sous-familles TRPs (pour revue : [Clapham 2009]). 
 
Des expériences de RT-PCR, Western blot et d’immunohistochimie ont montré l’expression de 
plusieurs membres des sous-familles TRPC, TRPV et TRPM dans le muscle squelettique de souris. Les 
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membres les plus importants et les plus constamment retrouvés sont TRPC1, C3, C4 et C6, TRPV2 et 
V4 ainsi que TRPM4 et M7 ([Weigl et al. 2003] ; [Vandebrouck et al. 2002] ; [Kunert-Keil et al. 2006]) 
 
La présente étude s’intéressera aux TRPCs ainsi qu’aux TRPVs à cause de leur importante 
contribution à l’homéostasie calcique et leur rôle potentiel dans la dystrophie musculaire de 
Duchenne et les entrées cationiques, éléments clefs de cette étude. 
 
a- Les TRPCs (Transient Receptor Potential Canonical) 
 
 Présentation des TRPCs 
 
Les canaux TRPCs sont les homologues des TRPs de la drosophile décrits chez les mammifères (40% 
d’homologie de séquence) [Wes et al. 1995]. Le premier membre des TRPCs, TRPC1, a été cloné en 
1995 [Wes et al. 1995]. La sous-famille TRPC se compose de sept canaux (TRPC1-TRPC7) qui peuvent 
être subdivisés en quatre groupes selon les similitudes dans leurs séquences et leurs fonctions: 
TRPC1, TRPC2, TRPC3/6/7 et TRPC4/5 [Clapham et al. 2003]. TRPC2 est un pseudogène dans les 
espèces humaine et primates ; il forme par contre un canal fonctionnel chez la souris, le rat et 
d’autres mammifères [Wes et al. 1995]. Ces canaux sont cationiques non sélectifs, perméables à la 
fois au calcium et au sodium ; avec pour la plupart une perméabilité PCa/PNa comprise entre 0,3 et 10 
et peuvent se rassembler en homo-ou hétéro-tétramères avec des propriétés différentes [Vazquez et 
al. 2004]. Par exemples, dans le cerveau du rat, TRPC1 interagit avec TRPC5 pour former des canaux 
hétéromériques. L'expression hétérologue de TRPC5 et/ou TRPC1 dans les cellules HEK293 a montré 
que le co-assemblage de TRPC1 et TRPC5 génère un canal cationique non sélectif, qui affiche des 
propriétés biophysiques différentes comparé aux canaux TRPC5 homomèriques comme en 
témoignent l’altération de la relation courant-potentiel observée en patch clamp configuration 
cellule entière et la diminution de la conductance du canal unitaire [Strubing et al. 2001].  
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 Structure de canaux des TRPCs  
 
Ces canaux sont des protéines d’environ 100 kDa, constitués de six domaines transmembranaires ; le 
5ème et le 6ème sont impliqués dans la constitution du pore. L'extrémité N-terminale cytosolique est 
composée de répétitions ankyrine (trois à quatre), une région coiled-coil impliquée dans l'homo-ou 
hétéro-tétramérisation des canaux, et un domaine putatif de liaison à la cavéoline. La région C-
terminale contient la signature du TRP (« TRP box » : EWKFAR), un motif riche en proline très 
conservé (LPXPFXXXPSPK), la région de liaison de la Calmoduline au IP3R (CIRB pour «Calmodulin/IP3 
Receptor Binding Region), et une région coiled-coil [Schindl and Romanin 2007]. 
Des séquences de liaison au domaine PDZ sont aussi présents au niveau des TRPC4 et 5 [Tang et al. 
2000]. Il existe également des sites de phosphorylation par la PKC et la PKA dans les régions 
cytoplasmiques et des sites de glycosylation sur les boucles extracellulaires (figure 25) (pour revue : 
[Beech et al. 2003]). 
 
 
Figure 25. Structure des canaux TRPCs.  Représentation de la topologie  des canaux TRPCs organisés 
en 6 domaines transmembranaires et des extrémités amino et carboxy terminales cytoplasmiques 
ainsi que les sites d’interactions au niveau de ces deux extrémités.  Source: [Vazquez et al. 2004]. 
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 Activation des TRPCs 
 
L’ouverture-fermeture des canaux TRPCs peut être modulée par l’activité des récepteurs à la tyrosine 
kinase (TKRs) ou les récepteurs couplés à la protéine G (GPCRs pour G-protein-coupled receptors), 
suggérant que TRPC peut agir comme un canal ROCE (pour Receptor-Operated Calcium Entry) 
[Abramowitz and Birnbaumer 2009]. Les TKRs stimulent l'activité enzymatique de la phospholipase C 
(PLCΥ) par phosphorylation de la tyrosine [Lemmon and Schlessinger 2010], les GPCRs activent alors 
les sous-unités Gα et GβΥ des protéines G hétérotrimériques ce qui se traduit par l'activation de la 
PLCβ [Ritter and Hall 2009]. La PLC peut moduler l'activation du canal TRPC par hydrolyse du 
phosphatidylinositol (4,5) bisphosphate (PIP2) avec la production des seconds messagers 
diacylglycérol (DAG) et l’IP3, cependant, son mécanisme sous-jacent n’est pas encore très clair 
[Abramowitz and Birnbaumer 2009].  
 
Certains canaux TRPCs pourraient également être mécanosensibles dans certains systèmes 
cellulaires, comme TRPC1 dans les cellules neuronales [Maroto et al. 2005] et les cellules musculaires 
de souris C2C12 [Formigli et al. 2009]. Ils sont capables aussi d'être activés par les mécanismes liés 
aux stocks calciques intracellulaires [Birnbaumer 2009]. L'épuisement des réserves de calcium 
intracellulaire (principalement dans le réticulum endoplasmique/sarcoplasmique), sans implication 
de la PLC, mène à l'entrée du calcium extérieur pour contrecarrer les déficits de calcium par le biais 
de canaux membranaires, un processus appelé l'entrée SOCE (pour Store-Operated Calcium Entry) 
qui fera l’objet d’un chapitre à part [Parekh and Putney, Jr. 2005]. Parmi les courants calciques 
rapportés comme SOCE, il existe également un courant dit CRAC (pour Calcium Release-Activated 
Calcium) qui présente des propriétés biophysiques distinctes. Ce courant est surtout observé dans les 
mastocytes et les lymphocytes [Parekh and Putney, Jr. 2005]. Plusieurs études, aussi bien par 
expression hétérologue de canaux TRPCs, ou avec l'aide d'anticorps bloquants ou par suppression de 
la fonction endogène des TRPCs, ont suggéré que les membres de la famille TRPC seraient de bons 
candidats pour médier les SOCE et le courant CRAC [Birnbaumer 2009].  
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b- Les TRPVs (Transient Receptor Potentiel Vanilloid) 
 Présentation des TRPVs 
La capacité de la capsaïcine, le composant responsable du piquant du piment, d'évoquer la douleur a 
intéressé les chercheurs depuis de nombreuses années et a conduit à des études pharmacologiques 
et physiologiques qui ont démontré que cette alcaloïde culinaire, ainsi que d'autres molécules telles 
que la résinifératoxine qui contiennent une fraction vanillyl [Szallasi and Blumberg 1990], produisent 
leurs effets sensoriels en activant un canal perméable au calcium sur les neurones sensoriels [Szallasi 
and Blumberg 1999]. La relations structure-activité des agonistes et le développement de 
l'antagoniste capsazépine ([Szallasi and Blumberg 1999] ; [Bevan et al. 1992]) montrent que 
l'activation de ce canal ionique est médiée par un mécanisme classique ligand-récepteurs. Ces études 
et beaucoup d'autres ont conduit au clonage d'un canal ionique TRPV1 isolé à partir d’une banque 
d’ADNc de neurones sensoriels de rat en 1997 [Caterina et al. 1997] et, ensuite, à la découverte 
d’une famille de protéines apparentées qui présente une homologie de séquence avec plusieurs 
autres protéines y compris les membres des TRPs de Drosophila melanogaster et la protéine OSM-9 
de Caenorgabditis elegans [Harteneck et al. 2000].  
La famille TRPV comprend 6 membres TRPV1 à 6, divisés en quatre groupes sur la base de leur 
structure et leur fonction: TRPV1-2, TRPV3, TRPV4 et TRPV5-6. TRPV1 et TRPV2 sont également 
nommés : VR-1 (Vanilloid Receptor 1) et VRL-1 (Vanilloid-Like Receptor 1) respectivement. TRPV1-4 
ont été identifiés comme des canaux cationiques non sélectifs thermosensibles ([Jordt et al. 2003] ; 
[Voets et al. 2005]; [Dhaka et al. 2006]). Ils sont activés par une série de stimuli, y compris la chaleur, 
les protons, les lipides et les variations d'osmolarité ou de pression. TRPV5 et 6 sont les canaux 
calciques sélectifs qui sont impliqués dans l'absorption et la réabsorption du calcium à travers 
l'épithélium intestinal et rénal. TRPV5 et TRPV6 sont également nommés ECaC1 et 2 (epithelial 
calcium channel/calcium transporter). 
 
 Structure des canaux TRPVs 
Les TRPVs appartiennent à la grande famille des TRPs et conservent une homologie structurelle avec 
ses canaux. Tous ces canaux présentent la même structure putative en 6 domaines 
transmembranaires  avec une boucle formant le pore du canal entre les domaines 5 et 6  et un 
nombre de domaines ankyrine répétés à l'extrémité amino-terminale (pour revue : [Harteneck et al. 
2000]) (figure 26).  




Figure 26. Structure des canaux cationiques TRPVs.  Représentation de la 
structure topologiques des canaux TRPVs caractérisés par 6 domaines 
transmembranaires (TM1-6) et 3 à 5 répétitions ankyrines au niveau de leur 
extrémité amino-terminale (PL : Pore Loop).  Source: [O'Neil and Heller 2005]. 
 
Peu de données existent sur la structure quaternaire des canaux fonctionnels de cette famille. En se 
basant sur la similitude avec le canal potassique voltage-dépendant, il est probable que les membres 
de la famille TRPVs fonctionnent en homo-ou hétérotétramères comme les TRPs. 
Toutefois, l'assemblement des TRPVs en canaux hétéromériques a été l'objet de débats. D’une part, il 
a été montré que TRPV3 s'assemblait avec TRPV1 pour former des canaux hétéromériques avec des 
propriétés pharmacologiques différentes des homotétramères [Smith et al. 2002]. Toutefois, une 
étude ultérieure basée sur les résultats d’expériences de colocalisation, de coimmunoprécipitation, 
et de FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfer) [Schaefer 2005] a rejeté l'existence de 
l’assemblage entre TRPV1 et TRPV3. Cette dernière étude suggère en outre que lorsqu’ils sont 
coexprimés dans des cultures cellulaires, les quatre sous-unités TRPVs s’assemblent 
préférentiellement en canaux homomères, malgré la similitude de séquences partagée par ces sous-
unités. Cette étude a elle même été contredite par l’équipe de Zheng en 2007 grâce à une 
combinaison de FRET et d’enregistrement de courant unitaire. Dans cette étude, les sous-unités de 
TRPVs ont été coexprimées par paire dans des cellules HEK293. Mais contrairement à l’étude de 
Hellwing et al., 2005, les mesures de FRET ont été limitées à la membrane plasmique là où les canaux 
matures et correctement assemblés sont le plus susceptibles d’être présents [Cheng et al. 2007]. 
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 Activation des TRPVs 
 
Lorsqu'ils sont étudiés dans des systèmes d'expression hétérologues, TRPV1 à 4 confèrent une 
thermo sensibilité à la cellule hôte, ce qui suggère que la protéine du canal est suffisante pour 
convertir les changements de l'énergie thermique en activité électrique. Des études ont permis 
d’établir les seuils de température pour les canaux TRPV avec : TRPV4 activé par des températures 
chaudes mais inoffensive (> 27 ° C) ([Guler et al. 2002] ; [Chung et al. 2003]), TRPV3 par des 
températures au alentour de la température du corps (entre 31 °C et 39 °C) ([Peier et al. 2002] ; [Xu 
et al. 2002]), TRPV1 par des températures très élevées  (> 43 °C) [Caterina et al. 1997], et TRPV2 par 
des températures nocives (> 52 °C) ([Caterina et al. 1999] ; [Ahluwalia et al. 2002]). 
En plus des canaux TRPV1 à 4, les canaux TRPM8 et TRPA1 sont également des canaux 
thermosensibles. Contrairement aux canaux TRPVs, ces canaux sont des capteurs de froid qui 
répondent à des températures inférieures à 22 ⁰C ([Peier et al. 2002] ; [McKemy et al. 2002]). 
 
En plus de son activité de thermosenseur, des études sur des souris TRPV1 -/- montrent que ce canal 
un également un rôle osmo-mécanotransducteurs ([Birder et al. 2002] ; [Rong et al. 2004]), de même 
pour TRPV2 [Muraki et al. 2003] et pour TRPV4 [Liedtke and Friedman 2003]. D’autre part, une étude 
récente a montré une implication de TRPV4 dans la fatigue musculaire. Les expériences menées sur 
des muscles de souris ont permis de montrer une localisation sarcolemienne des canaux TRPV4 et 
que leur stimulation par leur activateur 4α-PDD (4-alpha-Phorbol 12,13-Didecanoate) pourrait 
s’opposer la fatigue musculaire au cours de stimuli tétaniques répétitifs. Le fait que cet effet soit 
absent dans les muscles de souris déficientes en TRPV4 a permis de conclure que les entrée de Ca2+ 
par le biais des canaux TRPV4 est à la base de l'atténuation de la fatigue musculaire dans ces 
expériences [Pritschow et al. 2011].  
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3- La Calcium ATPase de la membrane plasmique (PMCA) 
La PMCA est une protéine d'environ 130 kDa présente au niveau de la membrane plasmique de la 
plupart des cellules eucaryotes [Strehler and Zacharias 2001]. Elle permet le transport ATP-
dépendant du Ca2+ à partir du cytoplasme vers l'espace extracellulaire. Le clivage Ca2+-dépendant de 
l'ATP s’accompagne de la formation transitoire de l’acylphosphate, une enzyme intermédiaire, liée à 
la translocation du Ca2+. Cette enzyme a une forte affinité pour le Ca2+ quand il est complexé avec la 
calmoduline et sert d’activateur physiologique à la translocation calcique. 
 
 La structure prédite de la PMCA contient 10 domaines transmembranaires, environ 80 % de sa 




Figure 27. La Calcium ATPase de la membrane plasmique.  La PMCA est une pompe 
d’extrusion du calcium. Elle participe à l’etablissement de l’homéstasie calcique en 
catalysant le transport ATP-dependant du calcium du cytoplasme vers l’espace 




Les PMCAs sont codées, chez les mammifères, par quatre gènes distincts, produisant des isoformes 
PMCA1-4 [Strehler and Zacharias 2001]. Les PMCA1 et 4 sont présentes dans la plupart des tissus 
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adultes, tandis que la PMCA2 et la PMCA3 sont principalement exprimées au niveau des cellules 
excitables du système nerveux et des muscles. L'expression des isoformes de la PMCA dépend du 
stade de développement, du tissu et du type cellulaire, ce qui suggère que ces pompes sont 
fonctionnellement adaptées aux besoins physiologiques particuliers des cellules et des tissus. Les 
pompes calciques de la surface membranaire sont de première importance dans la régulation du 
contenu total de la cellule en Ca2+ même si leurs mécanismes d’action sont très peu connus. 
Certaines données montrent que la PMCA peut être associée à d’autres systèmes de transport du 
calcium. Par exemple une association entre la PMCA et les canaux TRPC1 a été décrite dans des 
domaines membranaires spécialisés où ces deux protéines seraient régulées par la calmoduline 
[Singh et al. 2002]. Dans les  globules rouges sains, la PMCA est suffisante pour équilibrer l'afflux 
relativement lent de Ca2+ extracellulaire. Par contre dans les cellules excitables (cœur, muscle 
squelettique, système nerveux), où un important afflux de Ca2+ se produit pendant l'activité, le 
système d'échange Na+/Ca2+ est également nécessaire pour restaurer le contenu calcique cellulaire à 
des niveaux normaux.  
 
4- L’échangeur Na+/Ca2+ 
Les trois échangeurs Na+/Ca2+ connus chez les mammifères (NCX1 à 3) sont codés par des gènes 
distincts. NCX1 et 2 sont exprimés de manière ubiquitaire dans divers tissus, tandis que NCX3 est 
exprimé au niveau du cerveau et du muscle squelettique [Philipson and Nicoll 2000]. 
Les échangeurs Na+/Ca2+ catalysent l'échange électrogènes de 3 ions Na+ pour 1 ion Ca2+ à travers la 
surface de la membrane plasmique (figure 28A) ([Blaustein and Lederer 1999] ; [Philipson and Nicoll 
2000]). L'échange est entraîné par le gradient transmembranaire de Na+, qui à son tour est maintenu 
par le transporteur Na+/K+-ATPase ([Sweadner and Donnet 2001] ; [Kaplan 2002]). La direction de 
l’échange Na+/Ca2+ est déterminée par la concentration de ces deux ions dans le milieu et le 
cytoplasme et par le potentiel de membrane. Le rôle primaire de l'échangeur est l'exclusion du Ca2+ 
de la cellule lorsque sa concentration cytoplasmique est élevée. En raison de sa relativement faible 
affinité au Ca2+ (Km > 1μM), il est susceptible de fonctionner plus efficacement dans son mode efflux 
calcique dans les zones de concentration calcique locale élevée comme par exemple des pics de Ca2+ 
transitoires. Sous certaines conditions, l'échangeur peut s’inverser et catalyser (figure 28B) 
l'importation du calcium. Des travaux au sein de notre équipe en 2002 ont montré une inversion de 
l’échangeur Na+/Ca2+ sur des co-cultures de cellules musculaires squelettiques humaines suite à une 
déplétion sodique extracellulaire [Deval et al. 2002]. Cependant, la signification physiologique de ce 
phénomène n’est toujours pas clairement établie. 




Figure 28. Modèle de l’échangeur Na+/Ca2+. (A) Les modelisations actuelles de l’échangeur Na+/Ca2+   
proposent une protéine à 9 segments transmembranaires avec une extrémité amino-terminale 
glycosylée et extracellulaire. Les modèles antérieurs avaient prédit 11 segments 
transmembranaires. L’ancien segment transmembranaire 6 ferait partie de la grande boucle 
intracellulaire (sur l’image représente par un cylindre gris). (B) la fonction physiologique de cet 
échangeur est l’exportation du calcium vers le milieu extérieur mais dans certains cas particuliers 
son action peut s’inverser. Source: (A) [DiPolo and Beauge 2006] (B) 
http://www.addexbio.com/Membrane%20Exchangers-Service 
 
L'échangeur est présent en concentration particulièrement élevée au niveau des membranes des 
cellules excitables. Cet échangeur n'est pas couplé à l'hydrolyse de l'ATP, mais l'ATP lui sert 
d’activateur physiologique par phosphorylation et en favorisant la synthèse des PIP2 
(phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate). Rosker et al., montrent, grâce à des expériences de co-
immunoprécipitation et de GST pull-down, une association du NCX1 avec l’extrémité carboxy-
terminale de TRPC3. Ils suggèrent que l’entrée calcique médiées par TRPC3 stimule le 
fonctionnement de l’échangeur Na+/Ca2+ en mode inversé et proposent l’interaction physique et 
fonctionnelle des canaux TRPC avec les échangeurs NCX comme une nouvelle voie d’entrée calcique 
médiée par les canaux TRPCs [Rosker et al. 2004]. 
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IV- Les mouvements calciques dans muscle squelettique 
 
1- Le couplage excitation contraction ECC (Excitation Contraction 
Coupling) 
Le sarcolemme, forme de larges invaginations qui sont les tubules T. Ces tubules T sont d’une grande 
importance puisqu’ils transmettent les signaux du système nerveux au muscle ce qui conduit 
éventuellement à la contraction musculaire. Le récepteur à la dihydropyridine (DHPR), voltage-
senseur, est localisé au niveau de ces tubules T et s’active à l’arrivée d’un potentiel d’action (qui se 
traduit par un flux d’ions membranaire dépolarisant). Le DHPR interagit via la triade avec le récepteur 
à la ryanodine de type 1 (RYR1) du RS ([Marks et al. 1989] ; [Paolini et al. 2004]). L’activation des 
DHPRs déclenche l’ouverture des RYR1 et par conséquent, la libération de calcium de la lumière du 
RS vers le sarcoplasme (pour revue : [Franzini-Armstrong and Protasi 1997]). Le calcium va donc se 
fixer sur le troponine et induire la contraction de la fibre en modifiant la conformation des filaments 
minces du sarcomère. La fibre se relâche lorsque le Ca2+ est repompé dans le RS par la SERCA et la 
concentration du Ca2+ libre retrouve son taux de l’état de repos [Melzer et al. 1995].   
Un facteur très important pour la réalisation de l’ECC est le suivant : le Ca2+ du RS est tamponné par 
la calséquestrine [Beard et al. 2009]. En effet, quand la concentration calcique du RS diminue, l'état 
d'agrégation de la calséquestrine, présente normalement sous forme de polymères, est réduit à 
l’état de dimères et monomère. Ceci réduit la capacité de la calséquestrine à tamponner le Ca2+ vu 
que l'affinité de ce dernier diminue avec la perte de l’état de polymérisation de la calséquestrine 
[Royer and Rios 2009].  
 
2- La libération de Ca2+ induite par le Ca2+ (Ca2+-Induced Ca2+ Release) 
Le calcium-induced calcium release (CICR) est un phénomène au cours duquel une augmentation de 
la concentration du Ca2+ cytoplasmique proche des réserves calciques intracellulaires induit une 
libération de Ca2+ de ces réserves. Les récepteurs à la ryanodine et à l’IP3 sont capables de s’activer 
avec l’augmentation de la concentration de Ca2+ dans le cytoplasme et par conséquent présentent 
tous les deux un comportement CICR. Cependant, il existe une différence importante entre les RyR et 
les IP3R. Le Ca2+ seul, sans l'aide  d'autres agents ou stimuli, peut provoquer la libération de Ca2+ à 
travers les RyR [Smith et al. 1986] mais ce n’est pas le cas pour les IP3R. Pour ces derniers, le Ca2+ ne 
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peut induire la libération de Ca2+ qu'en présence d'IP3 (pour revue : [Foskett et al. 2007]) c’est pour 
cela que généralement, le CICR est considéré comme une propriété exclusive des RYRs.     
Le CICR est considéré comme le mécanisme physiologique de la libération de Ca2+ dans le muscle 
cardiaque. Il est généralement convenu que l'afflux de Ca2+ par le biais des canaux voltage-
dépendants type L à la surface et la membrane des tubules T des myocytes activés par un potentiel 
d'action déclenche la libération de Ca2+ du RS par le mécanisme de CICR pour provoquer la 
contraction cardiaque [Bers DM. 2001]. Dans le muscle squelettique où le CICR a d'abord été 
découvert, le principal mécanisme de libération physiologique de Ca2+ n'est pas le CICR, mais le 
couplage conformationnel excitation-contraction entre le RYR et de DHPR. La participation du CICR 
ne serait que physiologiquement secondaire ; mais cette notion reste à ce jour sujette à controverse. 
 
Bien que le CICR, soit induit par le calcium, il est activé par des concentrations calciques de l’ordre du 
micromolaire, mais inhibé par des concentrations calciques de l’ordre du millimolaire [Endo M. 
1981]. D’autre part le CICR est également inhibé par le magnésium [Ford and Podolsky 1970] et 
potentialisé par la caféine et l’ATP.   
 
 
3- Les courants calciques mécanosensibles 
Des expositions multiples à des exercices de résistance produisent des changements adaptatifs dans 
les muscles squelettiques, y compris une augmentation de la masse (hypertrophie) et de la force 
contractile [Kraemer et al. 1996]. L'adaptation du muscle implique des changements dans 
l'expression de gènes spécifiques et une augmentation de la synthèse de certaines protéines 
[Williams RS. and Neufer PD. 1996]. Parmi les voies cellulaires permettant cette réponse adaptative 
se trouve les canaux ioniques membranaires mécanosensibles du muscle, les SACs pour « Stretch-
Activated Channels » [Williams RS. and Neufer PD. 1996]. Les SACs sont exprimés ubiquitairement à 
la membrane cellulaire et contribuent à la régulation d’une grande variété de fonctions cellulaires 
(pour revue : [Sackin 1995]). Ils ont été identifiés dans le muscle squelettique de souris [Franco, Jr. 
and Lansman 1990], mais leur rôle dans la fonction musculaire reste incertain. Ils semblent avoir un 
rôle important dans le remodelage des cellules musculaires cardiaques et lisses en réponse à une 
contrainte mécanique [Sadoshima and Izumo 1993] et il parait probable qu’ils jouent un rôle similaire 
dans le muscle squelettique lors d’un exercice.  
En général, les SACs représentent une voie majeure pour la transduction des stimuli mécaniques 
dans les cellules, mais la réponse à la suite de la stimulation est spécifique du tissu [Komuro et al. 
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1996]. Dans le muscle cardiaque, les SACs sont perméables aux cations monovalents (K+ et Na+) et 
divalents (Ca2+) et sont associés à la dépolarisation membranaire et à des modifications de 
l’excitabilité membranaire [Franz 1996]. La contraction excentrique induite par l'activation des SACs 
pourrait également contribuer aux changements de la tension à la membrane dans le muscle 
squelettique, affectant par conséquent le couplage excitation-contraction.  
L’enregistrement des courants SACs, générés par application de pression négative à la pipette de 
patch, montre une probabilité d’ouverture deux fois plus grande dans les myotubes sains comparés 
aux myotubes mdx [Franco, Jr. and Lansman 1990]. Cette même équipe propose en 2002 un modèle 
selon lequel la perte du DGC dans les cellules musculaires mdx faciliterait l’ouverture des SACs après 
un stress mécanique [Franco-Obregon and Lansman 2002]. Vandebrouck et collaborateurs montrent 
également cette augmentation de la probabilité d’ouverture de canaux mécanosensibles dans les 
myotubes humains DMD [Vandebrouck et al. 2001].  
Une étude réalisée par l’équipe du Dr. Gailly en 2006 sur des fibres musculaires isolées de souris 
montre que les SACs présentent une conductance unitaire et une relation courant-tension similaires 
à celles observées pour l’enregistrement des courants SOCs (Store-Operated Channels). Les courants 
SOCs et SACs ont également la même sensibilité à des inhibiteurs pharmacologiques tels que le Gd3+, 
le 1 - [β - [3 -(4 méthoxyphényl) propoxy]-4-méthoxyphénéthyle]-1H-imidazole (SKF-96365), le 2-
aminoethoxydiphenyl borate (2APB) et la toxine GsMTx4. De plus, la stimulation avec l'IGF-1 a 
augmenté l'occurrence de l'activité de ces deux types de canaux suggérant que les SOCs et les SACs 
pourraient appartenir à la même famille de canaux ou du moins partager des constituants communs. 
D’autre part, dans cette même étude, le traitement du muscle soléaire avec SKF-96365 ou GsMTx4 
toxine a augmenté sa sensibilité à un protocole de fatigue, ce qui suggère que l'afflux de Ca2+ qui se 
produit à travers ces canaux lors de la contraction est également impliqué dans le maintien de la 
force lors de stimulations répétées [Ducret et al. 2006]. 
L’identité des SACs n’est pas encore totalement élucidée. Plusieurs candidats semblent être 
impliqués dans la génération de courants mécanosensibles et par conséquent seraient susceptibles 
de former des SACs comme TRPV1 ([Birder et al. 2002] ; [Rong et al. 2004]), TRPV2 [Muraki et al. 
2003], TRPV4 [Liedtke and Friedman 2003], TRPC1 ([Hamill and Martinac 2001] ; [Formigli et al. 
2009]) etc.  
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4- Les fuites ioniques du sarcolemme 
Certaines études sur les cellules musculaires DMD et mdx suggèrent une augmentation de la 
perméabilité membranaire des cellules musculaire permettant une entrée cumulative de Ca2+. Des 
études menées sur la dystrophie musculaire de Duchenne montrent que les cultures de cellules 
musculaires squelettiques présentent un courant capacitif médié par un canal dit de « fuite » ([Fong 
et al. 1990] ; [Turner et al. 1991] ; [Turner et al. 1993] ; [Denetclaw, Jr. et al. 1994] ; [Hopf et al. 
1996b]) . Ces canaux de fuite sont activés par des homologues de la nifédipine (inhibiteur des canaux 
voltages dépendants) et inhibés par des composés DHP [Hopf et al. 1996a]. D’autres études 
proposent que l’entrée calcique passive est due à des dommages mécaniques induits par la 
contraction musculaire. L’absence de la dystrophine fragislise le sarcolemme et par ce fait prédispose 
aux déchirures membranaires ([Petrof et al. 1993] ; [Davies and Nowak 2006]). Cependant la 
présence de courant de «fuite» à travers les déchirures membranaires a été très controversée, et 
semble plutôt faire intervenir l’ouverture de canaux ioniques. 
Une étude menée en 2003 utilise un laser puissant pour créer artificiellement des trous dans la 
membrane et montre grâce à des marqueurs fluorescents que la réparation de ces dommages a lieu 
en moins d’une minute sans constater de différence entre les fibres musculaires normales et le fibres 
musculaires mdx [Bansal et al. 2003].  D’autre part l’observation des concentrations ioniques après 
contraction montre un augmentation lente de la concentration intracellulaire de Na+ et Ca2+ qui 
atteint un maximum après 10-20 min (pour revue : [Allen et al. 2010]). Alors que si les mini-ruptures 
membranaires étaient à l’origine de la perméabilité cellulaire, le résultat attendu serait une 
augmentation immédiate après la contraction et d’une durée d’environ une minute. Par ailleurs, 
l’augmentation des concentrations ioniques est stoppée par les inhibiteurs de canaux 
mécanosensibles ce qui suggère que l’élévation des concentrations intracellulaires de Na+ et Ca2+ est 
causée par l’activation de canaux plutôt que des fuites membranaires ([Sonobe et al. 2008] ; [Yeung 
et al. 2005]).  Une autre hypothèse sur l’origine de la perméabilité membranaire implique la 
phospholipase A2 et les ROS (Reactive Oxygen Species) puisque leurs inhibitions semblent assurer 
une protection musculaire ([Duncan and Jackson 1987] ; [Howl and Publicover 1990] ; [Whitehead et 
al. 2008]).  
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LES ENTREES CALCIQUES DEPENDANTES DES STOCKS 
INTRACELLULAIRES (SOCE pour Store-Operated Calcium 
Entry) 




a- Présentation du canal TRPC1 
Il est actuellement admis qui TRPC1 présente 6 segments transmembranaires et que environ la 
moitié des acides aminés de TRPC1 est localisée au niveau de l’extrémité amino-terminale 
cytoplasmique, avant le premier domaine transmembranaire.  
TRPC1 appartient à la famille des TRPCs, sa structure a été détaillée précédemment (Chapitre : Le 
calcium dans le muscle squelettique, III-2). Elle est rappelée sur la figure 29 ci-dessous. 
 
 
Figure 29.  Structure proposée de TRPC1.  Appartenant à la famille des TRPC, ce canal présente une 
structure topographique similaire ainsi que des domaines d’interaction avec des protéines de 
signalisation et de régulation. Source: [Rychkov and Barritt 2007]. 
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L’ARNm codant pour TRPC1 a été détecté dans de nombreuses cellules et types de tissus chez la 
souris, le rat et l'homme, dans les muscles squelettiques mais également au niveau du cerveau, du 
cœur, des poumons, des ovaires, des testicules, de l'intestin, des reins, des cellules musculaires 
lisses, les glandes salivaires, les cellules β du pancréas, les cellules HEK 293, les cellules souches etc. 
(Pour revue : [Beech et al. 2003]). A l’heure actuelle, il n’est pas encore clair si TRPC1 possède un rôle 
commun dans tous ces tissus et cellules, ou s’il s’agit d’une protéine multi-fonctionnelle avec des 
rôles spécifiques cellule-dépendants. 
 
b- Localisation de TRPC1 
La localisation de TRPC1 reste jusqu'à ce jour sujette à controverse. La localisation cellulaire de 
TRPC1 a été étudiée à la fois dans les cellules exprimant TRPC1 endogènes et dans d’autres cellules 
par expression hétérologue. Dans de nombreux types cellulaires, TRPC1 se trouve à la fois à la 
membrane plasmique et sur des sites intracellulaires, y compris le RE et l'appareil de Golgi ([Wang et 
al. 1999] ; [Rao et al. 2006]). Dans les cellules avec une expression hétérologue de TRPC1, la 
migration de ce dernier vers la membrane plasmique parait dépendante de sa co-expression avec 
TRPC4 et/ou TRPC5 ([Hofmann et al. 2002] ; [Yuan et al. 2003]). La localisation de TRPC1 au niveau de 
sites intracellulaires peut refléter, en partie, des fonctions intracellulaires de ce canal, tel que la 
facilitation de la libération du Ca2+ des stocks intracellulaires, son rôle dans la formation de 
complexes de signalisation et/ou le trafic de TRPC1 en temps que polypeptide du RE à travers 
l'appareil de Golgi vers la membrane plasmique [Dohke et al. 2004]. Dans la membrane plasmique, 
TRPC1 semble être confinée à des régions spécifiques de la membrane [Golovina 2005]. L'application 
des techniques d'immunofluorescence suggère que dans les cellules musculaires lisses et les 
astrocytes, TRPC1 dans la membrane plasmique est localisée dans les régions adjacentes au RE 
[Golovina 2005]. Les résultats d’expériences d’immunofluorescence, de fractionnement cellulaire et 
Western blot menées sur les cellules des glandes sous-mandibulaires, les cellules musculaires lisses 
[Bergdahl et al. 2003], des plaquettes [Brownlow et al. 2004] et les cellules endothéliales [Rao et al. 
2006] indiquent que dans la membrane plasmique TRPC1 est associée à des radeaux lipidiques riches 
en cholestérol et en cavéoline-1. La corrélation de ces observations avec la fonction TRPC1 suggère 
que la localisation de TRPC1 dans les radeaux lipidiques et son interaction avec le cholestérol sont 
requis pour l'activation d’afflux calciques dans les cellules de la glande sous-mandibulaire [Lockwich 
et al. 2000] et de la contraction des cellules musculaires lisses [Bergdahl et al. 2003]. 
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c- Les interactions de TRPC1 dans le muscle squelettique 
Dans le muscle squelettique, TRPC1 a été principalement trouvés au niveau du sarcolemme des fibres 
de souris adultes ([Vandebrouck et al. 2002] ; [Gervasio et al. 2008] ; [Sabourin et al. 2009] ; [Zanou 
et al. 2010]) et des myotubes de souris en développement ([Vandebrouck et al. 2007] ; [Sabourin et 
al. 2009]). Des études ont montrés qu’il co-localise avec la dystrophine [Vandebrouck et al. 2007] et 
la cavéoline-3 [Gervasio et al. 2008]. En effet, TRPC1 isolée du muscle squelettique de souris adulte 
et de myotubes en développement co-immunoprécipite avec la dystrophine [Vandebrouck et al. 
2007]. Cela suggère que TRPC1 pourrait être un constituant d'un complexe macromoléculaire 
costamérique ancré au niveau du cytosquelette par interaction avec la dystrophine. La dystrophine 
fournie, dans le muscle strié, un échafaudage pour plusieurs protéines qui lui sont associées formant 
le complexe DGC tel que la syntrophine, qui peut conférer au complexe un rôle dans la signalisation 
cellulaire [Ervasti and Sonnemann 2008].  
L’α1-syntrophine, isoforme prédominante dans le muscles squelettiques, [Adams et al. 1993], est 
capable de se lier, à travers son domaine PDZ, aux canaux transmembranaires tels que les canaux 
sodiques voltage-dépendants [Gavillet et al. 2006] ou le canal de potassique Kir 4.1 [Connors et al. 
2004]. Notre équipe a démontré que TRPC1 co-immunoprécipite avec l’α1-syntrophine endogène et 
recombinante. D’autre part des expériences de GST-pull down ont montré que le domaine PDZ de 
l'α1-syntrophine pourrait être impliqué dans cette association [Vandebrouck et al. 2007]. Ces 
observations on permit de suggérer que l’association de TRPC1 avec des protéines d'échafaudage et 
le DGC dans le muscle squelettique pourrait constituer un complexe de signalisation qui régulerait la 
localisation et la fonction du canal. Gervasio et collaborateurs ont rapporté l'association de TRPC1 à 
la protéine d’échafaudage cavéoline-3, en montrant leur co-localisation au sarcolemme ainsi que leur 
co-immunoprécipitation [Gervasio et al. 2008].   
Il a également été montré que les canaux TRPC1 s’associent préférentiellement avec TRPC4 pour 
former les hétérotétramères fonctionnels [Strubing et al. 2003]. Nous nous sommes donc intéressés 
à TRPC4, un partenaire privilégié de TRPC1. 
  





a- Présentation du canal TRPC4 
 TRPC4 est un canal de la famille des TRPCs et de ce fait présente la même structure. Cependant 
présente la particularité (tout comme TRPC5) d’avoir une séquence de liaison au domaine PDZ au 




Figure 30. Structure générale de TRPC4. Sur la 
base de la séquence d'acides aminés murine, le 
diagramme montre l'emplacement des sites de 
liaison ainsi que des domaines protéiques 
importants pour la fonction et la régulation de 
TRPC4. Source: [Cavalie 2007].  
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b- Les interactions de TRPC4 
TRPC4 possède 4 sites de liaison de la calmoduline l'un  est situé dans l’extrémité amino-terminale et 
les autres dans la partie carboxy-terminale. Comme avec tous les membres de la famille TRPC, TRPC4 
a un site de liaison à la calmoduline qui est situé à proximité de S6 [Tang et al. 2001]. Ce site 
chevauche avec le site de liaison aux IP3R dans la région amino-terminale et permet donc la 
formation du CIRB (figure 30) [Tang et al. 2001].  La protéine 4.1 et l’ankyrine permettent de lier les 
protéines transmembranaires au cytosquelette sous-jacent à travers leur interaction avec l’actine et 
la spectrine. Dans une étude en 2005, il a été montré que la protéine 4.1 se lie à TRPC4 
probablement grâce au domaine conservé THLCKKKMRRK [Cioffi et al. 2005], qui est situé dans la 
partie carboxy-terminale à proximité du CIRB. La même étude a montré que l'expression d'un mutant 
TRPC4, dans lequel le domaine de liaison à la protéine 4.1 a été supprimé, réduit l'activation des 
entrées calciques SOCs dans les cellules endothéliales pulmonaires.  
TRPC4 interagit également avec le facteur de régulation de l’échangeur Na+/H+, (NHERF pour Na+/H+ 
exchanger regulatory factor) qui contient des domaines PDZ et interagit avec les PLCβ et les 
adaptateurs cytosquelettiques membranaires de la famille des ERM (ezrin/radixin/moesin) ([Tang et 
al. 2000] ; [Mery et al. 2002]). Tang et al. ont cartographié le site de liaison PDZ carboxy-terminal de 
TRPC4 qui serait composé d’au moins 3 acides aminés consensus de la liaison au domaine PDZ (TRL). 
Les mutants TRPC4 qui ne possèdant pas le motif TRL voient leur expression globale à la surface 
cellulaire réduite d'environ 60%, indiquant que le motif TRL est important pour l’adressage de TRPC4 
à la surface de la cellule grâce probablement à des interactions avec la protéine d'échafaudage 
EBP50 par l’intermédiaire d’une liaison à l’ERM [Mery et al. 2002]. 
 
3- Le canal calcique Orai1 
Orai1 est le membre fondateur d'une nouvelle classe de canaux calciques qui ne sont pas 
structurellement apparentés à d'autres canaux Ca2+. Le gène humain Orai1 se compose de seulement 
deux exons et code pour une protéine de 301 acides aminés hautement conservés. Le premier des 
canaux Orai découvert fut Orai1, identifié comme la sous-unité de formation du pore des canaux 
CRAC d’où l’appellation CRACM1 (Calcium-Release Activated Calcium Modulator 1). Jusqu'à ce jour, 
trois homologues humains, appelés Orai1 à 3, ont été identifiés. Ces protéines contiennent quatre 
segments transmembranaires ainsi que des extrémités amino et carboxy terminales intracellulaires 
[Vig et al. 2006]. Le premier domaine transmembranaire contient un résidu glutamate chargé 
négativement, E106, qui fonctionne comme un site de liaison au Ca2+ et confère la haute sélectivité 
de ce canal à cet ion ([Vig et al. 2006] ; [Prakriya et al. 2006]). Dans leur partie carboxy-terminale, les 
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trois protéines Orai contiennent un domaine coiled-coil putatif. Seule l'extrémité amino-terminale 
d’Orai1 comprend une région riche en proline/arginine. La boucle extracellulaire d’Orai1 entre le 
troisième et le quatrième segment transmembranaire comporte un site de N-glycosylation [Prakriya 
et al. 2006] (figure 31). Toutefois, il a été montré que ce site n’était pas essentiel pour la fonction 
d’Orai1 [Gwack et al. 2007].  
 
 
Figure 31. Structure des canaux Orai. Les canaux de la famille 
Orai s’organisent en 4 domaines transmembranaires. Ils 
présentent tous un domaine coiled-coil au niveau de leur 
extrémité carboxy-terminale et un site de liaison à la calmoduline 
sur leur extrémité amnio-terminale. Seul Orai1 présente une 
région riche en proline/arginine. Source: [Frischauf et al. 2008] 
 
Les expériences de co-immunoprécipitation, montrent que les protéines Orai sont capables de 
s’assembler en homo ainsi que hétéromères.  La composition stœchiométrique suggère que le canal 
CRAC fonctionnel serait un homotétramère d’Orai1 ([Penna et al. 2008] ; [Ji et al. 2008] ; [Mignen et 
al. 2008]). Une de ces étude propose une théorie selon laquelle Orai1 existerait principalement sous 
forme de dimère dans la membrane plasmique dans des conditions de repos, mais formerait des 
tétramères suite à la déplétion des stocks calciques [Penna et al. 2008]. Il est supposé que dans le 
canal tétramérique fonctionnel, chaque sous-unité Orai1 contribue à travers son résidu glutamate 
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(E106) à la liaison du Ca2+ au niveau du pore du canal CRAC [McNally et al. 2009]. La recherche sur les 
propriétés du canal CRAC et Orai1 a été grandement facilitée par le fait que la co-expression de 
STIM1 (Stromal Interaction Molecule 1, un senseur calcique (développé ultérieurement dans ce 
chapitre II.2) et Orai1 génère un courant avec des propriétés quasi identiques au courant CRAC mais 
avec des amplitudes 10 à 100 fois plus importantes que celle du courant natif enregistré dans les 
cellules Jurkat T et HEK293 ([Peinelt et al. 2006] ; [Soboloff et al. 2006]). De même la co-expression 
de STIM1 avec Orai2 ainsi que Orai3 génère un courant calcique avec des caractéristiques 
biophysiques similaires aux courants CRAC, mais des profils de sélectivité légèrement différents et 
des différences de rétroaction vis-à-vis du Ca2+ intracellulaire.  
 
 
L'analyse des tissus humains et murins par Northern Blot a montré que les trois membres de la 
famille Orai sont exprimés dans de nombreux tissus (le muscle squelettique, le cerveau, le placenta, 
le cœur, le rein, le pancréas, le foie, la rate, le poumon et le côlon), avec une prédominance d’Orai2 
dans les reins, les poumons et la rate, et d’Orai3 dans le cerveau [Gwack et al. 2007]. Cependant les 
expériences de siRNA dans les HEK293 montrent que seule l’inhibition d’Orai1 diminue les influx 
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II- La base moléculaire à l’origine des SOCEs 
 
1- Les entrées SOCEs  
Les SOCE ou CCE (capacitive Ca2+ Entry) ont d’abord été caractérisées par le Dr. Putney comme des 
entrées calciques extracellulaires dans les cellules non-excitables, stimulées par la diminution des 
stocks calciques intracellulaires ([Putney, Jr. 1986] ; [Putney, Jr. 1990]). Depuis, les SOCEs ont été 
retrouvées dans différents types cellulaires y compris les cellules musculaires squelettiques 
([Kurebayashi and Ogawa 2001] ; [Pan et al. 2002]). 
Lorsque les réserves calciques, en particulier celles du RS, sont réduites en raison de 
l'activité cellulaire, la cellule doit remplir ces stocks afin de maintenir l'homéostasie calcique et 
assurer un fonctionnement cellulaire efficace. En conditions physiologiques, le Ca2+ est libéré du RS 
dans le cytosol, principalement par le biais de l’IP3R et le RyR. La majorité de ces ions Ca2+ est 
repompée dans le RS à travers la pompe SERCA mais une fraction de ces ions Ca2+ est perdue par 
l'action des pompes Ca2+-ATPase de la membrane plasmique. Ainsi, comme ces cycles de 
libération/recapture de Ca2+ continuent, les réserves du RS se vident en l’absence d’une intervention 
de mécanismes d’entrées calciques. 
Les SOCEs sont un processus mis en place suite à la réduction de réserves calciques du RS et induit 
l’entrée de Ca2+ dans le sarcoplasme pour compenser cette diminution [Parekh and Putney, Jr. 2005]. 
Cette voie a suscité un grand intérêt non seulement en raison de son caractère rétrograde, mais aussi 
en raison de son rôle potentiel dans diverses situations physiologiques et physiopathologiques. En 
2002, les travaux de Vandebrouck et collaborateurs décrivent, en patch clamp, un canal SOC activé 
par la déplétion des stocks calciques du RS par la thapsigargine ou la caféine. Ce canal présente une 
occurence et une probabilité d’ouverture plus importantes dans les fibres mdx par rapport aux fibres 
normales [Vandebrouck et al. 2002].  Puis en 2003, Weigl et al., montrent une entrée SOCE générée 
par la déplétion du RS à travers l’activation des RYRs dans les myotubes humains [Weigl et al. 2003]. 
En 2005, la présence des SOCEs a également été montrée dans les myotubes de souris C2C12 
[Gutierrez-Martin et al. 2005] et Sol8 [Vandebrouck et al. 2006] ou dans les myotubes de souris en 
culture primaire [Vandebrouck et al. 2007]. L’implication des SOCEs dans l’altération de 
l’homéostasie calcique dans la physiopathologie de la DMD est l’objet majeur de cette étude. 
Deux obstacles majeurs ont ralenti les progrès dans l'étude des SOCEs : Le premier est l'absence 
d'inhibiteurs sélectif des SOCEs et même si plusieurs inhibiteurs comme le 1 - [β - [3 - (4 
méthoxyphényl) propoxy]-4-méthoxyphénéthyle]-1H-imidazole (SKF-96365) et 2-
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aminoethoxydiphenylborane (2APB) ont  été utilisés pour bloquer les SOCEs dans plusieurs types de 
cellules, ils affichent tous des effets non spécifiques [Franzius et al. 1994]. Un deuxième obstacle 
majeur est la difficulté à résoudre l'identité moléculaire des canaux calciques dépendants du stock. 
Mais la découverte de STIM1 et Orai1 apporte énormément d’éléments à la compréhension des 
mécanismes à l’origine des SOCEs.  
 
2- STIM1 (Stromal Interaction Molecule 1) 
 
a- Présentation de STIM1 
STIM1 a initialement été caractérisé comme un suppresseur de tumeur et présenté comme une 
phosphoprotéine localisée à la membrane cellulaire [Manji et al. 2000]. En 2005, un screening à haut 
débit d’ARN interférence a permis de révéler le rôle majeur de cette protéine dans les SOCEs ([Roos 
et al. 2005] ; [Liou et al. 2005]) puisque l’extinction de STIM1 a dramatiquement réduit les SOCEs 
dans différents types cellulaires. Le gène STIM1 humain, initialement appelé GOK est localisé sur le 
chromosome 11p15.5 [Parker et al. 1996] et produit une protéine d’environ 90 kDa. STIM2 est le seul 
isoforme connu de STIM1, il serait un senseur calcique comme STIM1 et serait responsable de 
l’activation d’Orai à des concentrations calciques basales mais il existe très peu de données sur son 
veritable rôle qui reste à élucider (pour revue : [Roberts-Thomson et al. 2010] ; [Collins and Meyer 
2011]). La localisation de STIM1 a d’abord été signalée à la membrane plasmique grâce à des 
expériences d’immunofluorescence et de biotinylation de la membrane cellulaire [Manji et al. 2000]. 
Plus tard, d’autres études montrent une localisation de STIM1 au niveau du RE ([Roos et al. 2005] ; 
[Liou et al. 2005]).  
 
b- Structure de STIM1 
STIM1 comprend un seul domaine transmembranaire situé dans le RE dans les cellules au repos. 
L'extrémité amino-terminale de STIM1 s'étend dans la lumière du RE, alors que l'extrémité carboxy-
terminale s'étend dans le cytosol. L’extrémité amino-terminale de STIM1 contient un premier motif 
EF-hand (EF1) de liaison au Ca2+ qui joue le rôle de senseur calcique faible affinité dans la lumière du 
RE  ([Liou et al. 2005] ; [Zhang et al. 2005]). Ce premier motif EF-hand précède un deuxième motif EF-
hand (EF2) et un motif alpha stérile (SAM pour Sterile-Alpha Motif) comprenant deux sites de N-
glycosylation, suivi par le domaine transmembranaire unique et l’extrémité carboxy-terminal 
cytosolique. L’extrémité carboxy-terminale contient deux régions coiled-coil qui chevauchent avec un 
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domaine ezrine-radixine-moésine (ERM-like) suivi de domaines respectivement riches en glutamate, 
sérine/proline, sérine/thréonine et en lysine ([Liou et al. 2005] ; [Smyth et al. 2006] ; [Huang et al. 
2006]) STIM2 présente structurellement 61 % d’homologie avec STIM1. Les deux protéines différent 
de façon significative dans leur région carboxy-terminale après le domaine ERM/ Coiled-coil [Zheng 
et al. 2008]. 
Récemment des études ont identifiées de manière indépendante, un domaine d’activation d’Orai au 
sein du domaine ERM de STIM1. Il a été nommé : CAD pour CRAC-Activating Domain [Park et al. 
2009], OASF pour Orai-Activating Small Fragment [Muik et al. 2009] et SOAR pour STIM-Orai-
Activating Region [Yuan et al. 2009]. 
 
c- Rôle de STIM1 dans les SOCEs  
Des mutations au niveau des motifs EF1, EF2 et du domaine SAM perturbent la liaison de STIM1 aux 
ions Ca2+ et par conséquent déstabilise leurs interactions. Il en résulte une protéine STIM1 
constitutivement active et par conséquent une activation de Orai similaire à celle durant la déplétion 
des stocks calciques ([Liou et al. 2005] ; [Zhang et al. 2005]). L’activation des canaux CRACs est 
étroitement liée à l’oligomérisation de STIM1 puisqu’une oligomérisation artificielle du domaine 
cytosolique de ce dernier est suffisante pour induire la formation d’un influx calcique [Luik et al. 
2008].  
Tous ces résultats suggèrent que l’oligomérisation de STIM1 est l’élément déclencheur qui contrôle 
les entrées SOCEs lors de la déplétion des stocks calciques par l’intermédiaire d’un complexe 
STIM1/SOC au niveau de la jonction membrane plasmique/RE [Luik et al. 2008].  STIM1 est donc 
capable de percevoir les concentrations calciques du RE, ce qui est crucial pour le couplage entre la 
déplétion des stocks calciques et l’occurrence des influx à travers les canaux SOCs et CRACs ([Roos et 
al. 2005] ; [Liou et al. 2005]). Tant que la concentration calcique dans le RE est élevée, STIM1 est 
uniformément distribué au sein de la membrane endoplasmique. Lorsque les stocks calciques sont 
déplétés, une oligomérisation de STIM1 précède sa translocation près de la membrane plasmique 
pour former des cluster ponctués ([Liou et al. 2005] ; [Baba et al. 2006] ; [Liou et al. 2007]). Ce 
processus est directement suivi par l’activation du courant CRAC.  
Outre la localisation de STIM1 dans le RE, plusieurs groupes ont montré une insertion partielle de 
STIM1 dans la membrane plasmique après dépletion des stocks calciques en se basant sur des 
expériences de biotinylation, de microscopie immuno-électronique et d'immunofluorescence 
([Spassova et al. 2006] ; [Manji et al. 2000] ; [Mignen et al. 2007] ; [Lopez et al. 2006]). En revanche, 
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[Spassova et al. 2006] ont observé une expression membranaire de STIM1 indépendante de la 
déplétion des stocks. Ils suggèrent une interaction entre STIM1 du RE et STIM1 de la membrane 
plasmique. D'autres études ([Liou et al. 2005] ; [Baba et al. 2006])  ont utilisé des protéines STIM1 
taggées au niveau de l’extrémité amino-terminale pour démontrer que cette extrémité de STIM1 
n'est pas extracellulaire. [Hauser and Tsien 2007] ont comparé la distribution des protéines STIM1 
taggées et ont identifié une redistribution de ces deux formes après déplétion. Les données sont 
encore controversées concernant le rôle de STIM1 à la membrane plasmique dans l'activation des 
courants CRAC (figure 32A).  
  




Figure 32. Les modèles d’interactions de STIM1, Orai et TRPC.  A gauche, (A) Au repos, STIM1 (en 
violet) est localisé à la membrane du RE/RS et à la membrane plasmique. (B) Suite à la déplétion des 
stocks calciques du réticulum, STIM1 s’oligmérise. Deux modèles sont proposés :  
 (C) STIM1 est transloqué à la membrane plasmique et (D) se lie au canal SOC (en jaune) et 
induit l’entrée SOCE.  
 (E) STIM1 se place sur une région de la membrane du RE à proximité des STIM1 de la 
membrane plasmique. (F) Cette organisation permet de créer un complexe entre STIM1 et 
les canaux SOC pour stimuler les entrées SOCEs. Source: [Soboloff et al. 2006]. 
A droite, la nature des canaux SOCs reste à élucider. Un modèle proposé serait une interaction entre 
TRPC et Orai, grâce à l’intervention de STIM1 capable de sentir la diminution de calcium dans le RE 
après la déplétion des stocks. Source : [Liao et al. 2007].    
 
3- STIM1/Orai1 et les SOCEs dans le muscle squelettique 
Plusieurs éléments prouvent que STIM1 et Orai1 sont d’une importance cruciale pour les SOCEs dans 
le muscle squelettique. Des études ont montré :  (1) une importante expression de ces deux 
protéines dans le muscle squelettique ([Stiber et al. 2008] ; [Vig et al. 2008]),  (2) que les souris 
déficientes en STIM1 présentent des myopathies [Stiber et al. 2008], (3) que les patients SCID (Severe 
Combined ImmunoDeficency), caractérisés par des mutations perte de fonction de la voie 
STIM1/Orai1 présentent des myopathies [Feske et al. 2006] et (4) que la perte de l’expression de 
STIM1 ou l’expression du dominant négatifs Orai1, E106Q, causent une importante diminution des 
SOCEs dans les myotubes de souris [Lyfenko and Dirksen 2008].  
Bien que STIM1 et Orai1 participent aux SOCEs dans un grand nombre de types cellulaires, les 
entrées SOCEs dans le muscle squelettique qui s’opèrent également par le biais de ces deux 
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protéines présentent la particularité d’être instantanées. Une comparaison, par exemple avec les 
lymphocytes T qui présentent un délai de 10 secondes environ entre la déplétion des stocks calciques 
et l’activation des SOCEs montre que dans le muscle squelettique, ce délai est réduit à environ 1 
seconde [Edwards et al. 2010]. Pour expliquer ces observations, un modèle selon lequel il existerait 
une pré-localisation de STIM1 et Orai1 dans la cellule musculaire squelettique a été proposé. En 
effet, une pré-localisation de STIM1 à la membrane du RS au niveau de la jonction triade a été 
observée dans des myotubes C2C12 en différenciation ainsi que dans le muscle squelettique 
originaire des membres postérieurs de la souris adulte ([Stiber et al. 2008] ; [Vig et al. 2008]). Par 
conséquent, il a été proposé que la pré-localisation de STIM1 et Orai1 au niveau de la jonction 
citerne terminale/tubule T dans des conditions basales, quand les réserves calciques sont pleines, 
était responsable de la cinétique rapide des SOCEs dans le muscle squelettique. 
La conformation exacte du complexe STIM1/Orai1 au repos n’est pas encore complètement élucidée. 
Deux modèles ont été proposés par Dirksen en 2009. Dans le premier modèle, les monomères de 
STIM1 sont localisés au voisinage des canaux Orai1 inactifs au niveau de la jonction triade. Une 
diminution de la concentration de Ca2+ dans le RS provoque la dissociation rapide du Ca2+ de STIM1, 
ce qui entraîne des changements conformationnels de ce dernier, son oligomérisation et l'activation 
des canaux Orai1 pré-localisés au niveau des tubules T. Dans le deuxième modèle, il existe des 
complexes STIM1/Orai1 préformés où STIM1 lie la région carboxy-terminale des canaux Orai1 inactifs 
et qui le restent  jusqu'à ce qu'une diminution de la concentration de Ca2+ dans le RS déclenche des 
changements conformationnels de STIM1 et par conséquent, l’activation directe de l’afflux calcique 
médié par Orai1, ceci pourrait se produire suite, par exemple, à une interaction de STIM1 avec 
l'extrémité amino-terminale d’Orai1. Ces modèles permettraient une activation ultra-rapide, efficace 
et étroitement contrôlée d’Orai1 [Dirksen 2009].  
Quelque soit le modèle adopté, il parait évident que l'organisation spatiale de la jonction triade 
permettant des contacts étroits entre la citerne terminale du RS et les invaginations tubulaires 
transverses de la membrane plasmique, semble être d’une importance cruciale pour des SOCEs 
efficaces dans le muscle squelettique. 
 
4- TRPC1, 4 et les SOCEs dans le muscle squelettique 
Les entrées SOCEs sont certes indispensables au bon fonctionnement du muscle squelettique, 
cependant une activation anormale de ces entrées engendre des physiopathologies sévères dont la 
Dystrophie Musculaire de Duchenne, objet clé de ce travail. 
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Les myotubes déficients en dystrophine présentent une homéostasie calcique altérée caractérisée 
par une augmentation des influx SOCEs ([Vandebrouck et al. 2006] ; [Boittin et al. 2006]). Ces influx 
seraient donc responsables de l’élévation des taux cytosoliques de Ca2+ sous sarcolemmiens et de 
l’augmentation de la recapture calcique par la mitochondrie. D’une manière intéressante, le 
réintroduction de la mini-dystrophine dans ces cellules réduit les entrées calciques à leur taux 
normaux et diminue le réabsorption calcique mitochondriale [Vandebrouck et al. 2006]. En 2002, 
Vandebrouck et al. proposent les TRPCs comme candidats majeurs des SOCEs dans les fibres 
musculaires squelettiques et décrivent un courant calciques non voltage-dépendant activé par la 
déplétion des stocks calciques sous l’effet de la thapsigargine ou de la caféine [Vandebrouck et al. 
2002]. Cette même étude détecte une expression des TRPC1 à 6 dans les fibres de souris C57BL/10 
par RT-PCR et la localisation à la membrane des TRPC1, 4 et 6 par immonumarquage. Cette 
localisation est confirmée par plusieurs études ultérieures ([Gervasio et al. 2008] ; [Zanou et al. 
2010] ; [Sabourin et al. 2009]) et également retrouvée au niveau des myotubes murins 
([Vandebrouck et al. 2007] ; [Sabourin et al. 2009]). Des études au sein de notre équipe se sont 
concentrées sur l’implication de TRPC1 et 4 dans les influx SOCEs dans les myotubes de souris 
normales ou mdx. L’extinction sélective de ces canaux par siRNA montre bien que TRPC1 et 4 
participent activement aux SOCEs [Sabourin et al. 2009]. Ces résultats correspondent bien à ceux 
obtenus sur fibres de souris normale et mdx par [Vandebrouck et al. 2002]. 
Une étude récemment publiée indique que l’entrée accrue de Ca2+ est par elle-même suffisante pour 
induire la dystrophie musculaire in vivo, puisque les souris transgéniques surexprimant TRPC3 dans 
cette étude, présentent des caractéristiques similaires aux modèles de maladies dystrophiques 
[Millay et al. 2009]. Cette étude a permis de renforcer les convictions que les TRPCs sont des 
candidats SOCEs très importants. En effet, d’une part les fibres mdx présentent une augmentation 
anormale des influx calciques médiés par les TRPCs ([Vandebrouck et al. 2002] ; [Millay et al. 2009]). 
D’autre part, des études de notre équipe ont montrés que TRPC1 et TRPC4 sont associés au 
complexe DGC via l’α1-syntropnine qui jouerait un rôle dans la régulation de l’activité de ces canaux 
([Vandebrouck et al. 2007] ; [Sabourin et al. 2009]). Tous ces résultats montrent l’importance des 
TRPCs, notamment 1 et 4 dans les entrées SOCEs et leur relation avec la dystrophine, le DGC et par 
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5- Interactions entre TRPCs et STIM1 
En 2006, Huang et collaborateurs montrent que STIM1 est capable d’activer TRPC1 [Huang et al. 
2006]. Cette équipe a également montré que l’association de ces deux protéines se faisait par 
l’intermédiaire du domaine ERM de STIM1 [Huang et al. 2006]. Plus récemment, il a été montré que 
la région SOAR de STIM1 qui permet son interaction avec Orai1 pourrait être également le domaine 
de liaison de STIM1 aux TRPCs. Une étude a récemment rapporté que STIM1 active TRPC1 à travers 
une interaction entre deux aspartates (localisés à proximité de la TRP Box et conservés dans les 
TRPCs) négativement chargés (DD en positions 639-640) et deux résidus lysine chargés positivement 
(KK, 684-685) localisés dans la région carboxy-terminale de STIM1. L’activation de TRPC1 par STIM1 
serait donc une interaction intermoléculaire électrostatique [Zeng et al. 2008]. 
 
L’association entre TRPC1 et STIM1 a été observée dans plusieurs types cellulaires et modèles y 
compris les plaquettes humaines ([Jardin et al. 2008b] ; [Jardin et al. 2008a]), les HEK293 [Cheng et 
al. 2008]. De plus STIM1 semble s’associer à d’autres membres de la famille des TRPCs y compris 
TRPC2 (Worley et al., 2007), TRPC4 et TRPC5 ([Sours-Brothers et al. 2009] ; [Heo et al. 2012]) et 
TRPC6 [Jardin et al. 2009]. Bien que Yuan et collaborateurs suggèrent que pour TRPC6, la régulation 
par STIM1 se fait d’une manière indirecte en induisant l’hétéromultimérisation de TRPC6 avec TRPC4 
[Worley et al. 2007]. 
Il a également été montré que l’interaction de STIM1 et TRPC1 induit le recrutement de ce dernier au 
niveau des radeaux lipidiques ce qui lui permettrait de remplir sa fonction de canal SOC. Alors qu’en 
l’absence de STIM1, TRPC1 interagit avec d’autres TRPCs ce qui conduirait à la formation de canaux 
ROCs (Receptor-Operated Channels) [Alicia et al. 2008].   
 
 
6- Interactions entre TRPCs et Orai 
Des études récentes montrent une interaction entre Orai1 et les canaux TRPCs sous l’influence de 
STIM1 et proposent une composition hétérométrique des canaux SOCs par des protéines  TRPCs et 
Orai  (figure 32B) ([Liao et al. 2008] ; [Liao et al. 2007]). L’extinction d’Orai1 dans les cellules de 
glandes salivaires humaines, où TRPC1 a été prouvé comme le constituant majeur des canaux SOCs, 
réduit significativement les entrées dépendantes de la déplétion des stocks calciques. Ceci suggère 
que les protéines Orai auraient le rôle d’intermédiaire pour la transmission du signal de déplétion 
(médié par STIM1) aux canaux TRPCs [Liao et al. 2007]. 
Cette hypothèse permettrait d’expliquer le rôle des protéines Orai dans les SOCEs quelques soit le 
modèle proposé : le modèle où Orai1 serait lui même le constituant d’un canal ionique activé par 
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STIM1 autrement dit, l’hypothèse des canaux CRACs ([Yeromin et al. 2006] ; [Lorin-Nebel et al. 
2007]) ; ou un modèle selon lequel les canaux SOCs seraient formés par la combinaison des protéines 
TRPCs et Orai (figure 32B) [Liao et al. 2007]. 
Dans ce dernier modèle, Orai communiquerait les informations concernant l’état des stocks calciques 
ressenties par STIM1, localisé dans le RE/RS, aux TRPCs présents à la membrane plasmique. Une 
expérience réalisée dans les plaquettes humaines exprimant TRPC1, STIM1 et Orai1 de manière 
endogène montre que l’altération de l’interaction entre STIM1 et Orai1 empêcherait l’association 
entre STIM1 et TRPC1. Ceci altérerait la fonction de TRPC1 qui n’est plus impliqué dans les SOCEs 
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III- La pharmacologie des SOCEs 
 
1- Activation des SOCEs 
Les SOCEs sont déclenchées par l’épuisement des réserves calciques du RE/RS quelque soit le 
mécanisme impliqué dans cette déplétion. 
Expérimentalement, les SOCEs sont les plus couramment activées par l’un des trois mécanismes 
suivant : par activation des IP3R ou RYR, par le blocage des pompes SERCA ou par utilisation d'un 
ionophore calcique (en général l’ionomycine). La caféine est communément utilisée comme agoniste 
des RYRs pour induire la libération de Ca2+ des stocks du RE/RS ([Herrmann-Frank et al. 1999] ; 
[Alonso et al. 1999] ; [Vandebrouck et al. 2002]). De même la thapsigargine et le CPA (CycloPiazonic 
Acid) sont également très couramment utilisés comme inhibiteurs de la pompe SERCA, pour 
empêcher le remplissage des stocks calciques du RS et par conséquent conduire à une déplétion de 
ces réserves pour induire les SOCEs [Gonzalez Narvaez and Castillo 2007]. Un autre moyen possible 
pour dépléter les réserves du RE/RS est l’utilisation de chélateurs calciques comme l’EGTA (ethylene 
glycol-bis(2-aminoethylether)-N,N,N′,N′-tetraacetic acid) et le BAPTA  (1,2-bis(o-
aminophenoxy)ethane- N,N,N',N'-tetraacetic acid) qui vont bloquer le calcium libre du cytoplasme 
qui devient inutilisable par la SERCA pour le remplissage des stocks. Un autre chélateur métallique, le 
TPEN (N,N,N’,N’-tetrakis(2-pyridylmethyl)ethilenediamine) peut être utilisé pour activer les SOCEs en 
chélatant le Ca2+ directement dans le RE/RS. En effet, le TPEN est un chélateur perméable aux 
membranes, de forte affinité pour les métaux lourds comme le fer et le zinc mais présente une faible 
affinité pour le Ca2+ (Kd ~ 10
-4,4) [Arslan et al. 1985]. De ce fait, et comme la concentration calcique 
des réserves du RE/RS est comparable avec le Kd du TPEN pour le calcium, ce chélateur est capable 
de fixer le Ca2+ des réserves calciques sans perturber le calcium cytoplasmique qui lui présente des 
concentrations de l’ordre du nanomolaire.  Le 2APB a également été montré comme activateur des 
SOCEs à un intervalle de concentration compris entre 1 et 20 μM (pour revue : [Putney 2010]). 
Physiologiquement, deux activateurs directs des SOCEs ont été décrits. L'un est un peptide qui 
représenterait le domaine d’interaction avec Orai de STIM1 ([Kawasaki et al. 2009] ; [Yuan et al. 
2009]). Les peptides provenant de cette région seraient capables d’activer les SOCEs 
indépendamment de la déplétion des stocks. Un second activateur est le CIF (Calcium Influx Factor) 
[Bolotina and Csutora 2005]. Le CIF, isolé à partir de cellules déplétées, peut activer les SOCEs dans 
d’autres cellules sans déplétion des stocks. Il agit indépendamment de STIM1 et est supposé agir en 
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aval, en impliquant l'activité de la phospholipase A2 [Bolotina 2008]. Le mode d’action du CIF, ainsi 
que sa nature restent encore à élucider.  
 
2- Inhibition des SOCEs 
A ce jour, aucun inhibiteur spécifique des canaux SOC n’a été décrit ce qui rend plus compliquée 
l’étude de ces canaux et des entrées SOCEs. Les outils les plus utilisés pour inhiber les SOCEs sont 
l’éconazole, le SKF-96365 (1-[β-(3-(4-Methoxyphenyl)propoxy)-4-methoxyphenethyl]-1H-imidazole 
hydrochloride), le Ni2+ (Nickel), le La3+ (Lanthane) et le Gd3+ (Gadolinium), mais ces inhibiteurs 
présentent tous des effets inhibiteurs sur d’autres canaux y compris les ROCs et parfois même les 
canaux voltage-dépendant [McFadzean and Gibson 2002].   
Le 2APB peut également inhiber les SOCEs avec des concentrations supérieures à 10 μM sans pour 
autant être spécifiques des SOCEs (pour revue : [Putney 2010]). Il existe également un nombre de 
drogues exerçant un effet inhibiteur sur les SOCEs comme la tetrandine et les inhibiteurs du 
cytochrome-P450 mais ces drogues manquent également de spécificité pour les SOCEs. 
Récemment une nouvelle molécule, YM-58483 ou BTP2 (4-methyl-4′-[3,5-bis(trifluoromethyl)-1H-
pyrazol-1-yl]-1,2,3-thiadiazole-5-carboxanilide) a été caractérisée comme inhibiteur sélectif des 
canaux SOCs. En effet, malgré l’absence de précisions concernant son mécanisme d’action, des 
études ont montré que l’effet de YM-58483 n’affecte pas les entrées calciques voltage-dépendantes, 
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TRPV2 PARTICIPE A L’ALTERATION DE l’HOMEOSTASIE 
CALCIQUE 
 
I- Présentation de TRPV2  
 
TRPV2 a été découvert et décrit dans le laboratoire de David Julius en 1999. Il a été proposé comme 
une cible potentielle de la douleur à la fois pour son homologie de séquence avec TRPV1 (50% 
d’homologie) et pour son activation par des températures nocives (> 52 °C) [Caterina et al. 1999]. Il 
apparait ensuite comme un canal multifonctionnel capable de répondre, en plus des stimuli 
thermiques, aux neuropeptides [Boels et al. 2001], aux facteurs de croissance [Kanzaki et al. 1999] et 
jouerait un rôle dans les événements de dégranulation pro-inflammatoires des mastocytes [Stokes et 
al. 2004] et apparait mécanosensible dans le muscle lisse [Muraki et al. 2003].  
 
II- Structure de TRPV2 
 
Du fait de son appartenance à la grande famille des TRPs, la protéine TRPV2 présente la même 
structure décrite précédemment. Des études se sont intéressées à la structure de l’extrémité amino-
terminale du TRPV2 humain. 
L’étude de ce fragment par cristallographie révèle six répétitions ankyrine (ANK). Chaque répétition 
ankyrine de TRPV2 est définie par deux hélices antiparallèles (α1 et α2) suivie d'une boucle faisant la 
liaison avec une structure en épingle à cheveux (β-hairpin) [McCleverty et al. 2006].  
Les insertions dans les répétitions ankyrine signalées ne sont pas rares, mais sont généralement de 
petite taille, typiquement de un à six résidus, et limitées à une ou deux répétitions. Le domaine de 
répétions d’ankyrine de TRPV2 est unique, parce que chaque répétition ankyrine (à l’exception 
d’ANK6, qui n’a pas été complètement visible dans cette étude) contient des insertions allant de trois 
à 16 résidus. Ces insertions se traduisent par une nouvelle structure pliée qui n'a pas encore été 
observée dans la structure d’autres domaines de répétition d’ankyrine [McCleverty et al. 2006].  
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III- Pharmacologie de TRPV2 
 
1- Les agonistes 
 
TRPV2 est activé pas la chaleur nocive avec un seuil d’activation supérieur à 52 ⁰C [Caterina et al. 
1999] et par un nombre de ligands chimiques exogènes. Mais l’activation ligand et température-
dépendante présente une spécificité d’espèce. Par exemple, bien que la chaleur nocive (jusqu'à 53 
°C) et l'agoniste non sélectif 2APB activent TRPV2 chez le rat et la souris, le TRPV2 humaine ne 
répond pas au 2APB même avec des concentrations jusqu'à 1 mM ni à des températures élevées 
même supérieures à 53 ° C [Neeper et al. 2007]. Les analyses des constructions chimériques (murine-
humaine) de canaux TRPV2 ont montré que les déterminants moléculaires de la sensibilité au 2APB 
sont localisés au niveau des extrémités amino et carboxy-terminales intracellulaires.  
Un autre phénylborate, le DPBA (DiPhenylBoronic Anhydride), est également capable d'activer TRPV2 
murin [Juvin et al. 2007]. Le TRPV2  de rat est également  activé par l’agent uricosurique, 
probénécide (inhibiteur de l'excrétion rénale des anions organiques et de la réabsorption tubulaire 
de l'urate)  contrairement aux cinq autres TRPs thermosensorielles (TRPV1, TRPV3, TRPV4, TRPM8, et 
TRPA1) qui ne présentent pas une réponse à ce médicament [Bang et al. 2007]. Un peu plus tard, 
plusieurs nouveaux cannabinoïdes ont été identifiés comme modulateurs de TRPV2 chez l’homme et 
le rat : le cannabidiol, un composé non psychotropes, est montré comme un agoniste très puissant 
(EC50 ~ 4 μM), l'agent psychotrope Δ
9-tétrahydrocannabinol (THC), la principale substance 
psychoactive dans Cannabis sativa (EC50 ~ 14 µM) et le cannabinol, un cannabinoide légèrement 
psychoactif (EC50 ~ 78 µM) [Qin et al. 2008]. TRPV2 a été proposée comme une cible potentielle de la 
douleur, mais on sait très peu sur son mécanisme d'activation. 
 
Bien qu'aucun des activateurs de TRPV2 identifiés à ce jour ne soit sélectif, les preuves ont montré de 
plus en plus que la translocation peut être un mécanisme important pour l’activation fonctionnelle 
de TRPV2. Les facteurs de croissance régulent positivement l’expression et la fonction de TRPV2 par 
la promotion de sa translocation à partir des pools intracellulaires vers la membrane plasmique, dans 
lequel il démontre une activité constitutive (par exemple, l'insuline-like growth factor-1) ([Kanzaki et 
al. 1999] ; [Boels et al. 2001] ; [Iwata et al. 2003]). La chaleur et l’IP3 kinase permettent également la 
promotion de l'insertion de TRPV2 dans la membrane, tandis que l’inhibition de cette IP3 kinase 
réduit l’insertion membranaire de TRPV2 [Penna et al. 2006].  
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2- Les antagonistes 
 
Aucun inhibiteur spécifique de TRPV2 n’a été décrit jusqu'à ce jour, cependant il existe des bloqueurs 
efficaces de ce canal bien que non sélectifs. Ces bloqueurs sont le rouge de ruthenium (RR pour 
Ruthenium Red) et les ions trivalents La3+ et Gd3+ [Leffler et al. 2007]. De même SKF96365, l’amiloride 
diurétique ainsi que les bloqueurs des canaux potassiques (le tetraethylammonium, le 4-
aminopyridine et le 1-(2-(trifluoromethyl) phenyl) imidazole) agissent comme des bloqueurs de 
TRPV2 [Juvin et al. 2007].      
 
IV- TRPV2 dans le muscle squelettique 
 
TRPV2 est activé par étirement membranaire [Muraki et al. 2003]. Il est localisé normalement dans 
les compartiments membranaires intracellulaires, mais se trouve transloqué à la membrane 
plasmique dans les fibres musculaires dystrophiques [Iwata et al. 2003]. Son inhibition spécifique 
semble améliorer la dystrophie musculaire. En effet, des souris mdx exprimant un mutant dominant 
négatif du canal TRPV2 présentent une entrée réduite de Ca2+ dans les fibres musculaires. Le 
dominant négatifs TRPV2 a permis de réduire la dégénérescence musculaire (nécrose et apoptose) et 
la régénération (noyaux centraux, etc). Ces observations suggèrent que le canal TRPV2 constitue une 
importante voie d'entrée du Ca2+ dans les fibres musculaires dystrophiques [Iwata et al. 2009].  
 
L’une des caractéristiques des muscles dystrophiques est leur sensibilité particulière aux contractions 
excentriques (allongement) [Moens et al. 1993]. En effet, il a été montré que le travail excentrique 
répété des muscles dystrophiques induit une perte importante et progressive de la force ainsi que 
d'une augmentation importante de la perméabilité membranaire qui peut être détecté par la 
libération de la créatine kinase ou par l'absorption de colorants tels que le procion orange et le bleu 
d’Evans. Il est généralement admis que cela est dû à une fragilité anormale de la membrane, compte 
tenu de l'absence de lien entre le cytosquelette et la matrice extracellulaire. Une étude réalisée par 
Zanou et al., en 2009 a montré que la sensibilité musculaire à l’étirement serait principalement due à 
la présence anormale à la membrane plasmique ou à la régulation anormale des canaux TRPV2.  La 
comparaison entre les souris mdx exprimant ou non le mutant dominant négatif de TRPV2 après des 
contractions excentriques des muscles EDL (Extensor Digitorum Longus) montre que la perte 
progressive de la force développée par les muscles des souris mdx/dominant négatif était très 
réduite par rapport aux souris mdx contrôles, suggérant l'implication du canal TRPV2 dans la 
sensibilité accrue du muscle dystrophique aux contractions excentriques.  
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De même, l'absorption du procion orange a également été considérablement réduite par le 
dominant négatif TRPV2, ce qui suggère que l'entrée de Ca2+ à travers TRPV2 précède la forte 
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Les entrées cationiques dépendantes des réverses calciques du réticulum sarcoplasmique (SOCE pour 
Store-Operated Calcium Entry) sont dérégulées dans diverses pathologies y compris la dystrophie 
musculaire de Duchenne (DMD). La dérégulation de ces entrées s’inscrit dans l’altération de 
l’homéostasie calcique, un aspect majeur de la physiopathologie de la DMD. 
Des précédents travaux ont permis de mettre en évidence un canal SOC activé par la déplétion des 
stocks calciques du RS par la thapsigargine ou la caféine. Ce canal présente une occurence et une 
probabilité d’ouverture plus importantes dans les fibres mdx par rapport aux fibres normales 
[Vandebrouck et al. 2002]. De plus une augmentation anormale des influx SOCE a été observée  dans 
les myotubes murins déficients en dystrophine [Vandebrouck et al. 2006] et dans les myotubes 
primaires mdx [Vandebrouck et al. 2007].  Les canaux TRPCs ont été la première cible potentielle 
envisagée pour porter les entrées SOCE. Plusieurs études, aussi bien par expression hétérologue de 
canaux TRPCs, ou avec l'aide d'anticorps bloquants ou par suppression de la fonction endogène des 
TRPCs, ont suggéré que les membres de cette famille seraient de bons candidats pour médier les 
SOCE [Parekh and Putney, Jr. 2005]. La découverte de STIM1 et Orai1 apporte énormément 
d’éléments à la question de l’identité moléculaire des SOCE et la compréhension des mécanismes à 
l’origine de ces entrées. Même si le modèle d’interaction de ces deux protéines entre elles et avec les 
TRPCs n’est pas encore tout à fait clair, plusieurs travaux ont montré que STIM1 et Orai1 sont 
indispensables à l’établissement des entrées SOCEs ([Stiber et al. 2008] ; [Vig et al. 2008] ; [Lyfenko 
and Dirksen 2008]).  
La question de la régulation des entrées SOCEs reste également à élucider. Les travaux de notre 
équipe suggèrent un signalplex α1-syntrophine/dystrophine qui serait responsable de la régulation 
de ces entrées. D’autre part, des travaux sur le modèle murin montrent que le dominant négatif du 
canal TRPV2 améliore le phénotype des souris mdx en diminuant les entrées cationiques 
anormalement élevées dans les fibres dystrophiques ([Iwata et al. 2003] ; [Zanou et al. 2009]).  
   
Ce travail de thèse se divise en deux parties : 
 
Le modèle murin 
Les études sur les lignées murines SolD6 (exprimant la mini-dystrophine) et SolC1 (déficients en 
dystrophine) ont permis de démontrer que les entrées SOCEs sont portées par les canaux TRPC1 et 
TRPC4 dans ces myotubes ([Vandebrouck et al. 2006] ; [Sabourin et al. 2009]). Ces résultats 
correspondent bien à ceux obtenus sur fibres de souris normale et mdx par [Vandebrouck et al. 
2002] mais sont contredits par une étude sur souris knock-out TRPC1-/- où les SOCEs enregistrées sur 
les fibres ne sont pas affectée [Zanou et al. 2010]. Cette absence d’effet pourrait s’expliquer par une 
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compensation apportée par d’autres SOCs comme TRPC4 et/ou Orai1. Nos travaux sur lignées 
murines ont également proposé un modèle de régulation de ces entrées SOCE par l’α1-syntrophine 
qui exercerait son activité régulatrice par l’intermédiaire de ses interactions via son domaine PDZ 
([Vandebrouck et al. 2007]; [Sabourin et al. 2009]). L’altération des entrées SOCE dans les myotubes 
déficients en dystrophine serait donc due à la perte du complexe DGC dystrophine/syntrophine, dans 
lequel cette dernière jouerait un rôle crucial dans la régulation des SOCEs. 
Dans cette première partie, les objectifs de travail sont (1) d’étudier l’implication éventuelle de 
STIM1 et Orai1 dans les entrées SOCE dans les myotubes murins et (2) de proposer une nouvelle voie 
responsable de la dérégulation des entrées cationiques dépendantes des stocks calciques dans les 
myotubes murins déficients en dystrophine la voie Ca2+/PLC/PKC. 
 
Le modèle humain 
Il existe peu d’éléments dans la littérature quant à la caractérisation des entrées SOCEs dans les 
cellules musculaires humaines et dans la DMD. Les entrées SOCE ont été mise en évidence dans les 
myotubes humains sains [Weigl et al. 2003] et dans les fibres humaines saines [Duke et al. 2010]. Des 
travaux de notre équipe ont mis en évidence, dans des co-cultures nerf/muscle, une dérégulation des 
concentrations calciques intracellulaires dans les myotubes humains DMD due à une activation 
anormale des canaux sarcolemmiens ([Imbert et al. 1995] ; [Imbert et al. 1996] ; [Imbert et al. 2001]), 
notamment les canaux mécanosensibles [Vandebrouck et al. 2001]. 
Les objectifs de cette partie de mon travail sont (1) d’étudier les entrées SOCE dans un modèle de 
myotubes humains normaux et DMD en culture primaire, (2) d’établir le profil d’expression et de 
localisation des protéines impliquées dans ces entrées, (3) d’explorer le rôle de l’α1-syntrophine dans 
la régulation des SOCE dans les myotubes humains primaires, (4) de montrer l’implication de la voie 
Ca2+/PLC/PKC dans la dérégulation des entrées SOCE dans les myotubes humains DMD et finalement 
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LES MODELES CELLULAIRES 
I- Lignées cellulaires murines 
 
1- Présentation des lignées SolD6 et SolC1  
Les lignées SolD6 et SolC1, utilisées dans la première partie de cette étude ont été développées au 
sein de notre laboratoire. Ces lignées sont issues de la lignée Sol8 déficiente en dystrophine [Mulle et 
al. 1988] issue elle même d’un clonage à partir de culture primaire de muscle soléaire de souris C3H. 
La  lignée Sol8 nous a été fournie par le Pr. Isabelle Martelly (Paris XII, Créteil). SolC1, lignée 
déficiente en dystrophine, est un sous clone de Sol8, infecté par un vecteur vide. L’avantage que 
présente cette lignée par rapport à la lignée Sol8 est son indice de fusion plus élevé. La lignée SolD6, 
exprimant la mini-dystrophine a été établie à partir de SolC1 suite à son infection par le vecteur pTG 
5251 contenant l’ADNc de la mini-dystrophine. En effet la mini-dystrophine est obtenue après une 
délétion au niveau du domaine rod (entre le Hinge 2 et la répétition spectrine 19). Cette protéine 
conserve la fonctionnalité de la dystrophine mais avec un poids moléculaire de 229 kDa au lieu de 
427 kD [Marchand et al. 2004]. 
2- Culture et fusion des SolD6 et SolC1 
Les lignées SolD6 et SolC1 sont conservées dans l’azote liquide (-196 ⁰C). Les cryotubes contiennent 
généralement un million de cellules, dans un milieu de congélation (figure MM1 ci-dessous). Ces 
lignées pouvant dérivées, elles ne sont utilisées que pour environ 20 passages. 
La décongélation des cellules à la sortie de l’azote liquide doit être très rapide et ceci grâce à la mise 
en contacte du cryotube contenant les cellules congelées avec l’eau du bain-marie à 37 ⁰C. Les 
cellules sont ensuite resuspendues dans 5-10 ml de milieu de prolifération pour diluer le DMSO 
contenu dans le milieu de congélation. Le milieu de prolifération (figure MM1) pour 
l’ensemencement après décongélation contient 10 % supplémentaires de sérum de veau afin de 
fournir de bonnes conditions de culture aux cellules fragilisées par la décongélation. Les cellules sont 
ensuite placées dans un flacon de 25 ou 75 cm2, et dans l’incubateur à 37 ⁰C, 5% CO2, jusqu’à 
confluence. 
A 80% de confluence, les cellules sont trypsinisées, comptées et ensemencées sur des lamelles de 
verres 30 mm et 20 mm de diamètre (dans des plaques 6 et 12 puits respectivement). 
L’ensemencement sur lamelles de verre est nécessaire aux procédures expérimentales, mais 
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l’adhérence de ces lignées au verre est très limitée d’où la nécessité de gélatiner ces lamelles avec de 
la gélatine porcine 1% (sigma-Aldrich).  Les cellules sont ensuite ensemencées dans un le milieu de 
prolifération. Lorsque celles-ci atteignent 70-80% de confluence, leur milieu est remplacé par le 
milieu de fusion (figure MM1). Très rapidement la présence de ce milieu (dépourvu de sérum de 
veau, contenant 2% de sérum de cheval et de l’insuline) permet aux cellules un alignement, 
préparant ainsi la fusion qui survient généralement 3 jours après l’ajout du milieu de fusion.  
 
 
Figure MM1. Milieux de culture utilisés lors  de cette étude.  
 
     
  
  Matériels et méthodes 
127 
 
II- Myoblastes humains primaires 
 
1- Présentation des échantillons de myoblastes humains primaires 
Les échantillons de myoblastes humains primaires (sains et DMD) nous sont fournis par Myobank et 
Myosix (Généthon, Association Françaises contre les Myopathies). Ces cellules sont obtenues à partir 
de biopsies de patients atteints ou non de la DMD. La dissociation est effectuée par la méthode de 
digestion enzymatique et les myoblastes nous parviennent congelées dans une solution de DMEM 
20% sérum de veau (SVF) + 10% DMSO. Les cellules de Myosix sont purifiées sur colonne CD133 et 
donc présentent entre 90 et 95% de pureté alors que les cellules fournies par Myobank contiennent 
également des fibroblastes. 
Les études ont d’abord été conduites sur des cellules non-purifiées, puis ensuite sur des myoblastes 
quasi purs afin de favoriser l’alignement et la fusion qui dépendent de la proportion en fibroblastes 
par rapport à celle en myoblastes.    
 
2- Culture et fusion des myoblastes humains primaires  
Les ampoules de myoblastes sont décongelées rapidement de la même manière que pour les lignées. 
L’ampoule est placée au bain-marie à 37 ⁰C jusqu’à la dissolution de la quasi totalité du glaçon. 
Ensuite le contenu de l’ampoule est transféré et soigneusement homogénéisé dans un tube 
contenant 5 ml de milieu de prolifération (figure MM1). Le tube est ensuite centrifugé 5 min à 2000 
rpm (rotation per minute) afin d’éliminer toute trace de DMSO. Le culot cellulaire est resuspendu 
dans 10 ml de milieu de prolifération, transféré dans un flacon de 75 cm2 et placé dans l’incubateur à 
37 ⁰C, 5% CO2. 
La fusion des myoblastes humains en myotubes est un processus très délicat, autant au niveau de 
son déroulement que sur sa durée. Une période de mise au point a donc été nécessaire afin de 
déterminer les paramètres les plus favorables à la fusion. Les milieux de prolifération et de fusion 
retenus sont présenté dans le tableau figure MM1.   
Les myoblastes humains sont ensemencés sur des lamelles de verre (30 mm et 20 mm de diamètre). 
Ces lamelles sont d’abord traitées au Matrigel™ (BD Biosciences). En effet le Matrigel ™ favorise le 
bon déroulement de la prolifération et la fusion des myoblastes en myotubes.  Le Matrigel ™ est une 
préparation de matrice de membrane basale extraite d’un sarcome de souris EHS (Engelreth-Holm-
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Swarm), contenant entre autre : de la laminine (composant majeur), du collagène IV, Transforming 
Growth Factor-β, epidermal growth factor, insulin-like growth factor, fibroblast growth factor etc.   
Les myoblastes sont ensemencés à une densité de 25000 et 12000 cellules par puits (dans des 
plaques 6 puits et 12 puits respectivement) dans le milieu de prolifération. A 80% de confluence, le 
milieu de prolifération est remplacé par le milieu de fusion. L’alignement des myoblastes se met en 
place rapidement (2 jours après l’initiation de la fusion). La fusion des myoblastes en myotubes et la 
différenciation des myotubes se déroulent sur une durée moyenne de 11 jours. Le milieu de fusion 
n’est changé que 7 jours après l’initiation de la fusion ; le changement de milieu est ensuite effectué 
tous les 2-3 jours. 
 
IMMUNOMARQUAGE FLUORESCENT 
I- Le principe  
 
Figure MM2. Principe du marquage immunofluorescent indirecte. Présentation du principe de 
l’immunofluorescence ainsi que la composition des solutions utilisées dans le protocole appliqué 
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Le principe du marquage immunofluorescent se présente comme illustré ci-dessus (figure MM2). Les 
protéines cellulaires cibles présentent un épitope qui sera reconnu par l’anticorps primaire dirigé 
spécifiquement contre ce dernier. L’anticorps secondaire, dirigé contre l’espèce de l’anticorps 
primaire, reconnait celui-ci et ne doit pas croiser avec l’espèce au niveau de laquelle est réalisée 
l’étude. Les anticorps secondaires utilisés dans le marquage immunofluorescent sont couplés à des 
fluorophores excités à une longueur d’ondes qui permet d’émettre une fluorescence détectable par 
microscopie.  
 
II- Protocole expérimental 
 
Les expériences ont été réalisées sur des myotubes différenciés ensemencés au préalable sur des 
lamelles de verre, 20 mm de diamètre, dans des plaques 12 puits. Les cellules sont d’abord lavées 
avec une solution de TBS 1X afin d’éliminer toute trace de milieu de culture. La 
fixation/perméabilisation des cellules peut se faire selon deux schémas :  
 une fixation au paraformaldéhyde 4% dans du TBS 1X (20 min avec légère agitation) suivie 
d’une perméabilisation avec une solution de TBS 1X/ 0,5% triton X-100. 
 une fixation plus rapide au méthanol ou acétone pur (-20 ⁰C), 5 min avec une légère 
agitation ; la perméabilition n’est pas nécessaire dans ce cas parce qu’elle est assurée 
directement par l’agent fixateur. 
Après 3 lavages de 5 min au TBS 1X, les cellules sont incubées pendant au moins 30 min dans une 
solution de TBS 1X/ 1% BSA dans le but de saturer les sites non spécifiques et améliorer la fixation 
spécifique de l’anticorps primaire. 
Dans cette étude, les marquages réalisés concernent les protéines TRPC1, TRPC4, dystrophine, α1-
syntrophine, TRPV2, STIM1 et Orai 1 (figure MM3). 




Figure MM3.  Liste des anticorps primaires utilisés pour le marquage immunofluorescent.  
 
20 μl de solution d’anticorps primaire par lamelle sont préparés dans du TBS 1X/1% BSA. Les 20 μl 
sont placés sous forme de goutte sur un papier parafilm bien étiré et étendu sur l’envers d’un 
couvercle de boite de pétri, au niveau de cette goutte est placée la lamelle, bien égouttée, face vers 
le liquide.  Ce dispositif est mis dans une boite humidifiée à 4 ⁰C sur la nuit. Suite à l’incubation avec 
l’anticorps primaire, 3 lavages de 10 min au TBS 1X/1% BSA sont nécessaires avant l’incubation des 
cellules avec les anticorps secondaires (figure MM4), 45 min à température et à l’obscurité. Le Dapi 
(4’,6-diamidino-2-phenylindole) a été ajouté dans les solutions d’anticorps pour marquer les noyaux. 
Les lamelles sont ensuite de nouveau lavées 3 fois pendant 10 min au TBS 1X/1% BSA, puis égouttées 
et fixées sur des lames grâce à une goutte de Mowiol (Sigma-Aldrich). Le montage nécessite 30 min 
de séchage à l’obscurité et à température ambiante avant d’être utilisé ou congelé à -20 °C. 
 
Figure MM4.  Liste des anticorps secondaires utilisés pour le marquage immunofluorescent.  
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Les lamelles sont ensuite visualisées par microscopie confocale : Olympus FV1000 équipé de 3 lasers. 
Les images ont été prises sur microscope inversé Olympus IX70 avec un objectif à immersion X60. Les 
images ont ensuite été traitées au niveau du contraste et de la luminosité sur le logiciel Fluoview 
(FV10-ASW 2.0)  
 
MESURES DES ENTREES CATIONIQUES PAR 
EXTINCTION DE LA FLUORESCENCE DU FURA 2 PAR LES 
IONS Mn2+   
 
I- La sonde Fura 2/Fura 2-AM 
 
Fura 2 est une sonde calcique (Kd = 0,14 μm) qui présente à la fois une partie fluorophore de type 
styblène lui conférant son caractère fluorescent et une structure octocoordonnée, tétracarboxylée 
caractéristiques de l’EGTA et le BAPTA lui permettant de lier un ion Ca2+. Le Fura 2 présente 
également dans sa structure, un pont hétérocyclique responsable du renforcement de la liaison 
éthyle du styblène et de la réduction de l’hydrophobicité de la molécule [Grynkiewicz et al. 1985].  
Afin de permettre son passage à travers la membrane plasmique, le Fura 2 a besoin d’être couplé à 
un groupement AcétoxyMéthylester (AM), il se présente donc sous sa forme non chargée et 
hydrophobe (figure MM5).  
Une fois la bicouche lipidique traversée, les estérases du cytoplasme procèdent à une 
désestérification du Fura 2-AM qui retrouve sa forme Fura 2 et reste donc piégée dans le cytoplasme 
et de lie aux ions Ca2+. 




Figure MM5. Principe d’action du Fura 2 dans la cellule. Schématisation du passage du Fura 2-AM 
à travers la bicouche lipidique et sa liaison avec un ion Ca2+.  
 
La sonde Fura 2 est une sonde double excitation/mono émission : Deux longueurs d’ondes 
d’excitation dépendantes de la concentration du calcium, 340 nm (forme liée du calcium) et 380 nm 
(forme libre du calcium) et une longueur d’émission 510 nm.  La mesure du rapport de fluorescences 
F340 / F380 permet de calculer en mode ratiométrique la concentration en Ca
2+ (figure MM6). Les deux 
longueurs d’onde excitation de la sonde Fura 2 se croisent à 360 nm, le point isosbestique, (figure 
MM6) l’excitation à cette longueur d’onde permet d’enregistrer les variations de fluorescence à 510 
nm indépendamment de la concentration calcique intracellulaire. Le Fura 2 possède un fort 
rendement quantique ce qui en fait une molécule de choix pour réaliser de l’imagerie calcique sur 
cellule unique. 




Figure MM6. Spectre d’excitation du Fura 2. Une sonde double 




II- La technique du quenching de fluorescence du Fura 2 
par le manganèse 
 
Le manganèse, Mn2+, est un cation divalent qui possède deux propriétés indispensables à la 
réalisation de cette expérience. D’abord sa capacité à éteindre la fluorescence du Fura 2 en s’y fixant 
au fur et à mesure de sa pénétration dans la cellule, et ensuite sa capacité à emprunter les mêmes 
entrées que le calcium vers le milieu intracellulaire. De cette façon, il traverse les canaux cationiques 
en même temps ou à la place du calcium. Le «quenching » ou extinction de la fluorescence du Fura 2 
au point isosbestique suite à l’entrée des ions Mn2+ traduit donc les influx nets des ions calcium. Ces 
entrées peuvent alors être mesurées en calculant la pente de diminution de la fluorescence émise.   
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III- Le dispositif expérimental 
 
La lumière d’excitation est émise par une lampe Xénon (ARC Lamp Power Supply, CAIRN) couplée à 
un monochromateur CAIRN (CAIRN Research Limited, Faversham, U.K.) dont le rôle est de permettre 
de changer de longueur d’onde selon le besoin et surtout de pouvoir effectuer les deux excitations à 
340 nm et 380 nm pour le Fura 2 en mesure ratiométrique. En plus de ces longueurs d’ondes, la 
longueur d’onde 360 nm est également utilisée pour exciter le Fura 2, et la longueur d’onde 450 nm 
pour visualiser les cellules transfectées en GFP (l’appareil présente une précision de ± 10 nm). A la 
sortie du monochromateur, la lumière arrive, par le biais d’une fibre optique, jusqu’à l’objectif X40 à 
immersion du microscope inversé Olympus IX70 pour atteindre l’échantillon. Le signal d’émission de 
l’échantillon suite à l’excitation qu’il subit est dirigé vers une caméra CCD (Photonic Science Limited, 
Robertsbridge, U.K.). Les acquisitions sont alors transmises à l’ordinateur et traitées par le logiciel 
Workbench 5.2 (AIW 5.2) software (Indec BioSystemd, Inc, Mountain View, CA, USA). Ce dispositif est 
schématisé ci-dessous dans la figure MM7. 
 
 
Figure MM7. Dispositif expérimental de la mesure des entrées calciques. Configuration 
d’imagerie de fluorescence permettant l’enregistrement des variations calciques 
intracellulaires. Source: adaptée de http://www.uni-
leipzig.de/~biochem/mambo/images/stories/izkf_seminar_ca_measurement.pdf.  
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IV- Le protocole expérimental 
 
1- La charge des myotubes avec la sonde Fura 2-AM 
Les études sont réalisées sur des myotubes différenciés cultivés au préalable sur des lamelles de 
verre, nécessaire à l’utilisation de la fluorescence et d’un objectif à immersion. Les cellules sont 
d’abord rincées à la solution 1,8 mM Ca2+ (Figure MM8) puis incubées dans cette solution en 
présence de 3 µM de Fura 2-AM (Santa Cruz). L’incubation se fait pendant 45 min à 37 ⁰C et à 
l’obscurité. La température de 37 ⁰C a pour but de promouvoir le travail des estérases intracellulaires 
et de maintenir la survie des cellules dépourvues de leur milieu de culture.  
 
Figure MM8. Liste des milieux utilisés pour les mesures d’influx calciques. Toutes ces solutions sont 
à pH 7,4 (ajusté avec du NaOH) et ont une osmolarité de 300 mOsm.  
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2- Mise en place de l’échantillon  
Une fois la charge du Fura 2 terminée, la lamelle est lavée à la solution sans Ca2+ (figure MM8) afin 
d’éliminer toute trace de sonde extérieure. Elle est ensuite placée dans un portoir en plexiglas 
adapté à la platine du microscope où elle baigne dans la solution sans calcium. 
Les myotubes d’intérêt sont sélectionnés sur ordinateur à partir de l’image obtenue suite à 
l’excitation de la sonde Fura 2. Au cours de l’enregistrement, les variations calciques seront mesurées 
dans ces zones. La stimulation des myotubes est effectuée grâce à un système de perfusions 
contenant les solutions expérimentales. Ces solutions sont déversées sur l’échantillon grâce à un 
embout fin positionné à proximité très étroite des myotubes d’intérêt ; de ce fait, l’écoulement des 
solutions (commandé par des électrovannes) conduit au changement très rapide du 
microenvironnement des myotubes d’intérêt. La perfusion est continue (débit d’environ 10 μl/sec) 
afin d’éviter tout artefact du aux changements de flux. 
 
3- Les protocoles appliqués 
Dans cette étude, deux aspects des entrées calciques ont été étudiés : les influx dits « de base » qui 
se déroulent sans stimulation au préalable et les influx dépendants des stocks calciques qui 
répondent à un protocole de déplétion des stocks calciques du RS. 
Pour les enregistrements sans déplétion, les influx sont d’abord enregistrés dans leur milieu sans 
calcium afin de s’assurer de l’absence de bruit de fond et surtout pour obtenir les valeurs basales. 
Ensuite, la solution de Mn2+ (figure MM8) est perfusée. Dans le but d’établir un profil complet des 
influx de base enregistrés et de répondre à certaines hypothèses, plusieurs produits 
pharmacologiques et drogues ont été testées : Gd3+, SKF-96365, 2APB, nifédipine, THC et RR. Ces 
produits ont été introduits à la concentration souhaitée dans la solution Mn2+.  
Pour les enregistrements après déplétion des stocks, un protocole de déplétion a été appliqué. Ce 
protocole consiste en trois perfusions d’une minute chacune de solution caféine (figure MM9) 
intercalées de trois perfusions d’une minute chacune de solution CPA (figure MM9). La caféine va 
permettre la libération du calcium du RS vers le cytoplasme par activation des RYRs et le CPA, 
inhibiteur réversible de la pompe SERCA, empêche la recapture du calcium et donc le remplissage 
des réserves du RS. Suite à cette déplétion des stocks du RS, les variations du calcium cytoplasmique 
sont enregistrée en mode ratiométrique (R = 340/380) (figure MM7). La solution de Mn2+ est 
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perfusée pour observer, en excitation au point isosbestique, les entrées cationiques dépendantes de 
la déplétion des stocks caractérisées par la diminution de la fluorescence en fonction du temps. 
Pour les mêmes raisons évoquées plus haut, plusieurs produits pharmacologiques et drogues ont été 
utilisés pour cette étude. Certains sont introduits dans les solutions de perfusion et d’autres en 
incubation pendant la préincubation avec le Fura 2 (figure MM9). 
 
Figure MM9. Liste des produits pharmacologiques et drogues utilisés dans l’étude des propriétés 
des influx calciques.  Tous ces produits ont été achetés chez Sigma-Aldrich, sauf pour la THC 
fournie par le Dr. Solinas.  
 
4- Le traitement des données  
Les données de variation de fluorescences sont traitées et analysées sur Origin 5.0 (Originlab, 
Northampton, MA, USA). Les résultats sont exprimés en pourcentage de fluorescence par minute. En 
effet la pente de diminution de l’intensité de fluorescence (excitation à 360 nm/émission à 510 nm) 
est calculée par régression linéaire (figure MM10). Le pourcentage est établi par rapport à la 
moyenne des données d’intensité précédant l’introduction du manganèse. Les valeurs des pentes 
sont ensuite moyennées et exprimées en %/min ± SEM (pour Standard Error Mean) l’écart type à la 
moyenne. Les valeurs sont ensuite comparées entre type cellulaire et entre conditions par le test 
statistique student t test. Les différences sont considérées statistiquement significatives pour p < 
0.001 ***. 




Figure MM10. Représentation d’un enregistrement type suite à 
l’introduction du Mn2+.  
 
LES TECHINIQUES DE BIOLOGIE MOLECULAIRE 
 
I- Amplification et extraction d’ADN plasmidique 
 
1- Transformation des bactéries   
Afin de pouvoir amplifier le plasmide d’intérêt, ce dernier doit être introduit dans des bactéries 
compétentes qui, une fois cultivées, vont produire un grand nombre de copies de ce plasmide qui est 
ensuite extrait et purifié à partir d’une lyse bactérienne.  
Au cours de cette étude les transformations bactériennes des DH5α ont été réalisées par choc 
thermique. 
50 μl de bactéries compétentes sont prélevés et mis en présence d’environ 500 ng de plasmides. Ce 
mélange est incubé 45 min à 4 ⁰C puis soumis à un choc thermique d’une minute à 42 ⁰C. Il est 
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ensuite réincubé 5 min dans la glace avant d’être dilué dans 400 µl de milieu LB (pour Luria Broth : 10 
g de bactotryptone, 5 g de bacto yeast extract, 1 g de NaCl, pH7) et incubé à 37 ⁰C pendant 1 h. 
Environ 100 µl de cette culture sont ensuite étalés sur une boite de pétri contenant un milieu LB agar 
supplémenté d’un antibiotique de sélection (ampicilline ou kanamycine) selon le plasmide en 
question généralement à une concentration finale de 100 µg/ml. La boite est ensuite placée à 37 ⁰C 
sur la nuit. 
Les colonies ayant poussées sur la boite LB agar + antibiotique de sélection sont utilisées pour 
réaliser une extraction du plasmide par minipréparation ou  maxipréparation  d’ADN plasmidique en 
fonction de la quantité souhaitée. 
 
2- Purification de l’ADN plasmidique 
La minipréparation de l’ADN plasmidique a été préparée avec le kit NucleoSpin® plasmid (Macherey-
Nagel) qui utilise la méthode de la lyse alcaline. 
Les bactéries transformées sont placées dans 5 ml de milieu LB supplémenté de l’antibiotique de 
sélection à 37 ⁰C pour une culture sur la nuit. L’extraction commence par l’élimination du milieu de 
culture par 5 min de centrifugation à 14000 rpm (rotation par minute) et l’obtention d’un culot 
bactérien. Ce culot est ensuite repris dans 250 µl d’un milieu de resuspension auquel sont rajoutées 
250 µl de tampon de lyse responsable de la libération du matériel biologique (ADN plasmidique, ADN 
génomique et protéines) en cassant les parois des bactéries. Une solution contenant des protéases 
alcalines est ajoutée pendant 5 min à température ambiante afin de précipiter l’ADN plasmidique et 
les protéines. La lyse est arrêtée par l’introduction de 350 µl de solution de neutralisation. Le 
mélange est ensuite centrifugé à 14000 rpm pendant 10 min dans le but d’éliminer les résidus 
restants. Le surnageant de cette centrifugation est passé sur une colonne contenant une résine 
échangeuse d’anions capable de fixer l’ADN. Cette étape est suivie de plusieurs lavages pour une 
purification optimale. L’ADN restant sur la colonne est ensuite élué avec une solution d’élution ou de 
l’eau stérile dépourvue de nucléase. La solution de plasmide est alors dosée (par mesure de densité 
optique à 260 nm) afin de déterminer la quantité produite et sa pureté, puis vérifiée sur gel 
d’agarose.  
Si le plasmide est validé, la solution d’ADN plasmidique est stockée à -20 ⁰C et des stocks glycérol des 
bactéries transformées avec ce plasmide sont réalisés. La centrifugation de 5 min à 2000 g d’une 
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culture des bactéries transformées permet d’obtenir un culot bactérien qui sera repris dans une 
solution LB/glycérol stérile (1/1) et laissé quelques minutes dans la glace avant d’être stocké à -80 ⁰C.  
 
La maxipréparation d’ADN est basée sur la même méthode de lyse alcaline, elle présente de façon 
quasi identique les même étapes que la minipréparation d’ADN mais avec des volumes et des 
centrifugations plus importants. Pour réaliser la maxipréparation d’ADN nous avons utilisé le kit 
NucleoBond ® Xtra Maxi EF (Macherey-Nagel). 
 
II- La RT-qPCR (Real-Time quantitative Polymerase Chain 
Réaction) 
 
1- Obtention de l’ADNc simple brin 
a- L’extraction des ARNs totaux 
Les ARNs totaux sont extraits à partir des myotubes différenciés cultivés au préalable dans des 
plaques 6 puits.  Les cellules sont d’abord lavées 3 fois au TBS 1X afin d’éliminer toute trace de milieu 
de culture. Elles sont ensuite lysées par du RNAble (Eurobio), un tampon d’extraction à base de 
phénol qui permet aussi de dégrader les protéines. Après grattage des cellules, le lysat est transféré 
dans un tube et supplémenté de 1/5ème de son volume en chloroforme. Ce mélange est fortement 
homogénéisé avant d’être incubé 5 min dans la glace. Il subit ensuite une centrifugation de 15 min à 
14000 rpm, toujours à 4 ⁰C, qui permet d’obtenir une phase aqueuse incolore (supérieure) contenant 
les ARNs totaux. Cette phase est donc délicatement récupérée en évitant toute contamination par la 
phase organique (inférieure) contenant des débris cellulaires et des protéines. Les ARNs totaux sont 
donc précipités dans la phase aqueuse grâce à une incubation de 15 min à 4 ⁰C dans un volume 
équivalent d’isopropanol 100%. Une centrifugation (15 min, 14000 rpm, 4 ⁰C) permet de récupérer le 
culot d’ARNs totaux qui est ensuite lavé à l’éthanol 75%, séché puis repris dans de l’eau desionisée. 
La solution est ensuite dosée à 260 nm afin de déterminer la quantité produite et sa pureté, puis 
vérifiée sur gel d’agarose.  
b- La transcription inverse 
Les ARNs totaux vont ensuite subir une transcription inverse afin d’obtenir l’ADNc qui sera utilisé 
pour la RT-qPCR. Pour cela, après incubation 5 min à 65 ⁰C, 10 μl d’ARN total va être mis en présence 
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d’un mélange contenant : 5 μl de tampon 5X (Tris HCl 250 mM, pH 8,3 ; KCl 735 mM ; MgCl2 15 mM, 
Gibco), 2,5 μl de dithiothreitol 100 mM, Gibco), 1 μl de désoxynucléotides triphosphate 25 
mM(Boeringher), 1,5 μl d’hexamères nucléotidiques (1600 ng/μl Pharmacia) et complété par de l’eau 
desionisée jusqu’à 12 μl. Ce mélange est ensuite incubé 2 min à 65 ⁰C puis refroidi sur glace avant 
d’être supplémenté de 1µL d’inhibiteur d’ARNase, ARNsine (40 U/µl) et 2 µl de reverse transcriptase 
M-MLV (Moloneu-Murine Leukimia Virus, 200 U/µl). La réaction se déroule pendant 1 h à 37 ⁰C, 
ensuite 125 µl d’eau desionisée sont rajoutés au mélange avant d’arrêter la réaction par 2 min de 
chauffage à 100 ⁰C ce qui permet de détruire les enzymes mais également casser les hybrides 
ARN/ADNc.  
2- Le principe de la RT-qPCR 
La RT-qPCR est une méthode fiable de quantification de l’expression ARNm des protéines d’intérêt. 
Ceci est possible par la détection et la mesure des produits générés au cours de chaque cycle du 
processus de PCR qui sont directement proportionnels à la quantité de matrice présente avant le 
début de ce processus de PCR. 
 Nous avons utilisé la technique TaqMan® et la technique SYBR® Green. 
 Les sondes TaqMan® 
La sonde TaqMan® présente un émetteur fluorescent au niveau de son extrémité 5’ et un élément 
extincteur (quencher) de fluorescence au niveau de son extrémité 3’. La sonde fluorescente se fixe en 
aval des sites des amorces et est clivée par l’activité 5' nucléase de l'enzyme Taq polymérase lors de 
la phase d'extension de la PCR. Tant que la sonde est intacte, l'émission de fluorescence est absorbée 
par l’élément extincteur. Le clivage de la sonde par la Taq Polymérase pendant le processus de PCR, 
sépare le quencher de l’émetteur fluorescent et de ce fait augmente la fluorescence de ce dernier. 
De plus, le clivage de la sonde la décroche du brin matrice, permettant l'extension de l’amorce 
jusqu’à l'extrémité de ce brin, n'interférant donc pas avec l'accumulation exponentielle du produit de 
PCR. Le clivage d’autres émetteurs fluorescents à partir de leurs sondes respectives conduit, pour 
chaque cycle, à une augmentation de l'intensité de fluorescence proportionnelle à la quantité 
d'amplicons produits (figure MM 11). 




Figure MM11. Le principe de la RTQPCR avec des sondes 
TaqMan®.   Source :[Arya et al. 2005]. 
 
 L’agent intercalant SYBR®Green 
Le SYBR® Green est un agent intercalant capable de s’intercaler au niveau de l’ADN double brin 
comme le bromure d’éthidium.  Malgré l’absence de données sur son mécanisme d’action,  le SYBR® 
Green reste aujourd’hui l’agent intercalant le plus utilisé puisqu’il présente le moins de toxicité et le 
plus de spécificité et son intervention n’inhibe pas la réaction de PCR.  
En effet, lorsque le colorant est encore libre au cours de la réaction de PCR, il présente une émission 
fluorescente très faible. Cette fluorescence se voit augmentée durant l’étape d’élongation et de 
polymérisation avec la formation de l’ADN double brin (figure MM12). Par contre, cette fluorescence 
est entièrement perdue lorsque l’ADN est dénaturé avant le cycle suivant. De ce fait, la fluorescence 
est mesurée pour chaque cycle à la fin de chaque étape d’élongation. Ceci est possible grâce à 
l’intégration d’un système de lecture à l’appareil de PCR en temps réel. 
 




Figure MM12. Le principe de la RTQPCR avec l’agent intercalant SYBR® Green.   
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3- Le protocole expérimental 
La réaction est réalisée dans des plaques 96 puits contenant :  
 Pour la méthode SYBR® Green : 100 ng d’ADNc et 10 μl d’un mélange contenant les amorces 
sens et antisens, l’agent intercalant SYBR®Green, la Taq polymérase et son tampon, les bases 
libres et un catalyseur.  
 Pour la méthode Taqman® Gene Expression Assays : 15 ng d’ADNc et 16 μl d’un mélange 
contenant les amorces sens et antisens, les sondes Taqman® (FAM/MGB), la Taq polymérase 
et son tampon, les bases libres et un catalyseur.  
Nous nous sommes intéressés aux gènes TRPC1, TRPC4, TRPV2, α1-syntrophine, STIM1 et Orai1, 
étudiés par rapport au gène de référence GAPDH. 
L’expression de TRPC1, TRPC4 et TRPV2 a été quantifiée par le système de sonde FAM/MGB du 
Taqman® Gene Epression Assay (Applied Biosystems) à l’aide de kits contenants à la fois les amorces 
et la sonde correspondant à chaque gène d’intérêt : 
- Hs99999905_m1-Human GAPDH 
- Hs00608195_m1-Human TRPC1 
- Hs00211805_m1-Human TRPC4 
- Hs00901640_m1-Human TRPV2 
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4- Analyse des données  
L’analyse des données est réalisée sur la base du calcul du nombre de cycle de PCR nécessaire à la 
production d’une fluorescence significativement différente du seuil détection déterminé en fonction 
du bruit de fond. Cette procédure est expliquée dans la figure MM13 (ci-dessous). D’autre part il est 
indispensable de vérifier également l’efficacité de la réaction de PCR. Ce contrôle est réalisé grâce à 
une gamme étalon constituée de différentes concentrations connues d’ADNc.  
 
 
Figure MM13. Modèle d’analyse de résultat en RT-qPCR. Un seul tracé est montré pour simplifier la 
représentation.  Source : [Arya et al. 2005]. 
 
Il est également nécessaire de normaliser les valeurs Ct des gènes d’intérêt par rapport à un gène de 
référence (α-tubuline ou GAPDH par exemple) pour chaque condition dans le but de remédier aux 
variations entre les quantités initiales d’ADNc (Ct gène d’intérêt/Ct gène de référence). 
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LES TECHINIQUES DE BIOCHIMIE 
I- Extraction de protéines 
 
Les protéines totales sont extraites à partir de myotubes différenciés cultivés au préalable sur des 
boites de culture de 100 mm de diamètre (BD Falcon™). Les boites sont placées dans un bac à glace 
et toutes les étapes de l’extraction se déroulent à 4 ⁰C. Les cellules sont rincées 3 fois au TBS 1X froid 
afin d’éliminer toute trace de milieu de culture et de débris cellulaires. Elles sont ensuite incubées 
avec un tampon de lyse RIPA (RadioImmunoPrecipitation Assay) (figure MM14) (200 µL par boite). 
Les cellules sont récupérées par grattage puis transférées dans un tube et maintenu dans la glace 
pendant 1 h afin d’optimiser l’effet du tampon de lyse. Le lysat est ensuite passé plusieurs fois à 
travers une seringue à insuline dans le but de casser les débris et fluidifier le lysat. Le lysat est par la 
suite soniqué par des impulsions soniques de 10 secondes pour optimiser l’extraction.  
 
Figure MM14. Composition du tampon de lyse cellulaire  
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II- Dosage des protéines  
 
Nous avons utilisé la méthode à l’acide bicinchoninique (BCA). Cette technique est basée sur la 
capacité du BCA à complexer les ions Cu+ générés par la réduction des ions Cu2+ par les protéines 
présentes dans le mélange. Ainsi, deux étapes sont impliquées. La première est la réaction du biuret, 
dont la couleur bleue pâle résulte de la réduction de l'ion cuivrique à ions cuivreux. La deuxième est 
la chélation de l'ion cuivreux parle BCA, résultant en une couleur pourpre intense. Le produit 
réactionnel de couleur pourpre est formé par la chélation de deux molécules de BCA avec un ion 
cuivreux (figure MM15). Le complexe BCA / cuivre est soluble dans l'eau et présente une forte 
absorbance linéaire à 562 nm avec des concentrations croissantes de protéines. 
 
 
Figure MM15. La réaction du BCA avec un ion cuivre. Deux molécules de BCA se 
lient à chaque molécule de cuivre réduit par une réaction biuret médiée par un 
peptide.  Source : http://www.piercenet.com/browse.cfm?fldID=876562B0-5056-8A76-4E0C-
B764EAB3A339.  
 
Le dosage est réalisé grâce à un kit de dosage BCA (Sigma-Aldrich). Un mélange des deux réactifs A 
(Sel dissodique d’acide bicinchoninique 1%, Na2CO3, (1H2O) 2%, tartrate dissodique 0,16%, NaOH 
0,4%, NaHCO3 0,95% pH 11,25) et B (CuSO4, 5H2O 4%) avec B/A = 1/50 (volume/volume). Les 
échantillons protéiques sont dilués dans 50 μl de solution de lyse auxquels est ajouté 1 ml du 
mélange A+B. Chaque tube est mélangé puis incubé 30 min à 37 ⁰C  à l’obscurité. Chaque échantillon 
est réalisé en duplicat et lu à 562 nm. Les densités optiques sont ensuite comparées à une gamme 
étalon de BSA réalisée dans les mêmes conditions pour en déduire les concentrations protéiques. 
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III- SDS-PAGE et Western-Blot 
 
1- Electrophorèse des protéines sur gel de polyacrylamide (SDS-PAGE) 
Le SDS-PAGE permet de séparer les protéines selon leurs poids moléculaires. Il s’agit de la migration, 
sous l’influence d’un champ électrique, de ces protéines chargées négativement sur gel de 
polyacrylamide en présence de SDS (Sodium Dodecyl Sulfate). D’où le terme SDS-PAGE pour 
PolyAcrylamide Gel Electrophoresis.  
Le gel se compose de deux parties : le gel de concentration contenant 4% de polyacrylamide qui a 
pour but de concentrer les échantillons chargés dans le gel à un même niveau avant de commencer 
la migration proprement dite qui a lieu dans le gel de séparation de concentration variable en 
polyacrylamide selon la taille des protéines ciblées (6% à 15% généralement). Les gels de 
concentration et de séparation sont coulés successivement entre une plaque d’alumine et une 
plaque de verre (8 cm/10 cm), espacées de 0,75 mm.  Chaque échantillon contient 40 μg de 
protéines dans du tampon de dissociation Laëmmli 2X (figure MM16). Les protéines sont dénaturées 
5 min à 95 ⁰C ou 30 min à température ambiante, puis le contenu de chaque tube est déposé dans 
les puits du gel de concentration. De plus, un puit a été consacré au dépôt de 5 μl de marqueurs 
colorés de poids moléculaire (Kaleidoscope, 250-10 kDa, BIO-RAD). La migration s’effectue à 
ampérage constant entre 25 et 30 mA par gel selon la concentration de ce dernier. La migration est 
possible grâce à la présence d’un tampon d’électrophorèse qui est une solution d’électrolytes 
permettant la migration des éléments chargés en fonction de leur charge vers l’anode ou la cathode 
(figure MM6). 
 
2- Electrotransfert des protéines sur membrane de nitrocellulose 
(Western Blot) 
A la fin de la migration, les protéines sont transférées sur une membrane de nitrocellulose 0,22 µm 
(Protran BA85, GE Healthcare). Le transfert est effectué par la méthode Western Blot, en plaçant le 
gel sur la membrane dans un système de « sandwich » qui est lui même placé dans une cuve de 
transfert contenant le milieu nécessaire au transfert (figure MM16). Les protéines étant chargées 
négativement, migrent du gel, placé du coté de la borne négative de la cuve, vers la membrane 
placée du coté de la borne positive. Le transfert est effectué à 4 °C, à 200 mA constant, sous 
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agitation, pendant 1 à 2 h, en fonction de la taille des protéines à transférer. Après transfert, la 
membrane est lavée trois fois 5 minutes dans du TBS 1X/0,1 % Tween. 
 
 
Figure MM16. Composition des milieux pour SDS-PAGE et Western Blot.  Avec « v » pour volume et 
« p »  pour poids.  
 
 
3- Détection immunologique des protéines 
Toutes les étapes se déroulent à 4 ⁰C avec agitation. La membrane est placée en présence de 
l’anticorps primaire dilué dans une solution TBS 1X/0,1%Tween/3% lait pendant 2 h (pour l’α-
tubuline) et sur la nuit pour les autres anticorps (figure MM17). Cette incubation est suivie de 3 
lavages de 5 min avec une solution de TBS 1X/0,1% Tween. Ensuite de la même façon la membrane 
est incubée 1 h avec l’anticorps secondaire couplé à la peroxydase et dirigé contre l’immunoglobine 
de l’anticorps primaire (Figure MM17) suivi de 3 lavages de 10 min avec une solution TBS 1X/0,1% 
Tween. La révélation enzymatique par chémoluminescence, effectuée grâce au kit ECL Plus 
(Amersham) permet de détecter les protéines d’intérêt de manière très sensible. La révélation se fait 
par autoradiographie en quelques secondes. La quantification des résultats obtenus est réalisée sur 
le logiciel ScionImage Software. 
 




Figure MM17. Liste des anticorps primaires et secondaires utilisés pour la détection 








I- Transfection des lignées murines 
 
1- Transfection siRNA  
La transfection siRNA a été réalisée à l’aide de l’agent transfectant Lullaby® (OZ Biosciences). Ce 
lipide cationique protège le siRNA de la dégradation extracellulaire et possède une capacité à 
déstabiliser les membranes cellulaires, permettant l’entrée de quantités importantes de siRNA dans 
le cytosol avec une toxicité limitée.  
Les myoblastes (cultivés sur lamelles de verre dans des plaques 6 puits) ont été transfectés 1 jour 
après l’initiation de la fusion avec le siRNA STIM1 (5’-GGCCCUGGACACAGUGCUGUU-3’). L’équivalent 
de 4 μg d’ARN est dilué dans 100 μl de DMEM (sans sérum, sans antibiotique) ; de même 16 μl de 
réactif Lullaby® sont dilués dans 100 μl de DMEM. Le mélange contenant le siRNA est transféré dans 
le tube contenant le réactif Lullaby® et mélangé par des pipetages répétitifs. Une incubation de 20 
min à température ambiante est nécessaire avant d’ajouter goutte à goutte le complexe 
siRNA/Lullaby® aux cellules d’intérêt. L’efficacité d’extinction de l’expression de STIM1 est contrôlée 
par RT-qPCR et par Western Blot 48 h après la transfection.  
 
2- Transfection plasmidique 
La transfection du dominant negatif Orai1 E106Q MO70 (bicistronic plasmid encoding EGFP) est 
réalisée sur des myoblastes cultivés de la même manière que décrit ci-dessus. Les myoblastes ont été 
transfectés un jour après l’initiation de la fusion avec l’agent transfectant jetPRIME™ (Polyplus 
tranfection™). 4 μg d’ADN sont dilués dans 200 μl du tampon jetPRIME™ et bien homogénéisés. A ce 
mélange sont rajoutés 8 μl du réactif jetPRIME™, le mélange est vortexé pendant 10 sec puis 
centrifugé brièvement et incubé 10 min à température ambiante avant d’être ajouté goutte à goutte 
aux cellules d’intérêts dans leur milieu de culture. Le milieu est changé 4 h plus tard. L’efficacité de la 
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II- Transfection des myotubes humains primaires 
La transfection des myotubes humains primaires fut l’un des problèmes majeurs rencontrés au cours 
de ce travail.  En effet les myotubes humains primaires présentent à la fois une résistance à la 
lipofection et une fragilité physiologique, qui rendent la transfection très difficile à accomplir, de plus 
l’obtention des myotubes nécessite environ 15 jours de culture ce qui empêche le recours à la 
nucléofection des myoblastes comme la technologie Amaxa (Amaxa Biosystems, Germany) utilisées 
sur les lignées murines qui fusionnent en 3 jours. 
Plusieurs réactifs de transfections avec plusieurs conditions ont été testé (dont : lipofectamine™, 
jetPEI®, siPORT™, Lullaby®, FuGENE®) tous ces réactifs de transfection ne sont pas convenables pour 
les myotubes humains primaires : ils sont toxiques pour certains, inefficaces pour d’autre. Une 
transfection a été réalisée avec la lipofectamine™ mais elle a été inexploitable à cause de l’atteinte 
de la physiologie des myotubes qui ne réagissaient alors plus aux protocoles de mesures calciques. 
L’infection lentivirale a également été testée : les plasmides shTRPC1 et shTRPC4 humain clonés 
dans le vecteur pLVTHM-GFP  ainsi que les plasmides d’encapsidation pΔ8.9 et VSVg (GFP) nous ont 
été fournis par le Dr. J.Weick. Ces plasmides ont été co-transfectés (avec la lipofectamine™) dans les 
HEK 293T. La co-transfection des HEK 293T avec les plasmides d’encapsidation et le plasmide 
contenant le shTRPC4 donne bien une fluorescence verte liée à la GFP, mais l’infection des myotubes 
humains avec le surnageant des HEK 293T ne donne aucune fluorescence. Ceci peut être du soit à 
l’échec de la co-transfection des HEK 293T, soit à l’échec ou la production insuffisante de virus par les 
HEK 293T. D’autre part, la co-transfection des HEK 293T avec les plasmides d’encapsidation et le 
plasmide contenant le shTRPC1 ne donne aucune fluorescence verte, ce qui peut être causé par un 
problème de co-transfection ou une défaillance du plasmide contenant le shTRPC1. Nous avons donc 
été contraints d’abandonner cette possibilité. 
Nous avons également essayé d’introduire les plasmides et ARNs dans les myotubes humains par 
microinjection. Pour cela nous avons utilisé des pipettes de patch Clark Electromedical Instruments 
1.5 mm, GC150 F-10. Les tests ont été réalisé avec le plasmide Pmax (fourni avec la lipofectamine™) 
et un ARN control fluorescent à 200 et 500 µg/ml. Différentes résistances de pipette (5, 7, 10, 11, 15 
MΩ), différentes pressions (entre 20 et 30 pSi), des temps d’injections différents (1, 3, 5, 10 et 15 
secondes) sans réussir à obtenir une expression du matériel génétique injecté.  
 
Des essais avec jetPRIME™ (Polyplus Transfection™), ont donné des résultats satisfaisant (après 
optimisation) pour la transfection de l’ADN plasmidique mais pas pour le siRNA. 
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En effet, le plasmide de l’α1-syntrophine entière (FL α1-syntrophin-EGFP (FL pour Full Length)) et le 
plasmide de l’α1-syntrophine dépourvue de son domaine PDZ (∆N- α1-syntrophin-EGFP) ainsi que la 
séquence TRPV2 entière et le dominant négatif DK clonés dans le vecteur pIRES2-AcGFP1 obtenus 
par le Dr. Yuko Iwata ont été transfectés dans les myotubes humains primaires avec jetPRIME™. Les 
myotubes étant cultivés sur des lamelles de verres dans des plaques 6 puits, 4 μg d’ADN ont été 
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I- LE MODELE MURIN 
 
A-  Contexte de l’étude 
 
L’absence de la dystrophine dans la dystrophie musculaire de Duchenne cause, entre autre, une 
perturbation de l’homéostasie calcique. Elle est à l’origine de la dérégulation de l’activité de canaux 
cationiques ainsi que le calcium cytosolique ([Fong et al. 1990] ; [Tutdibi et al. 1999]) ce qui conduit 
généralement à la nécrose des fibres musculaires. Ces observations ont été confirmées par la 
transfection avec la mini-dystrophine qui a permis de restaurer les taux calciques intracellulaires et 
les échanges calciques dans les fibres et les myotubes ([Marchand et al. 2004] ; [Teichmann et al. 
2008]). 
Plusieurs études ont montrés l’implication des canaux SOC (Store-Operated Channels) dans cette 
perturbation de l’homéostasie calcique. La mesure des influx SOCE (Store-Operated Calcium Entry) 
dans les fibres et myotubes de souris mdx [Boittin et al. 2006] ainsi que dans les myotubes déficients 
en dystrophine montre une augmentation anormale de ces influx dans le muscle de souris 
dystrophique. De plus, l’expression stable de la mini-dystrophine a également été capable de 
ramener les influx SOCE à leur niveau normal ([Vandebrouck et al. 2006] ; [Vandebrouck et al. 2007]) 
ce qui confirme que la perturbation des influx SOCE est en relation avec la perte de la dystrophine et 
donc avec le phénotype dystrophique.  
Notre équipe a montré que l’absence de l’α1-syntrophine est capable à elle seule de causer une 
dérégulation de l’influx cationique dépendant de TRPC1 dans les myotubes de souris [Sabourin et al. 
2009]. Dans cette même étude des expériences de co-immunoprécipitation et de GST pull-down ont 
montré que  TRPC1 co-immunoprécipite avec l’α1-syntrophine endogène et recombinante et que le 
domaine PDZ de l'α1-syntrophine pourrait être impliqué dans cette association [Vandebrouck et al. 
2007]. Ces observations on permit de suggérer que l’association de TRPC1 avec des protéines 
d'échafaudage et le DGC dans le muscle squelettique pourrait constituer un complexe de 
signalisation qui régulerait la localisation et la fonction du canal. Un étude complementaire de notre 
équipe a également montré une interaction similaire de l’α1-syntrophine avec le canal TRPC4 et a 
suggèré que les deux canaux TRPC1 et TRPC4 sont impliqués dans les entrées SOCE [Sabourin et al. 
2009]. D’autre part, Il a été montré que les canaux TRPC1 s’associent préférentiellement avec TRPC4 
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pour former les hétérotétramères fonctionnels [Strubing et al. 2003] et que TRPC1 est associé à la 
protéine d’échafaudage cavéoline-3 [Gervasio et al. 2008].   
Notre équipe a donc suggéré un modèle selon lequel les entrées cationiques dans les cellules 
musculaires squelettiques serait régulées par l’association de la dystrophine endogène ou de la mini-
dystrophine recombinante et de l’α1-syntrophine avec les canaux TRPC1 et TRPC4 ([Vandebrouck et 
al. 2007] ; [Sabourin et al. 2009]).  
Néanmoins, le mécanisme de l'activation d'un afflux cationique élevé dans le muscle déficient en 
dystrophine, bien que clairement dépendant des protéines d'échafaudage est encore inconnu. 
 La phospholipase A2 a été décrite pour déclencher l'entrée cationique dans les fibres musculaires 
squelettiques dystrophiques [Boittin et al. 2006]. Il a également été montré que les myotubes 
déficients en dystrophine affichent une augmentation de la production d'IP3 [Liberona et al. 1998] et 
de la libération calcique dépendante des récepteurs IP3 [Mondin et al. 2009], ce qui suggère une 
activité élevée de la phospholipase C (PLC), lorsque le DGC est perturbé. Dans plusieurs types de 
cellules, les entrées calciques induites par la libération des stocks sont dépendantes de l’activité 
basale de la PLC ([Rosado and Sage 2000] ; [Tu et al. 2005] ; [Litjens et al. 2007]) et peuvent être 
activées par un certain nombre de médiateurs impliqués dans la cascade de signalisation de la PLC, y 
compris le Ca2+ lui même ([Haverstick and Gray 1993] ; [Zitt et al. 1997]) et la PKC ([Ahmmed et al. 
2004] ; [Smani et al. 2008]; [Zhang et al. 2006]). 
D’autre part, deux protéines essentielles à la mise en place des entrées SOCE : STIM1 et Orai1, ont 
été découvertes récemment. En effet, le calcium senseur STIM1 semble être indispensable aux 
entrées SOCE et à la fonction contractile du muscle squelettique [Stiber et al. 2008]. L'interaction 
entre STIM1 et les canaux Orai1, définis comme des canaux CRAC hautement sélectifs au calcium, 
semble être à l’origine des entrées SOCE ([Peinelt et al. 2006] ; [Roos et al. 2005] ; [Vig et al. 2006]). 
Les SOCE enregistrées dans les myotubes en culture dépendent également  de STIM1 et Orai1 ([Li et 
al. 2010] ; [Lyfenko and Dirksen 2008]). De plus, il a été montré que la région carboxy-terminale de 
STIM1 interagit avec TRPC1 ce qui permet l’hétéromultimérisation des canaux TRPC [Yuan et al. 
2007] et l’activation des canaux SOC endogènes (Huang et al., 2006). Orai1 interagit également avec 
les canaux TRPC [Liao et al. 2009] et semble être indispensable au fonctionnement des SOCE médiés 
par l’interaction TRPC1-STIM1 [Cheng et al. 2008]. Les entrées SOCE seraient donc établies grâce à 
l’interaction entre les canaux TRPCs, les canaux Orais et STIM1. 
Ce travail a pour but d’étudier d’une part le rôle de STIM1 et Orai1 dans les entrées SOCE dans notre 
modèle cellulaire murin (SolD6, myotubes exprimant la mini-dystrophine et SolC1, myotubes 
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déficients en dystrophine) et d’autre part l’implication de la voie PLC/PKC dans la dérégulation de ces 
entrées dans les myotubes déficients en dystrophine.  
Les résultats de ce travail ont été soumis dans Cell Calcium et sont en cours de révision. 
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In skeletal muscles from patient suffering of Duchenne Muscular Dystrophy and from mdx mice, the 
cytoskeleton protein dystrophin has been shown to be essential for maintaining a normal calcium 
influx. We showed that a TRPC store-dependent cation influx is increased by loss of dystrophin or a 
scaffolding protein α1-syntrophin, however the mechanisms of this calcium mishandling are 
incompletely understood. First of all, we confirmed that TRPC1 but also STIM1 and Orai1 are 
supporting the store-operated cation entry which is enhanced in dystrophin-deficient myotubes. 
Next, we demonstrated that inhibition of PLC or PKC in dystrophin-deficient myotubes restores 
elevated cation entry to normal levels similarly to enforced mini-dystrophin expression. In addition, 
α1-syntrophin silencing increased cation influx also in a PLC/PKC dependant pathway. This elevated 
cation entry was decreased to normal levels by chelating intracellular free calcium with BAPTA-AM. 
Double treatments with BAPTA-AM and PLC or PKC inhibitors suggested that the elevation of cation 
influx by PLC/PKC pathway is dependent on cytosolic calcium. All these results demonstrate an 
involvement in dystrophin-deficient myotubes of a specific calcium/PKC/PLC pathway in elevation of 
store-operated cation influx supported by the STIM1/Orai1/TRPC1 proteins, which is normally 
regulated by the α1-syntrophin/dystrophin scaffold. 
 
RUNNING TITLE: PLC/PKC enhance store-operated Ca2+ entry in dystrophin-deficient cells 
 
KEY WORDS: PLC/PKC; Store-Operated Ca2+ Entry; TRPC1; STIM1/Orai1; dystrophin/syntrophin; 
muscular dystrophy 





 In skeletal muscle, dystrophin, a 427 kD protein is located beneath the plasma membrane 
[1]. This protein binds the cytoskeleton via actin and the extracellular matrix via a complex of 
proteins and glycoproteins, called Dystrophin-Associated Proteins (DAPs) [2]. Because of its key 
localization, dystrophin provides a mechanical link from the intracellular cytoskeleton to the 
extracellular matrix and is thought to play a role of shock absorber [1]. Thus, dystrophin is essential 
for skeletal muscle and a defect of the protein due to genetic alteration in the p21 band of X 
chromosome causes Duchenne Muscular Dystrophy (DMD), a progressive degenerative muscle 
disease [3]. The absence of the dystrophin-scaffold also affects DAPs’ targeting to the membrane and 
causes an alteration of various signaling cascades. The disruption of dystrophin-based complex is 
suggested to promote aberrant Ca2+ handling in muscular dystrophy and changes in MAP kinase and 
GTPase signaling [4]. Dystrophin-deficiency has been shown to impaire Ca2+ channels activity and 
cytosolic Ca2+ concentration [5-7], which results in activation of Ca2+-sensitive proteases and fiber 
necrosis [8;9]. Moreover, forced mini-dystrophin expression was shown to restore Ca2+ handling and 
normal Ca2+ release properties in both myotubes and fibers [10-12].  
Among channels which could be affected by the absence of dystrophin, a higher activity of divalent 
cationic channels with properties close to SOCs (Store-Operated Channels) have been recorded in 
dystrophic fibers from mdx mouse [13;14]. Measurements of store-dependent manganese entry in 
mdx flexor digitorum brevis (FDB) fibers [15] as well as in mdx and dystrophin-deficient myotubes 
[16;17] confirmed that SOCE (Store-Operated Ca2+ entry) is enhanced in mouse dystrophic muscle. 
Moreover, forced expression of mini-dystrophin was indeed able to restore normal SOCE in 
dystrophin-deficient myotubes [16;17]. In addition, a loss of the subsarcolemmal scaffolding protein 
-syntrophin alone was sufficient to induce abnormal divalent cation influx dependent on TRPC1 in 
myotubes [18]. In dystrophin-deficient myotubes, the mechanism may -
syntrophin PDZ domain since increased cation influx were restored by expression of the full-length 
protein but not with the one lacking N-terminal segment (containing the PDZ domain) [18]. 
Nevertheless, the mechanism activating an elevated cation influx in dystrophin-deficient muscle, 
although clearly dependent on scaffolding proteins is still unknown. The phospholipase A2 lipid 
product lysophosphatidylcholine was found to trigger cation entry in dystrophic skeletal muscle 
fibers [15]. It was also shown that dystrophin-deficient myotubes display increased production of IP3 
[19] and higher Ca2+ release activity dependent on IP3 receptor [20], which suggest an elevated 
activity of the phospholipase C (PLC) when dystrophin-associated complex is disrupted. In several cell 
types, store-depletion induced Ca2+ entry is dependent on basal PLC activity [21-23] and can be 
activated by a number of mediators involved in the PLC signaling cascade, including Ca2+ [24;25] or 
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PKC [26-28]. In human endothelial cells, thapsigargin, used for store depletion protocols activates a 
PLC/PKC pathways usually triggered by agonist stimulation [29].  
We recently proposed that divalent cation entry in skeletal muscle cells was regulated by the 
association of endogenous dystrophin or recombinant mini-dystrophin and 1-syntrophin with 
TRPC1 and TRPC4 channels [17;18]. TRPC1 was also shown to be linked to caveolin-3 [30], which 
raised the idea that TRPC1 is incorporated in the dystrophin-associated complex, which maintains 
normal cation entry through these channels. In addition, artificially increased TRPC-dependent Ca2+ 
entry was recently shown to be sufficient to induce muscular dystrophy in mouse independently on 
membrane fragility [31]. These studies support the idea that higher divalent cation entry supported 
by TRPC1 channels participates to the development of dystrophic phenotype. However, the 
activation mode of TRPC is still unclear since knockdown or knockout as well as exogenous 
expression suggested that TRPC could operate as SOC or as Secondary-Messenger Operated 
Channels (SMOC) depending on the cell types investigated. In skeletal myotubes, we previously 
showed that store-dependent cation influx activated by caffeine and Cyclic Piazonic Acid (CPA) were 
reduced when TRPC1 was knock-down [18]. However, a small conductance channel (13 pS) that is 
completely loss in adult fibers from TRPC1 -/- mice was however not stimulated by thapsigargin [32]. 
An other study revealed, in skeletal muscle, high expression of the Ca2+ sensor protein STIM1 [33], 
and its requirement in SOCE and contractile function [33]. The interaction between STIM1 and Orai1 
channels functioning as highly Ca2+-selective CRAC channels was shown to carry store-operated Ca2+ 
entry [34-36]. SOCE recorded in cultured myotubes were also shown to depend on STIM1 and Orai1 
[37;38]. In another hand, STIM1 carboxyl-terminus binds TRPC1 which activates native SOCs [39], and 
heteromultimerizes TRPC channels [40]. Orai1 was also shown to interact with TRPC channels [41] 
and to be required in store-operated TRPC1-STIM1 channels [42]. The store-dependent cation entry 
elevated by the absence of dystrophin and α1-syntrophin may thus involve not only TRPC1 channels 
but also Orai1 channels and STIM1 activation.  
In the present study, we explored the dependency of store-operated cation entry on TRPC1, Orai1 
and STIM1 pathways in dystrophin-deficient myotubes. We analysed the mechanism supporting the 
elevation of cation entry due the absence of dystrophin or α1-syntrophin. The role of PLC/PC 
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2. Materials and methods 
 
2.1. Antibodies and drugs 
 
 Antibodies against TRPC1 (Sigma-Aldrich, Saint Louis, USA) and PLCγ (Santa-Cruz 
Biotechnology, Inc., Heidelberg, Germany) were rabbit polyclonal antibodies (pAb). Antibody against 
PLCβ (Santa Cruz Biotechnology, Inc., Heidelberg, Germany), -tubulin (Sigma-Aldrich, Saint Louis, 
USA) and STIM1 (BD biosciences, New Jersey, USA) were mouse monoclonal. U73122 ((1-(6-((17 
beta-3-methoxyestra-1,3,5(10)-trien-17-yl)amino)hexyl)-1H-pyrrole-2,5-di one), U73343 (1-[6-
[((17β)-3-Methoxyestra-1,3,5[10]-trien-17-yl)amino]hexyl]-2,5-pyrrolidinedione), BAPTA-AM (1,2-
Bis(2-aminophenoxy) ethane-N,N,N',N'-tetraacetic acid tetrakis-(acetoxymethyl ester)) and CPA 
(Cyclopiazonic acid) were from Sigma-Aldrich (Sigma-Aldrich, Saint Louis, USA). TPEN (N,N,N',N'-
tetrakis-(2-pyridylmethyl)-ethylenediamine) and chelerythrine were from Calbiochem (Calbiochem, 
San Diego, USA). 
 
2.2. Cell culture and transfections 
 
 Experiments were performed on two cell lines: SolC1, dystrophin-deficient (dys-) and SolD6 
expressing mini-dystrophin (minidys+). These cell lines were cultured as described previously, and 
forced expression of mini-dystrophin allowed readdressing members of the dystrophin-associated 
complex, the recovery of Ca2+ handling [11] and normal cation entry in dystrophin-deficient 
myotubes [16]. Transfection of small interfering RNA (siRNA) for silencing of TRPC1 or 1-syntrophin 
and of control siRNA (sequence with no homology with any known eukaryotic gene: Eurogentec) 
were performed on myoblasts the day of seeding using nucleofector transfection device (Kit V, 
Amaxa, Amaxa Biosystems, Germany) and cultured on plastic dishes or on glass coverslips coated 
with gelatin (1 % in sterile water, Sigma-Aldrich, Saint Louis, USA). Transfection of STIM1 siRNA was 
performed on myoblasts using Lullaby® siRNA Transfection Reagent (OZ Biosciences, Marseille, 
France). Myoblasts were transfected with STIM1 siRNAs one day after fusion initiation. 
Transfection of Orai1 dominant negative E106Q MO70 (bicistronic plasmid encoding EGFP) and, as a 
control, pmaxGFP® (Lonza, Levallois-Perret, France), was performed using jetPRIME™ (Polyplus 
tranfection™) transfection reagent. Cells were seeded as described above.  
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2.3. Small interfering RNA sequences 
 
Mouse SolD6 myotubes with reduced 1-syntrophin expression were obtained using transient 
transfection of siRNA. The siRNA silencing sequence 5’-AAGGUAUGAAUGUGCCGAUCUGCGC-3’ 
(Eurogentec, Seraing, Belgium) was designed to target mouse 1-syntrophin mRNA (NM_009228). 
Silencing of TRPC1 gene was performed using two different siRNA sequences (Eurogentec) against 
mouse TRPC1 mRNA (5’-GCAUCGUAUUUCACAUUCU-3’; 5’-UGAGCCUCUUGACAAACGA-3’).  
Downregulation of STIM1 in myotubes was achieved using the following siRNA sequence against 




 Total cell lysates were obtained from SolD6 and SolC1 cultured myotubes. SolD6 and SolC1 
myotubes were washed three times in cold TBS 1X (20 mM Tris Base pH 7.4, 154 mM NaCl, 2 mM 
MgCl2, 2 mM EGTA) and then lysed in 1 ml of lysis buffer RIPA (RadioImmunoPrecipitation Assay: 50 
mM Tris HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 0.05 % NP-40 (v/v), 1 % DOC (w/v), 1 % Triton X-100 
(v/v), 0.1 % SDS (w/v) in the presence of 1 % of a protease inhibitor cocktail  (1 mM PMSF, 20 mM 
leupeptine, 0.8 mM aprotinine and 10 mM pepstatine, Sigma-Aldrich, Saint Louis, USA). Protein 
lysates were homogenized by mechanical dissociation and sonication. The total protein 
concentration was measured by means of a Biorad DC protein assay kit. After denaturing, samples 
were subjected to SDS-PAGE, blotted with antibodies against PLCβ, PLCγ, TRPC1 or STIM1 probed 
with horseradish peroxydase conjugated anti-rabbit antibody (Interchim, Montluçon, France) for 
TRPC1 and PLCγ, probed with horseradish peroxydase conjugated anti-mouse antibody (Interchim) 
for PLCβ and α-tubulin and probed with horseradish peroxydase goat anti-mouse antibody 
(Interchim) for STIM1. Membranes were developed with an enhanced chemiluminescence kit (GE 
Healthcare Europe GmbH, Velizy-villacoublay, France). The molecular weight of proteins was 
estimated according to pre-stained protein markers (Rainbow, Sigma-Aldrich). 
 
2.5. Measurement of cation influx using Mn2+ quenching of fura-2 fluorescence  
 
 Myotubes of 3 or 4 days were rinsed with external 1.8 Ca2+ solution (130 mM NaCl, 5.4 mM 
KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM MgCl2, 10 mM HEPES, 5.6 mM D-glucose, pH 7.4, with NaOH) and 
incubated for 30 min in darkness and then for 15 min at 37 °C in the same solution supplemented 
with 3 µM (final concentration) of fura-2/AM (Interchim). Loaded cells were washed with Ca2+-free 
solution (130 mM NaCl, 5.4 mM KCl, 0.1 mM EGTA, 0.8 mM MgCl2, 10 mM HEPES, and 5.6 mM D-
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glucose, pH 7.4 with NaOH) before measurements. Fura-2 was excited at 360 nm with a CAIRN 
monochromator (Cairn Research Limited, Faversham, UK), and emission fluorescence was monitored 
at 510 nm using intensified cooled CCD camera (Photonic Science Limited, Robertsbridge, UK) 
coupled to an Olympus IX70 inverted microscope (x40 water immersion fluorescence objective). The 
cation influx was evaluated by the quenching of fura-2 fluorescence when Mn2+ ions enter into the 
cells. Fluorescence variations were recorded with the Imaging Workbench 4.0 (IW 4.0) software 
(Indec BioSystems, Mountain View, CA, USA). The depletion protocol was three times one minute 
application of 0 Ca2+ 15 µM CPA (reversible inhibitor of SERCA) alternated by three times one minute 
application of 0 Ca2+ 5 µM CPA + 10 mM caffeine solution (activator of ryanodine receptor). The 
quench rate of the fluorescence intensity was estimated using linear regression of the decaying 
phase (slope) during the first 40 s after Mn2+ addition (50 µM final). The quench rate was expressed 
as percent per minute to correct for differences in the cell size or fluorophore loading. Statistical 
analysis were performed with Origin 5.0 software (OriginLab, Northampton, MA, USA). No 
photobleaching or less than 0.5 %/min was observed during fluorescence decrease measurements. 
The difference between the mean values of measured parameters was statistically tested using the 
Student’s t test and considered significant for P <0.05. All values of the quenching rate were 
expressed in absolute value. 
 
2.6. qRT PCR 
 
 Reverse Transcription. Total cellular RNAs were extracted using RNABle kit (Eurobio, 
Courtaboeuf, France). RNAs (10 µl) were reverse transcribed in 25 µl reaction mixture consisting of 
first strand buffer (25 mM Tris, pH 8.3, 37.5 mM KCl, 1.5 mM MgCl2), 10 mM DTT, 1 mM each dNTP, 
2.4 mg of random hexamers, 40 U RNase inhibitor (RNA guard, Amersham Biosciences), and 400 U 
M-MLV reverse transcriptase (GIBCO-BRL). Reverse transcription was performed at 37 °C for 60 min 
followed by 2 min at 100 °C. The solution was then diluted twice in water. 
Real-time PCR. The 15 µl reaction mixture contained 7.5 µl 2x Taqman Fast Universal Master 
Mix (Applied Biosystems), 5 µl of RT products, and appropriate primers and probes (900 nM and 200 
nM, respectively). All probes contained a 3’ TAMRA (6-carboxy-tetramethylrhodamine) quencher dye 
and were labelled at the 5’ end with a FAM (6-carboxyfluorescein) reporter fluorescent dye. 
Amplification was performed at 50 °C for 2 min, 95 °C for 10 min, followed by 40 cycles at 95 °C (15 s) 
and 60 °C (1 min). Reactions were performed in MicroAmp optical 96-well reaction plates (Applied 
Biosystems) using an 7500HT Real-Time PCR system (Applied Biosystems). All measurements were 
normalized to the mitochondrial ribosomal protein S6 (Mrps6, an endogenous control) to account for 
the variability in the initial concentration and quality of the total RNA.  
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 -Forward primer for TRPC1: 5’-CTT-CTG-CGA-ACA-GCA-AAG-CA-3’; Reverse primer: 3’-GAT-
GTA-CCA-GAA-CAG-AGC-AAA-GCA-5’; Probe: [5’]6-FAM TGA-CAC-CTT-CCA-CTC-GTT-CAT-
TGG-CA [3’]TAMRA.  
 -Forward primer for SP6 protein control: 5’-TTT-GAT-TCT-GAA-AGC-CAT-GCG- 3’; Reverse 
primer: 3’-CGG-TCC-ATC-AGG-GAT-TCT-ATT-G-3’; Probe: [5’]6- FAM CGG-CCA-GAG-ACC-GCT-GCT-
GCT [3’]TAMRA. 
SYBR Green system (Applied Biosystems) was also used for PLCβ1 and PLCγ1. All measurements were 
normalized to α-tubulin as reference (endogenous control) to account for the variability in the initial 
concentration and quality of the total RNA. Expression was quantified with the ratio CT PLCβ or γ/CT 
α-tubulin. 
 -Forward primer for PLCβ1: 5’-CGG-AGC-TGG-AGC-AAG-AAT-AC-3’; Reverse  primer: 5’-
TCA-CCT-TTG-CAG-CAT-CTG-AG-3’. 
 -Forward primer for PLCγ1: 5’-GAC-TCA-CTG-GAG-AAC-TGG-TC-3’; Reverse  primer: 5’-
CCC-TTT-CTG-AGT-TCC-AGC-AG-3’. 
 -Forward primer for α-tubulin: 5’-ACC-TGG-AAC-CCA-CGG-TCA-T-3’; Reverse  primer: 5’-
AGC-TGC-TCA-GGG-TGG-AAG-AG-3’. 









3.1. Cation entry in dystrophin-deficient myotubes is dependent on TRPC1, STIM1 and Orai1 proteins 
We and other groups have already shown that elevated calcium influx in dystrophin-deficient 
muscle was dependent on TRPC1 activity [14;30], but a study with fibers from TRPC1 knockdown 
mice [32] concluded that small conductance currents dependent on TRPC1 expression were not 
store-operated in contradiction to previous work from Vandebrouck C. and collaborators [14]. We 
thus address the issue of determining whether TRPC1 is supporting the store-operated cation entry 
recorded in dystrophin-deficient SolC1 myotubes as already published for SolD6 [18]. RNA 
interference was used to decrease endogenous TRPC1 mRNA level with further assessment of its 
impact on cation influx in SolC1 myotubes. Myoblasts were transfected by nucleofection with two 
siRNA duplex targeting TRPC1 mRNA, and 3 days differentiated SolC1 myotubes were tested for 
expression level of TRPC1 mRNA (72 h after transfection). We observed a drastic extinction by 99 % 
(siRNA1) and by 97 % (siRNA2) of the TRPC1 transcript value in SolC1 cells transfected with siRNA 
against TRPC1 compared to cells transfected with a non-targeting siRNA pool (siRNA ghost) (Fig. 1A). 
TRPC1 protein level was determined by Western blotting. Western Blotting analysis showed a large 
decrease of TRPC1 expression by 70 % in SolC1 myotubes transfected with TRPC1 siRNAs compared 
to control cells, confirming TRPC1 knockdown at the protein level (Fig. 1B).  
Store-depletion was achieved by repetitive activation of calcium release by caffeine (10 mM) 
in presence of CPA (15 µM), a reversible SERCA inhibitor, in order to activate store-dependent cation 
entry in cultured myotubes. After this procedure, 50 µM manganese ions were perfused in the 
extracellular space, which led to the progressive quenching of fura-2 fluorescence by Mn2+ entry in 
the cytosol and reflected a store-operated influx of divalent cation. We and others have previously 
shown that depletion of intracellular calcium stores in mouse myotubes activates store-dependent 
cation entry, which is more important in dystrophin-deficient myotubes [13;15;16]. 
SolC1 myotubes were transfected with siRNA against TRPC1 in order to determine the impact 
of the loss of this channel on cation influx after three days of differentiation. Knock-down of 
endogenous TRPC1 decreased the slope of store-dependent cation influx by almost 50 % (siRNA 
TRPC1: 13.1 %/min ± 0.7, n=51) compared to control cells value (26.1 %/min ± 0.9, n=81) (Fig. 1C). 
Taking into account the presence of a background non store-operated cation entry recorded in non-
depleted myotubes (4.8 %/min ± 0.3, n=43 in non-stimulated SolC1 myotubes), TRPC1 knock-down 
resulted in a 61 % inhibition of the divalent cation influx in SolC1 myotubes. TRPC1 was also shown to 
contribute to elevated store- -syntrophin-deficient myotubes and in 
store-dependent cation regulated by mini-dystrophin [18].  
Since STIM1 was demonstrated as the sensor protein triggering store-operated cation entry, 
silencing of STIM1 was performed in dystrophin-deficient myotubes. We obtained 3 days 
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differentiated SolC1 myotubes with reduced STIM1 expression (Fig. 1A, B) using transient 
transfection (48h transfection) of 1 day myotubes with a mixture of Lullaby® reagent and the specific 
siRNA. The silencing efficiency was reduced at 72 h transfection and STIM1 siRNA transfection 
protocol had to be adapted compared to TRPC1 siRNA transfection in order to perform 
measurements on 3 days differentiation myotubes 48h after transfection. We observed a drastic 
extinction by 80 % of the STIM1 transcript value in SolC1 cells transfected with siRNA against STIM1 
compared to cells transfected with a non-targeting siRNA pool (siRNA ghost) (Fig. 1A). The knock-
down of STIM1 protein expression was also confirmed by immunoblotting (Fig. 1B). Measurements of 
manganese entry after store depletion showed that STIM1 silencing induced a large decrease by 63 % 
(9.62 ± 0.70 %/min, n=50) of cation influx in SolC1 myotubes (Fig. 1C). The mean value was close to 
the one measured without application of depletion protocol (4,8  0.3 %/min, n=43), showing that 
most of the store-operated cation entry was inhibited. This result showed that the cation influx 
activated by our protocol in dystrophin-deficient myotubes is STIM1-dependent, which was also 
observed in normal mouse myotubes by others [38], and in mini-dystrophin expressing myotubes 
(6.16 ± 0.48%/min n=71- data not shown). 
Since Orai1 and TRPC1 were shown to be both STIM1-gated channels, inhibition of Orai1 
activity was also performed in dystrophin-deficient myotubes by forced expression of Orai1 
dominant negative E106Q [43]. Three days differentiated SolC1 myotubes exhibit a large decrease by 
68 % (8,3 ± 0,40 %/min n=22) of cation influx after store depletion (Fig. 1C), when Orai1 dominant 
negative was expressed. This major decrease is similar to the one obtained by knocking-down STIM1 
and shows the functional requirement of Orai1 in STIM1-dependent and store-operated cation entry 
in myotubes as previously reported [38]. The functional requirement of STIM1, TRPC1 and Orai1 
suggests that a STIM1-activated cooperation between Orai1 and TRPC1 mediates the elevated store-
operated cation entry in dystrophin-deficient myotubes.  
 
3.2. Store-dependent cation entry in dystrophin-deficient SolC1 myotubes is dependent on PLC and 
repressed by mini-dystrophin 
 
As expected expression of mini-dystrophin in SolD6 myotubes restored normal levels of cation entry 
compared to dys- SolC1 myotubes (Fig. 2A, B). In order to determine the mechanisms leading to the 
deregulation of cation entry in dystrophin-deficient myotubes, we investigated a possible role of PLC. 
Activation of PLC was blocked with a widely membrane-permeable PLC inhibitor, U73122 and impact 
of this blockade was examined on manganese influx. Pre-treatment of cells with 5 µM or 10 µM 
U73122 has previously been documented to fully and irreversibly prevent PLC activation [44;45]. A 
15 min pre-incubation of SolC1 myotubes with 5 µM or 10 µM U73122 inhibited cation entry by 47 % 
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and 42 % respectively (control SolC1 myotubes: 26.6 ± 0.6 %/min, n= 256, 5 µM U73122 treated 
SolC1 myotubes: 14.2 ± 1 %/min, n= 30, 10 µM U73122 treated SolC1 myotubes: 15.3 ± 0.7 %/min, 
n= 46) (Fig. 2B). Incidentally, the value of cation entry after PLC inhibition in SolC1 myotubes was 
similar to the one of cation entry when regulated by mini-dystrophin expression in SolD6 myotubes. 
Therefore, the blocking effect of U73122 on PLC prevents elevated store-dependent cation entry in 
SolC1 dystrophin-deficient myotubes. When store-activated cation entry is already regulated by 
expression of mini-dystrophin, preincubation of SolD6 myotubes with 10 µM U73122 had no effect 
(16 ± 0.7 %/min, n= 39) compared to control myotubes (15.5 ± 0.3 %/min, n= 246). Pre-treatment of 
cultured myotubes with 10 µM U73343, an inactive analog of U73122, had no effect on cation influx 
(16.7 ± 0.7 %/min, n= 25 for SolD6 myotubes and 28.3 ± 1.8 %/min, n= 29 for SolC1 myotubes) (Fig. 
2B). This suggests that, in absence of the dystrophin scaffold, store-depletion protocol induces cation 
entries, which are elevated by a PLC-dependent pathway. On the other hand, PLCβ1 and PLCγ1 
(predominant isoforms in skeletal muscle) mRNA levels were analyzed by quantitative RT-PCR 
technique in SolD6 and SolC1 myotubes. In control conditions, PLCβ1 and PLCγ1 mRNAs levels were 
found identical between SolD6 and SolC1 myotubes (Fig. 2C). Moreover, PLCβ1 and PLCγ1 proteins 
levels were determined by Western Blotting vs α-tubulin (α-tub), which showed no variation in PLC 
isoforms protein expression between SolD6 and SolC1 myotubes (Fig. 2D). This indicated that higher 
expression levels of PLC isoforms are not responsible in dystrophin-deficient SolC1 myotubes for the 
enhancement of divalent cation influx. 
 
3.3. Store-dependent cation entry in dystrophin-deficient SolC1 myotubes is sensitive to inhibition of 
PKC by chelerythrine 
 
Activation of a PLC-dependent pathway in dystrophin-deficient myotubes could result in 
stimulation of PKC. Moreover, calcium entry is known to be modulated by phosphorylation of 
calcium channels like TRPCs [26;46;47]. To test the possibility of a direct PKC effect on elevated 
divalent cation influx, we applied the widely selective PKC inhibitor 10 µM chelerythrine [48]. 
Compared to untreated dystrophin-deficient cells (26.6 ± 0.6 %/min, n=256) cation influx in SolC1 
myotubes is significantly decreased (40 % inhibition) by 10 µM chelerythrine (16.1 ± 1.1 %/min, n=88) 
(Fig. 3A). Similarly to inhibition of PLC, the blockade of PKC restored normal cation entry with mean 
values close to the one achieved by expression of mini-dystrophin. As previously, administration of 
10 µM or 50 µM chelerythrine had no effect on regulated store-dependent cation entry in SolD6 
myotubes (14 ± 0.8 %/min, n=44 and 15 ± 0.8 %/min, n=27 respectively) compared to untreated 
control cells (15.5 ± 0.3 %/min, n=246) (Fig. 3A). Therefore, the specific blocking effect of 
chelerythrine on PKC counteracts the elevated component of store-dependent cation entry in SolC1 
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myotubes, indicating that the elevated cation influx in dystrophin-deficient myotubes is involving a 
PLC and PKC-dependent pathway.  
 
3.4. siRNA inhibition of α1-syntrophin expression leads to abnormal increase of PLC/PKC-dependent 
cation influx in myotubes.  
 
We previously demonstrated the requirement of α1-syntrophin in the dystrophin-syntrophin 
complex for normal regulation of TRPC-dependent cation entry in cultured myotubes [17;18]. As 
previously published [18], the reduction of α1-syntrophin expression with siRNAs led to abnormally 
increased cation influx (24.0 %/min ± 0.9, n=81) in myotubes expressing mini-dystrophin (Fig. 3B). 
The involvement of the PLC-PKC pathway in elevated cation entry of α1-syntrophin-reduced 
myotubes was tested by treatments with U73122 or chelerythrine. The results in Fig. 3B demonstrate 
that the abnormal influx measured when α1-syntrophin was knock-down (24.0 %/min ± 0.9, n=81) 
was reduced after U73122 pre-incubation (10 %/min ± 0.7, n=59) or after chelerythrine pre-
incubation (12.6 %/min ± 0.6, n=59). The inhibition of PLC and PKC counteracted the increase of 
cation influx resulting from repression of α1-syntrophin. The remaining part of cation entry is similar 
to the one recorded in control minidys+ myotubes. Therefore, these data clearly show that when 
dystrophin is absent or α1-syntrophin is reduced, store-activated cation influx is elevated by a 
PLC/PKC pathway. 
 
3.5. Calcium dependency of cation entry in dystrophin-deficient SolC1 myotubes 
 
During application of the protocol, caffeine and CPA addition results in store depletion but 
also in elevation of the free concentration of calcium in cytoplasm. The rise of intracellular calcium 
was then inhibited by the presence of BAPTA-AM (10 µM, 15 min pre-incubation), a diffusible 
chelator of calcium in order to explore if this is involved in the elevation of cation influx in 
dystrophin-deficient SolC1 myotubes. In BAPTA-loaded myotubes, store-dependent cation entry was 
decreased by 21.3 % in minidys+ SolD6 myotubes (control cells: 15.5 %/min ± 0.3, n=246; BAPTA 
loaded cells: 12.2 %/min ± 0.5, n=82) (Fig 4A). This slight decrease of store-operated cation entry in 
control myotubes may be due to competition of BAPTA with Fura-2, and allow us to evaluate the 
amount of decrease due to this effect. In BAPTA-pretreated SolC1 myotubes, store-dependent cation 
entry was inhibited by 44 % (control cells: 26.6 %/min ± 0.5, n=256; BAPTA loaded cells: 15 %/min ± 
0.7, n=115) (Fig. 4A). A part of the decrease in the rate of fura-2 fluorescence quenching may be also 
due to chelation of manganese ions by BAPTA itself. However the decrease is low in SolD6, which 
suggests a slight effect of BAPTA. The more prominent effect of calcium chelation in dystrophin-
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deficient myotubes, suggests that at least one part of cation entry was dependent on released 
intracellular calcium during stores depletion and/or cytosolic free calcium. This difference suggests 
that a calcium-sensitive pathway is increasing cation influx in dystrophin-deficient myotubes. TPEN 
was used to investigate the mechanism of store-operated entry due to its ability to reduce the 
intraluminal free Ca2+ concentration. The use of TPEN avoids potential confounders, such as changes 
in cytosolic Ca2+ and second messenger levels and permits us to discriminate the Ca2+ originating 
from internal stores or external sources. TPEN is a membrane-permeant multivalent cation chelator, 
that shows moderate affinity for calcium (Kd for Ca2+~130 µM), which has been used to rapidly and 
reversibly chelate Ca2+ within the intracellular stores [49]. In absence of extracellular Ca2+, the 
addition of 1 mM TPEN to cultured myotubes did not modify cytosolic calcium concentration (data 
not shown) and efficiently chelated intraluminal calcium because calcium release by caffeine was 
completely blocked (data not shown). In SolD6 myotubes, the rate of Mn2+ entry was similar after the 
two different depletion protocols (ctrl: caffeine+CPA vs TPEN) (Fig 4B, C). This shows that both 
protocols induce the same kind of SOCEs and that the low affinity calcium chelator TPEN does not 
compete with fura-2 for Mn2+ binding. Subsequent addition of 50 µM Mn2+ induced a store-operated 
cation entry, due to chelation of calcium in intracellular stores (+TPEN), which is similar between 
SolD6 (14.3 %/min ± 0.6, n=73) and SolC1 myotubes (13 %/min ± 0.8, n=44) (Fig. 4B et C). This result 
demonstrates clearly the presence of a similar store-operated component in both myotubes. It 
confirms that store-dependent cation influx is similar in both types of myotubes and that its increase 
in dystrophin-deficient SolC1 myotubes is dependent on the intracellular calcium released during the 
depletion protocol. 
 
3.6. Role of cytosolic calcium level in TRPC1 cation influx activated by PLC/PKC pathway  
 
The cation influx dependent on cytosolic calcium is supported, in part, by TRPC1 as shown in 
Fig. 1C and 5A by siRNA experiments in dys- SolC1 myotubes. Indeed, pre-incubation in BAPTA-AM of 
myotubes transfected with siRNA TRPC1 had no additional effect on store-dependent cation entry 
(siRNA TRPC1 transfected SolC1 myotubes: 13.1 %/min ± 0.7, n=51; siRNA TRPC1 transfected SolC1 
myotubes treated with BAPTA-AM: 15.3 %/min ± 0.8, n=78). Together with the BAPTA-AM inhibition 
of SOCE (Fig. 4A), this result shows clearly that the component of cation influx affected by TRPC1 
knock-down in SolC1 myotubes is dependent on cytosolic calcium level. This is in agreement with the 
idea that the positive modulation of SOCs mediated by TRPC1 is dependent on cytosolic calcium 
concentration. 
Calcium ion modulation on cation entry may be mediated by an intermediary target which 
can be PLC and PKC. It is possible that increased intracellular calcium may cause store-dependent 
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channel modulation since PLC [50;51] and PKC isoforms are calcium sensitive [52]. To investigate if 
calcium-dependent cation entry is modulated by PLC and PKC activities in SolC1 myotubes, we 
performed double treatments of cells: to one side with U73122 plus BAPTA-AM and on the other side 
chelerythrine plus BAPTA-AM. Double treatments with U73122 and BAPTA-AM lead to store-
dependent cation entry value similar to the one measured in single treatment with BAPTA-AM 
(BAPTA-AM treated cells: 15 %/min ± 0.7, n=115 and U73122 plus BAPTA-AM treated cells: 16.3 
%/min ± 1.4, n=24) (Fig 5B). Double treatments with chelerythrine and BAPTA-AM also did not have 
additional effect on store-dependent cation entry (14.7 %/min ± 0.7, n=40) (Fig. 5B). The absence of 
additional inhibition suggests a calcium dependence of the PLC/PKC pathway increasing store-
operated cation entry in dystrophin-deficient myotubes.  
 
  





Store-dependent cation entry was shown to be regulated by the dystrophin/syntrophin 
scaffold in cultured myotubes, and the present study suggests new mechanisms leading to increased 
Ca2+ entry in dystrophin-deficient myotubes. This work shows that inhibition of PLC caused a 
substantial decrease in cation entry through store-operated channels in dystrophin-deficient 
myotubes (Fig. 2). This could be related to higher activity of PLC in dystrophic myotubes as suggested 
by the first observation that IP3 levels remained high after potassium depolarization in the human 
dystrophic cell line [19]. Chelerythrine, the usual PKC inhibitor, reduces store-dependent cation influx 
to the same level than with PLC inhibitor in dystrophin-deficient myotubes. Inhibition of PKC or PLC 
decreased the cation influx in dystrophin-deficient myotubes at the same level measured in 
myotubes expressing mini-dystrophin. On the contrary, the dependency of store-operated cation 
entry on PLC and PKC activity was never observed when normal Ca2+ homeostasis and divalent cation 
entry were restored by expression of mini-dystrophin. Silencing α1-syntrophin in mini-dystrophin 
myotubes resulted in a PLC/PKC-dependent increase of store-operated cation influx, showing the 
crucial role of the scaffolding protein in inhibiting this signaling pathway mobilized during a depletion 
protocol (Fig. 3). 
These results suggested that Ca2+ store-depletion protocols can activate PLC and PKC 
pathways in myotubes when the dystrophin/syntrophin scaffold is altered, which results in increased 
cation entry. Recently, thapsigargin stimulation of human endothelial cells was shown to activate 
both store-dependent Ca2+ entry and PLC/PKC-dependent Ca2+ entry suggesting that thapsigargin 
stimulation led to activation of PLC and PKC [29]. This does not necessarily mean that the depletion 
of sarcoplasmic reticulum (SR) Ca2+ stores per se leads to PLC activation, since the consequences of 
the depletion protocol, for instance the cytosolic Ca2+ elevation may be responsible of this activation. 
It is well known that PLC and classical PKC isoforms (PKC , I, II and ) are sensitive to Ca
2+ [50-53]. 
Several works demonstrated the influence of intracellular Ca2+ for generating non-voltage dependent 
Ca2+ entry [24;54]. They described that the Ca2+ effect on its entry was not direct, but mediated 
through a Ca2+-calmodulin-dependent pathway in T lymphocytes and in CHO cells. Moreover, in fetal 
skeletal muscle, Collet and Ma revealed an important mechanism of Ca2+-dependent facilitation of 
SOCE [55]. Their study showed that a component of SOCE in the fetal skeletal muscle could be 
enhanced by a transient elevation of intracellular Ca2+. This was observed in a majority of the cell 
preparations and clearly demonstrated by the increase in Mn2+ entry rate when strong intracellular 
Ca2+ elevation was generated by SOCE in the presence of thapsigargin, preventing Ca2+ refilling into 
the SR. The enhancement of Mn2+ entry rate appears to be specific for Ca2+ ions. In the present work, 
a dependency of elevated cation influx on cytosolic Ca2+ was supported by experiments using direct 
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intracellular Ca2+ chelation by BAPTA-AM (Fig. 4, 5). This reduced to the half the increased cation 
entry induced by CPA and caffeine, which was comparable to the effect of PLC or PKC inhibition. 
Moreover, PLC and PKC inhibitors had no additional effect to BAPTA-AM treatment, suggesting that a 
same cation influx was modulated by a single Ca2+/PLC/PKC pathway (Fig. 5B). On the contrary, Ca2+ 
stores depletion with TPEN did not induce Ca2+ release, and allowed to trigger store-operated cation 
entry without elevation of cytosolic Ca2+ concentration. Ca2+ store depletion with TPEN stimulated 
divalent cation entry at similar level in dystrophin-deficient myotubes and after enforced mini-
dystrophin expression (Fig. 4C). This is supporting the idea that the difference in divalent cation entry 
activated after store-depletion by caffeine/CPA perfusion is not dependent on a different sensitivity 
of Ca2+ stores. Ca2+ stores depletion with TPEN led to lower cation entry in dystrophin-deficient 
myotubes compared to influx obtained after depletion with CPA and caffeine (Fig. 4C). These results 
confirm that the increased store-dependent cation entry in dystrophin-deficient myotubes is 
dependent on other signaling pathways mobilized during the depletion protocol, such as Ca2+ release 
in the cytoplasm. 
Store-dependent cation entry activated by caffeine and CPA were shown to be dependent on 
TRPC1 expression in dystrophin-deficient myotubes (Fig. 5A). Store-dependent cation entry was 
reduced by 50 % after TRPC1 knockdown and chelating cytoplasmic Ca2+ with BAPTA-AM had no 
additional effect. This strongly suggests that TRPC1 channels support the Ca2+-dependent elevation of 
cation entry stimulated by depletion protocol in dystrophin-deficient myotubes. The TRPC1 channel 
was shown to be implicated in abnormal divalent cation entry associated with myopathy, and shown 
to be regulated by scaffolding proteins, 1-syntrophin, Homer-1, and caveolin-3 [17;30;56]. 
Constitutively active cation influx dependent on TRPC1 were shown to be involved in dystrophy 
caused by homer-1 knockdown [56]. In our hands, inhibiting TRPC1 expression by siRNAs strongly 
attenuated the elevated divalent cation entry measured by quenching of fura-2 by manganese in 1-
syntrophin-deficient myotubes [18] as well as in dystrophin-deficient SolC1 myotubes (Fig. 3, 5) This 
is in accordance with the idea that TRPC1 channels participate in elevated Ca2+ entries activated in 
dystrophic muscle cells, when the dystrophin-based cytoskeletal complex is altered. Other TRPC 
channels could also be involved since forced TRPC3 overexpression in transgenic mice resulted in an 
increased Ca2+ entry correlated with a dystrophic phenotype [31]. It was demonstrated that TRPC1 
can be a STIM1-gated channel and can bind STIM1 [39], an ER/SR Ca2+-binding protein with 
multidomains that activates SOCs [57]. Store-operated Ca2+ entry was already shown to be 
dependent on STIM1 in skeletal muscle [33]. We found that inhibiting STIM1 expression suppressed a 
major part of the cation entry recorded in dystrophin-deficient myotubes after store depletion (Fig. 
1), which was also observed in normal mouse myotubes by others [38], and in mini-dystrophin 
expressing myotubes. TRPC1 or STIM1 silencing induced a large decrease by almost 50 % and 63 % 
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respectively of store-dependent cation influx in SolC1 myotubes (Fig. 1). This suggests that TRPC1 is 
participating to store-operated cation entry (SOCE) and is stimulated by STIM1. This is in 
contradiction with the work of Zanou and collaborators [32] in TRPC1 knock-out fibers suggesting 
that SOCE was not affected by the absence of TRPC1. It was shown however that TRPC1 was 
participating to Ca2+ entries necessary for counteracting the effects of fatigue during sustained 
muscle activity. This discrepancy could be explained by a different activation mode of TRPC1 in 
developing myotubes and adult fibers as suggested by of Zanou and colleagues [32]. The results on 
TRPC1 -/- fibers could alternatively mean that other channels can replace TRPC1 for carrying SOCE, 
such as TRPC4 [18] or Orai1[37;38] in mature cells. Orai1 was proposed to be necessary for activation 
by STIM1 of cation entry through TRPC channels [34;41;42]. The present work shows that store-
operated cation entry dependent on TRPC1 expression is drastically decreased by STIM1 knockdown 
and also by expression of Orai1 dominant negative (Fig. 1). These observations suggest a functional 
requirement for STIM1 and Orai1 in store-operated TRPC1 mediated cation entry of skeletal 
myotubes, which is in agreement with the model of functional interactions among STIM1, Orai1 and 
TRPC1[41].  
Our work shows that enhanced cation entry of dystrophin-deficient myotubes is dependent on 
TRPC1 channels but also on STIM1 and Orai1, which are necessary for stimulating store-operated 
cation influx (Fig. 1). However, in absence of dystrophin, the increase in STIM1/Orai1/TRPC1-
dependent cation entry appeared to be enhanced by additional signaling pathways, which were 
activated during the depletion protocol. The potentiation of store-operated divalent cation entry 
appeared to be dependent on Ca2+/PLC/PKC pathway and is regulated by the α1-
syntrophin/dystrophin scaffold. This modulation may be achieved by the loss of an inhibitory 
mechanism due to the decrease of a 1-syntrophin-mediated regulation as suggested previously 
[18]. Quantification of mRNA and protein levels encoding for PLC isoforms, showing no expression 
changes at the transcriptional and protein levels, are in favor of a modulation of PLC activity by α1-
syntrophin (Fig. 2, 3). The α1-syntrophin is a component of dystrophin-associated complex in normal 
skeletal muscle and recruits signaling proteins such as nNOS [58], sodium channels SkM1 and SkM2 
[59;60], the potassium channel Kir4.1 [61] via their multiples protein-protein interaction motifs. 
Alpha1-syntrophin could act directly on PLC pathway as a regulatory molecule or indirectly through 
the modulation of trimeric G proteins. Two studies from Okumura and colleagues and Zhou and 
colleagues are in favor of this latter hypothesis demonstrating that α1-syntrophin interacts in vitro 
with multiple isoforms of heterotrimeric G protein α subunits in COS-7 cells and with heterotrimeric 
G protein β,γ subunits in rabbit skeletal muscle [62;63]. As shown before [18], the N-terminal part of 
α1-syntrophin, containing the PDZ domain, is necessary for recovery of normal influx transported by 
TRPC1 in dystrophin-deficient myotubes. This may reflect a critical role of this domain for recruiting 
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regulatory components near TRPC1 channels and for repressing the Ca2+/PLC/PKC pathway, which 
overactivates store-operated channels when the scaffolding protein is lost in dystrophin-deficient 
cells. Moreover, the increase in sub-plasmalemmal Ca2+ concentration related to higher activity of 
sarcolemmal cation channels or from other internal sources [16;64;65] may in turn amplify the 
overactivation of this STIM1, Orai1 and TRPC1-dependent cation entry. This deregulation of Ca2+ 
signaling pathway was observed at early stages of development in cultured myotubes, and may be 
accompanied by other phenomenon in contractile mature dystrophic fibers, when dystrophin is not 
playing a role of shock absorber during repeated contractile activity [2]. Disruption of the inhibitory 
control over Ca2+ sparks by mechanosensitive channels may also contribute to Ca2+ disorders of 
dystrophic fibers [12].  
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Figure 1 TRPC1-STIM1-Orai1 proteins are involved in store-dependent cation influx in dystrophin-
deficient SolC1 myotubes. (A) Three days differentiated SolC1 muscle cells were harvested after 
transfection with siRNAs against TRPC1, STIM1. Bar-graphs represent the amount of TRPC1, STIM1 
mRNAs analyzed by qRT-PCR (value relative to the siRNA ghost control oligo). (B) Expression level of 
TRPC1 and STIM1 in SolC1 myotubes control cells or in cells transfected with TRPC1 and STIM1 
siRNAs were analyzed by Western Blot using a polyclonal antibody against TRPC1 and a monoclonal 
antibody against STIM1. Levels of TRPC1 and STIM1 were compared to the one of α-tubulin (α-tub) 
detected with a monoclonal antibody. (C) Effect of TRPC1, STIM1 and Orai1 inhibition on store-
operated cation entry in SolC1 myotubes. Bar-graphs represent mean rates of fluorescence decrease 
induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± SEM in control SolC1 myotubes (black column), in SolC1 
transfected with siRNA ghost (dark-grey and white columns), in SolC1 transfected with siRNA against 
STIM1, TRPC1 and Orai1 dominant negative E106Q (grey, striped and dotted columns, respectively). 
The difference between mean values of measured parameters was determined by Student’s t test 
and considered significant at P<0.05 (ns, non significant,***=P<0.001). 
 
Figure 2 Effect of U73122 on store-dependent cation entry in cultured myotubes. (A) Three 
representative recordings of fura-2 fluorescence during perfusion of 50 µM Mn2+ obtained from 
minidys+ SolD6 myotubes (grey line), from dys- SolC1 myotubes (black line) and from dys- SolC1 
myotubes treated with 10 µM U73122 (dark-grey line). (B) Slopes of the Mn2+-induced decreasing 
phase of fura-2 fluorescence were measured and expressed as % of decrease per min. Bar-graphs 
represent mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± SEM in 
control SolD6 myotubes (black column), in SolD6 myotubes treated with 10 µM U73122 (grey 
column), in SolD6 myotubes treated with 10 µM U73343 (dark-grey column), in control SolC1 
myotubes (black column), in SolC1 myotubes treated with 5 µM U73122 (dotted grey column), or 
with 10 µM U73122 (dotted dark-grey column) and in SolC1 myotubes treated with 10 µM U73343 
(dotted black column). The difference between mean values of measured parameters was 
determined by Student’s t test and considered significant at P<0.05 (ns, non significant, 
***=P<0.001). (C) PLCβ and PLCγ mRNA expression was addressed by quantitative RT-PCR-based 
analysis. The α-tubulin mRNA was used as an internal standard and mRNA expression level of PLCβ 
and PLCγ was normalized with α-tubulin mRNA expression in SolD6 and SolC1 myotubes. (D) 
Expression levels of PLCβ and PLCγ in SolD6 and in SolC1 myotubes were analyzed by Western Blots 
using monoclonal antibody against PLCβ and polyclonal antibody against PLCγ. Levels of PLC isoforms 
were compared to the one of α-tubulin (α-tub) detected with a monoclonal antibody in both types of 
myotubes. 
 
Figure 3 Enhanced cation entry in dystrophin or syntrophin-deficient myotubes is dependent on PKC 
and PLC. (A): Effect of chelerythrine on store-dependent cation entry in cultured myotubes. Slopes of 
the Mn2+-induced decreasing phase of fura-2 fluorescence were measured and expressed as % of 
decrease per min. Bar-graphs represent mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ 
(expressed in %/min) ± SEM in control SolD6 myotubes (black column), in SolD6 myotubes treated 
with 10 µM chelerythrine (grey column), or with 50 µM chelerythrine (dark-grey column), in control 
SolC1 myotubes (black column) and in SolC1 myotubes treated with 10 µM chelerythrine (dotted 
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grey column). The difference between mean values of measured parameters was determined by 
Student’s t test and considered significant at P<0.05 (ns, non significant, ***=P<0.001). (B): Store-
dependent cation influx deregulated by 1-syntrophin knock-down in minidys+ SolD6 myotubes is 
sensitive to chelerythrine and U73122. Effect of 10 µM chelerythrine and of 10 µM U73122 on store-
dependent cation influx in minidys+ SolD6 myotubes transfected with siRNAs against α1-syntrophin. 
Bar-graphs represent mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± 
SEM in control SolD6 myotubes (black column), in SolD6 transfected with α1-syntrophin siRNA (white 
column), in SolD6 transfected with α1-syntrophin siRNA after administration of 10 µM chelerythrine 
(dark-grey column) or after administration of 10 µM U73122 (grey column). The difference between 
mean values of measured parameters was analysed by Student’s t test and considered significant at 
P<0.05 (***=P<0.001). 
 
Figure 4 Involvement of intracellular Ca2+ in elevated cation entry in SolC1 myotubes. Slopes of the 
Mn2+-induced decreasing phase of fura-2 fluorescence were measured and expressed as % of 
decrease per min. (A) Bar-graphs represent mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ 
(expressed in %/min) ± SEM in control SolD6 myotubes (black column), in SolD6 myotubes loaded 
with 10 µM BAPTA-AM (grey column), in control SolC1 myotubes (black column) and in SolC1 
myotubes loaded with 10 µM BAPTA-AM (dotted grey column). (B) Representative recordings of fura-
2 fluorescence during perfusion of 50 µM Mn2+ after caffeine+CPA or TPEN depletion obtained from 
minidys+ SolD6 myotubes (light grey for control condition and dark grey for TPEN depletion), from 
dys- SolC1 myotubes (black line for control condition and grey TPEN depletion). (C) Mean rates of 
fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± SEM in control SolD6 myotubes (grey 
column), in SolD6 myotubes depleted with TPEN (dotted grey column), in SolC1 myotubes depleted 
with TPEN (grey column) and in control SolC1 myotubes (black column). The difference between 
mean values of measured parameters was determined by Student’s t test and considered significant 
at P<0.05 (ns, non significant, ***=P<0.001). 
 
Figure 5 Involvement of intracellular Ca2+ in elevation of TRPC1-dependent cation influx by PLC/PKC 
pathway in SolC1 myotubes. (A) Mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed in 
%/min) ± SEM in control SolC1 myotubes (black column), in SolC1 myotubes transfected with TRPC1 
siRNAs (grey column) and in SolC1 myotubes transfected with TRPC1 siRNAs and loaded with 10 µM 
BAPTA-AM (dark-grey column). (B) Mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed 
in %/min) ± SEM in control SolC1 myotubes (black column), in SolC1 myotubes loaded with 10 µM 
BAPTA-AM (dark-grey column), in SolC1 myotubes loaded with 10 µM BAPTA-AM and treated with 
10 µM chelerythrine (grey column) or with 5 µM U73122 (white column). The difference between 
mean values of measured parameters was determined by Student’s t test and considered significant 
at P<0.05 (***=P<0.001). 
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C- Discussion des résultats obtenus 
 
Cette étude suggère un nouveau mécanisme responsable de l’augmentation anormale des entrées 
cationiques dépendantes des réserves du RS (SOCE) dans les myotubes de souris déficients en 
dystrophine. En effet, en plus de la dérégulation des SOCE liée à l’absence de l’interaction 
dystrophine-syntrophine ([Vandebrouck et al. 2006] ; [Vandebrouck et al. 2007]), une dérégulation 
de la PLC et de la PKC est observée dans les myotubes SolC1 (déficients en dystrophine).  
 
Ce travail montre que l'inhibition de la PLC provoque une diminution de l'entrée de cations à travers 
les canaux dépendants des réserves (SOC) dans les myotubes déficients en dystrophine (Figure 2). 
Cela pourrait être lié à une activité plus élevée de la PLC dans les myotubes dystrophiques comme 
suggéré par Liberona et collaborateurs qui montrent que les niveaux d’IP3 restent élevés après la 
dépolarisation par le potassium de la lignée cellulaire humaine dystrophique [Liberona et al. 1998]. 
De la même manière, les entrées SOCE ont été inhibées avec la  chélérythrine,  un inhibiteur de la 
PKC, dans les myotubes déficients en dystrophine. L'inhibition de la PKC et de la PLC  diminue l'afflux 
cationique dans les SolC1 au même niveau que dans les myotubes SolD6 exprimant la mini-
dystrophine. Au contraire, l’utilisation de ces inhibiteurs n’a aucun effet sur les entrées SOCE dans les 
SolD6 exprimant la mini-dystrophine et présentant donc une homéostasie calcique intacte. Ceci 
pousse à penser que le niveau de calcium cytosolique pourrait jouer un rôle dans la modulation de la 
voie PLC/PKC observée dans les myotubes SolC1 déficients en dystrophine. En effet, il a déjà été 
montré que les PLC et les PKC sont sensibles au calcium ([Allen et al. 1997] ; [Steinberg 2008] ; [Essen 
et al. 1996] ; [Rebecchi and Pentyala 2000]).  
Plusieurs travaux ont pu démontrer l’influence du calcium intracellulaire sur la génération d’entrées 
calciques non-voltage dépendantes ([Haverstick and Gray 1993] ; [Gailly et al. 1996]). De plus, une 
étude réalisée sur le muscle squelettique au stade fétal, montre l’implication du calcium lui même 
dans les entrées SOCE puisqu’une composante de ces entrées pourrait être activée simplement par 
une augmentation transitoire du calcium cytosolique [Collet and Ma 2004].  
 
Pour étudier cette hypothèse nous avons travaillé sur l’implication du calcium dans les entrées SOCE 
au niveau de notre modèle cellulaire murin. Nous avons mis en évidence la dépendance de 
l’augmentation des entrées SOCE au calcium cytosolique. La chélation du calcium intracellulaire par 
le BAPTA-AM dans les SolC1 réduit de moitié les entrées cationiques induites par la déplétion des 
réserves du RS (Figures 4 et 5) et les ramène à un niveau comparable à celui mesuré en présence des 
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inhibiteurs de la PLC et de la PKC. D’autre part, l’utilisation de ces inhibiteurs en présence du BAPTA-
AM n’a aucun effet supplémentaire sur les entrées SOCE.     
Nous avons également utilisé le TPEN pour chélater spécifiquement le calcium du RS. De cette 
manière il est possible de mimer une déplétion des réserves calciques sans libération de calcium dans 
le cytosol. La déplétion par le TPEN n’a pas affecté les entrées cationiques dans les SolD6 mais a 
permis de retrouver le niveau normal de ces entrées dans les SolC1 (Figure 4C). Tous ces résultats 
suggèrent que la différence entre les influx SOCEs des SolD6 et des SolC1, générés par la déplétion 
des réserves du RS avec la caféine et le CPA, n’est pas due à une différence de sensibilité des stocks 
calciques et que l’augmentation anormale des entrées SOCE dans les myotubes déficients en 
dystrophine dépend d'autres voies de signalisation mobilisées au cours du protocole de déplétion 
tels que la libération de calcium dans le cytoplasme. La voie Ca2+/PLC/PKC serait donc impliquée dans 
l’augmentation anormale des influx cationiques dépendants de la déplétion des stocks calciques dans 
les myotubes déficients en dystrophine. 
 
D’autre part nous avons montré que l’extinction de l’expression de l’α1-syntrophine dans les SolD6 
induit une augmentation des influx SOCE dépendante de la PLC/PKC ce qui montre le rôle crucial de 
cette protéine d'échafaudage dans l'inhibition de la voie de signalisation PLC/PKC mobilisées lors du 
protocole de déplétion (Figure 3). De même l’inhibition de l’expression de TRPC1 par siRNA dans les 
SolC1 permet de corriger l’augmentation des entrées SOCE en absence de la dystrophine (Figures 1 
et 5). Les entrées cationiques dépendantes de la déplétion des réserves du RS passent donc par les 
canaux TRPC1. Plusieurs études ont montré l’implication de TRPC1 dans la dérégulation des entrées 
SOCE associée à la myopathie et que la régulation de ce canal passe par les protéines d’échafaudage 
1-syntrophine, Homer-1, et cavéoline-3 ([Vandebrouck et al. 2007] ; [Gervasio et al. 2008] ; [Stiber 
et al. 2008]).  
Ces études sont en accords avec l’hypothèse selon laquelle TRPC1 participerait à l’augmentation des 
entrées SOCE dans le muscle dystrophique lorsque le complexe protéique lié à la dystrophine est 
altéré.  D’autres canaux TRPCs pourraient également être impliqués dans ces entrées puisque la 
surexpression de TRPC3 dans des souris transgéniques cause l’augmentation des entrées calciques et 
l’expression d’un phénotype dystrophique [Millay et al. 2009]. Il a été démontré que TRPC1 peut être 
stimulé par STIM1 à travers une interaction entre ces deux protéines [Huang et al. 2006]. STIM1 a été 
définie comme une protéine endo-sarcoplasmique capable d’activer les canaux SOCs [Liou et al. 
2005] dans différents types cellulaires y compris les cellules musculaires squelettiques [Stiber et al. 
2008]. Nous avons donc voulu étudier l’implication de STIM1 dans les entrées SOCE au niveau de 
notre modèle cellulaire et nous avons montré que l’inhibition de l’expression des STIM1 supprime 
une majeure partie des influx cationiques dans les myotubes exprimant la mini-dystrophine et 
  Résultats et discussion 
189 
 
déficients en dystrophine après la déplétion des réserves calciques (Figure 1). Ce résultat a 
également été observé dans les myotubes de souris normales [Lyfenko and Dirksen 2008]. 
L’extinction de l’expression de TRPC1 ou STIM1 induit une diminution importante (50% et 63% 
respectivement) des influx SOCE dans les myotubes SolC1 (Figure 1), ce qui prouve l’implication à la 
fois de TRPC1 et de STIM1 dans ces entrées cationiques. 
Le rôle de TRPC1 dans les SOCEs reste à ce jour controversé. Une étude sur des fibres de souris 
dépourvues de TRPC1 montre que les SOCEs ne sont pas affectées par l’absence de ce canal [Zanou 
et al. 2010] et que TRPC1 serait plutôt responsable des entrées calciques nécessaires à contrecarrer 
la fatigue générée par une activité musculaire soutenue.  Ceci  pourrait s’expliquer par un rôle de 
TRPC1 dépendant du modèle cellulaire et du stade de différenciation. D’autre part, il est possible que 
l’absence de TRPC1 soit compensée par d’autre canaux SOCs comme TRPC4 [Sabourin et al. 2009] ou 
Orai1 ([Li et al. 2010] ; [Lyfenko and Dirksen 2008]) dans les fibres matures. 
Plusieurs études suggèrent que la présence d’Orai1 est indispensable à l’activation par STIM1 des 
entrées cationiques à travers les canaux TRPCs ([Peinelt et al. 2006] ; [Liao et al. 2009] ; [Cheng et al. 
2008]). Notre travail montre que les entrées SOCEs dépendantes de TRPC1 sont dramatiquement 
diminuées par l’extinction de l’expression de STIM1 et par le dominant négatif Orai1 (Figure 1), ce qui 
suggère le rôle fonctionnel de STIM1 et Orai1 dans les entrées SOCEs médiées par TRPC1 dans les 
myotubes murins. Cette observation est en accord avec le modèle d’interaction fonctionel entre 
STIM1, Orai1 et TRPC1 proposé par Liao et collaborateurs [Liao et al. 2009]. 
 
Les entrées SOCEs anormalement élevées dans les myotubes déficients en dystrophine seraient donc 
dépendantes de STIM1, Orai1 et TRPC1. Ce dysfonctionnement serait du à l’absence de la régulation 
par l’α1-syntrophine (dépendante de son interaction avec la dystrophine) de la voie Ca2+/PLC/PKC. 
Cette hypothèse est consolidée par l’absence de différence du niveau d’expression de la PLC entre les 
deux lignées cellulaires (Figures 2 et 3). En effet, l’α1-syntrophine est capable d’interagir avec 
différents isoformes de protéines G hétérotrimériques in vitro ([Okumura et al. 2008] ; [Zhou et al. 
2005]). Elle pourrait donc agir directement ou indirectement (à travers les protéines G) sur la voie 
PLC. Notre équipe a précédemment montré le rôle prédominant du domaine PDZ de l’α1-
syntrophine pour la restauration des niveaux normaux des entrées cationiques médiées par TRPC1 
dans les myotubes déficients en dystrophine [Sabourin et al. 2009].  Ceci suggère un rôle crucial du 
domaine PDZ de l’α1-syntrophine dans le recrutement de composants de régulation à proximité des 
canaux TRPC1 et dans la répression de la voie Ca2+/PLC/PKC, qui suractiveraient les SOCE lorsque les 
protéines d'échafaudages sont absentes dans des myotubes déficients en dystrophine. 
Des expériences préliminaires d’immunoprécipitation semblent montrer une interaction entre l’α1-
syntrophine et la PLCβ1 mais pas la PLCγ1 dans nos deux lignées murines. Des études 
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complémentaires actuellement en cours dans notre laboratoire permettront de comparer ces 
interactions dans les SolD6 et les SolC1. Ceci pourrait expliquer les différences de régulation 
observées dans les myotubes murins déficients en dystrophine.    
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II-  LE MODELE HUMAIN 
 
A- Contexte de l’étude  
 
La dérégulation de l'homéostasie calcique dans la DMD a été largement étudiée dans les myotubes et 
les fibres de souris. Plusieurs études ont permis de caractériser des entrées anormales de cations 
dans les cellules musculaires squelettiques déficientes en dystrophine et de l’attribuer à la 
dérégulation des canaux sarcolemmiens perméables aux calcium ([Fong et al. 1990] ; [Turner et al. 
1991] ; [Hopf et al. 1996b]). D’autre part, une étude sur  souris transgéniques surexprimant TRPC3 
montre que l’entrée calcique anormale à travers ces canaux est capable à elle seule d’induire un 
phénotype dystrophique [Millay et al. 2009]. Les canaux mécanosensibles (SAC) ont été étudiés par la 
technique du patch-clamp. Ils affichent une probabilité d’ouverture et une occurrence accrues dans 
les myotubes mdx ([Franco, Jr. and Lansman 1990] ; [Franco-Obregon and Lansman 2002]) et dans les 
myotubes humains DMD [Vandebrouck et al. 2001]. Dans une étude sur les fibres mdx, une activité 
augmentée des canaux SOC (Store-Operated Channels a été décrite [Ducret et al. 2006] avec les 
mêmes caractéristiques que les SAC enregistrés dans la même préparation. D’autre part, TRPV2, un 
canal cationique mécanosensible, [Muraki et al. 2003] a été particulièrement étudié dans des cellules 
musculaires squelettiques déficientes en dystrophine. TRPV2 est normalement localisé dans des 
compartiments membranaires intracellulaires, mais subit une translocation vers la membrane 
plasmique dans les fibres musculaires dystrophiques [Iwata et al. 2003]. Son inhibition spécifique 
permet d’améliorer la dystrophie musculaire. En effet, des souris mdx exprimant un dominant négatif 
de TRPV2 présentent une entrée cationique réduite dans les fibres musculaires. Le dominant négatif 
TRPV2 réduit la dégénérescence musculaire (nécrose et apoptose) et la régénération (noyaux 
centraux, etc). Ces observations suggèrent que le canal TRPV2 est une voie d'entrée importante de 
Ca2+ dans les fibres musculaires dystrophiques ([Iwata et al. 2009] ; [Zanou et al. 2009]).  
L’altération des SOCE et des entrées cationiques dépendantes de TRPV2 n’ont pas encore été décrits 
dans le muscle squelettique humain malgré le fait que la dérégulation calcique soit bien étudiée dans 
les cellules musculaires humaines. La régulation du calcium intracellulaire libre est altérée dans les 
myotubes humains DMD [Fong et al. 1990]. Des études sur les myotubes humains DMD, capables de 
se contracter, (co-cultivées avec des explants de neurones) ont suggérés que l’augmentation de la 
concentration calcique résulte de l'activation anormale de canaux membranaires spécifiques ou 
d'une altération membranaire lors de la contraction ([Imbert et al. 1995] ; [Imbert et al. 1996]; 
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[Imbert et al. 2001]). Par ailleurs, il a été rapporté que les canaux SAC sont anormalement stimulés 
dans les myotubes DMD [Vandebrouck et al. 2001], et bien que le calcium transportés à travers 
l’échangeur Na+/Ca2+ en mode inversé reste inchangé dans les myotubes DMD, la libération de 
calcium induite par le calcium (CICR) est augmentée dans les myotubes DMD [Deval et al. 2002]. 
D'autres voies alternatives pour l'entrée du calcium ont été décrites dans les myotubes humains tels 
que l'entrée SOCE. Les entrées SOCE ont été enregistrées dans les myotubes humains normaux 
[Weigl et al. 2003] par l'activation des récepteurs de la ryanodine mais également dans des fibres 
humaines saines et présentant une hyperthermie maligne [Duke et al. 2010] où elles semblent 
dépendre de STIM1 (Stromal Interaction Molécule 1). 
Dans cette partie du travail nous avons voulu caractériser les entrées de cations basales et 
dépendantes des stocks calciques du RS des myotubes humains normaux et DMD en culture 
primaire. Il s’agissait également d’étudier l'implication de la phospholipase C (PLC) et la protéine 
kinase C (PKC) dans les entrées SOCE ainsi que le rôle de l’α1-syntrophine dans la régulation des 
SOCE. Nous avons également exploré l’implication des canaux TRPV2 dans la dérégulation de 
l’homéostasie calcique dans ces myotubes. 
Les résultats de ce travail ont été soumis dans American Journal of Physiology, Cell Physiology. 
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Ce travail a entièrement été réalisé sur des cultures primaires de myoblastes humains issus de 
biopsie provenant de patient atteints ou non de la dystrophie musculaire de Duchenne. La 
particularité de cette étude repose sur le choix d’un modèle cellulaire humain très proche des 
conditions physiologiques et physiopathologiques.  
La mise en place de cette culture a nécessité une optimisation des conditions de culture, d’adhérence 
et de fusion à travers le choix des milieux et des matrices (voir Matériels et Méthode partie : Les 
modèles cellulaires II.2). Les cultures issues de myoblastes non purifiés ont présenté des difficultés 
dans l’établissement du processus de fusion dépendants du pourcentage de fibroblastes présents 
dans la culture. Pour cette raison et pour le reste de l’étude, nous avons utilisé des myoblastes 
purifiés sur colonne CD133 qui présentent entre 90 et 95% de pureté.  
 
Ce modèle présente l’avantage de permettre une étude directe sur les cellules DMD. Néanmoins, il 
rajoute des contraintes techniques à cette étude : 
 la durée d’une culture cellulaire depuis la décongélation des myoblastes en passant par leur 
ensemencement dans des plaques 6 puits jusqu’à la formation et la différenciation des 
myotubes est d’environ 3 à 4 semaines ce qui empêche la possibilité de transfection au stade 
myoblaste pour une analyse au stade myotube. 
 La transfection des myotubes avec les méthodes classiques est très difficile, ce qui nous a 
énormément limités dans la possibilité d’éteindre l’expression de nos protéines d’intérêt afin 
de définir leurs rôles et fonctions. Nous n’avons pas réussi à réaliser des transfection siRNA. 
Seuls certains plasmides ont pu être transfectés directement sur myotubes en utilisant le kit 
jetPRIME™ (Polyplus Transfection™) (voir Matériels et Méthodes, partie Transfection 
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Cellulaire II). Les taux de transfections étant très faibles (> 5%), il a été impossible d’étudier 
l’expression des protéines transfectées par Western Blot. 
Malgré les limites présentées ci-dessus, ce modèle reste un atout précieux conférant à notre étude 
un caractère physiopathologique essentiel à l’élucidation d’un aspect important de l’homéostasie 
calcique chez le patient dystrophique musculaire de Duchenne et indispensable à la construction 
d’une piste thérapeutique future. 
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B- Article 2 
Involvement of TRPV2 and SOCE in calcium influx disorder in DMD primary 
human myotubes with a specific contribution of α1-syntrophin and PLC/PKC in 
SOCE regulation 
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Calcium homeostasis is critical for several vital functions in excitable and non-excitable cells and has 
been shown to be impaired in many pathologies including Duchenne Muscular Dystrophy (DMD). 
Various studies in murine models showed the implication of calcium entry in the dystrophic 
phenotype. However, alteration of Store-Operated Calcium Entry (SOCE) and TRPV2-dependant 
cation entry has not been investigated yet in human skeletal muscle cells.  
We pharmacologically characterized basal and store-operated cation entries in normal and DMD 
primary human myotubes and showed for the first time an abnormal increase of SOCE in DMD 
myotubes. Moreover, this increase cannot be explained by an over expression of the well-known 
SOCE actors: TRPC1/4, Orai1 and STIM1 mRNA and proteins. Thus, we investigated the modes of 
regulation of this cation entry. We firstly demonstrated the important role of the scaffolding protein 
α1-syntrophin, which regulates SOCE in primary human myotubes through its PDZ domain. We also 
studied the implication of phospholipase C (PLC) and protein kinase C (PKC) in SOCE and showed that 
their inhibition restores normal levels of SOCE in DMD human myotubes. On the other hand, the 
involvement of TRPV2 in calcium deregulation in DMD human myotubes has also been explored. We 
showed an abnormal elevation of TRPV2-dependant cation entry in dystrophic primary human 
myotubes compared to normal ones. These findings show that calcium homeostasis mishandling in 
DMD primary human myotubes depends on SOCE under the influence of Ca2+/PLC/PKC pathway and 
α1-syntrophin regulation as well as on TRPV2-dependant cation influx. 
 








Calcium homeostasis is based on strictly cohesive and regulated communication between internal 
and plasma membrane calcium channels and pumps and has been shown to be altered in several 
pathologies and particularly in dystrophinopathies including Duchenne Muscular Dystrophy (DMD) 
(5). DMD is characterized by an abnormally high concentration of intracellular ionized calcium (7), 
which is thought to contribute to the final muscle necrosis. DMD is an X-linked recessive genetic 
disorder, which affects one male birth over 3500 in the world. This disease is caused by mutations on 
the locus Xp21.2 of the gene encoding the subsarcolemmal dystrophin, resulting in the loss of this 
protein (54). In the absence of dystrophin, the transmembrane Dystrophin Glycoprotein Complex 
(DGC) components lose their localization at costamers. This disorganization is thought to be 
responsible for membrane instability and muscle damage, and for alterations in cell signaling and 
calcium homeostasis (4). 
Impairment of calcium homeostasis in DMD has been largely investigated in mouse myotubes and 
fibers. Several studies characterized abnormal calcium entry in dystrophin-deficient skeletal muscle 
cells attributed to deregulated sarcolemmal calcium permeable channels (16; 22; 53). Calcium influx 
through Transient Receptor Potential Canonical (TRPC) channels has even been shown to be 
sufficient to induce muscular dystrophy in vivo in a study on transgenic mice overexpressing TRPC3 
(40). Moreover, Stretch Activated Channels (SAC) have been studied by the cell-attached patch-
clamp technique, and displayed an increased open probability and occurrence in mdx myotubes 
(DMD mouse model) (17; 18) and in human DMD myotubes (57). In a study on mdx fibers, enhanced 
activity of store-operated channels was described with similar characteristics than SAC recorded in 
the same preparation (13). TRPV2, a cationic channel with mechanosensitivity, (42) has been 
particularly studied in dystrophin-deficient skeletal muscle cells. TRPV2 is normally localized in 
intracellular membrane compartments, but is translocated to the plasma membrane in dystrophic 
muscle fibers (27). Its specific inhibition appears to improve muscular dystrophy. Indeed, mdx mice 
expressing a dominant negative TRPV2 have a reduced Ca2+ entry in muscle fibers. TRPV2 mutant also 
reduced muscle degeneration (necrosis and apoptosis) and regeneration (central nuclei, etc.). These 
observations suggest that TRPV2 channel is an important input path of Ca2+ in dystrophic muscle 
fibers (28; 61). 
 Our group also showed an abnormal increase in Store-Operated Calcium Entry (SOCE) in dystrophin-
deficient mouse myotubes corrected by a stable tranfection with mini-dystrophin (39; 55). The 
regulation of SOCE involves the subsarcolemmal scaffolding protein, α1-syntrophin which is capable 
of correcting the abnormal increase of SOCE in dystrophin-deficient mouse myotubes (47; 56). The 
identity and regulation of SOCE are now better understood but still a matter of debate and several 
proteins seem to participate to SOCE. Different studies have pointed out the implication of TRPC 
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channels (47; 56; 58), of Stromal Interaction Molecule 1 (STIM1) (36; 46) and of CRAC channels Orai1 
(38; 59) in the mechanism of calcium entry triggered by Sarcoplasmic Reticulum (SR) Ca2+ store 
depletion in skeletal muscle.  
In human skeletal muscle cells calcium mishandling is well documented and particularly some altered 
calcium influx. The regulation of free internal calcium is impaired in DMD human myotubes (16) and 
studies in contracting ones (co-cultured with neural explants) suggested that calcium elevation 
resulted from abnormal activation of cation channels or from membrane alteration during 
contraction (23-25). Moreover, in DMD myotubes, stretch activated channels are abnormally 
stimulated (57), and although the calcium transported through the inverted mode of Na+/Ca2+ 
exchanger was unchanged, the resulting calcium-induced calcium release was increased (12). Other 
alternative pathways for calcium entry were described in human myotubes such as SOCE which has 
been evoked in normal human myotubes by activation of Ryanodine Receptors (RyR) (60). SOCE has 
also been described in resealed T-system of malignant hypothermia human skinned fibers (14), and 
shown to be dependent on STIM1 (46). Here, we characterized basal and store-operated cation 
entries of normal and DMD primary cultured human myotubes. To investigate the mechanism of 
regulation of SOCE, we studied the implication of phospholipase C (PLC), protein kinase C (PKC) and 
α1-syntrophin. The involvement of TRPV2 in the Ca2+ homeostasis impairment in these myotubes 
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MATERIALS AND METHODS 
Antibodies and drugs. Antibodies against TRPC1, Orai1 (Sigma-Aldrich) and TRPC4 (Alomone) were 
rabbit polyclonal. Antibodies against STIM1 (BD Biosciences) and α-tubulin (Sigma-Aldrich) were 
mouse monoclonal while antibodies against TRPV2 (Santa Cruz) and α1-syntrophin (Abcam) were 
goat polyclonal. Gadolinium (Gd3+), 2-Aminoethoxydiphenyl borate (2APB), 1{β-[3-(4-methoxyphenyl) 
propoxyl]-4-methoxyphenethyl}-1H-imidazole hydrochloride (SKF-96365), N,N,N’,N’-tetrakis(2-
pyridylmethyl)ethilenediamine (TPEN), 4-methyl-4′-[3,5-bis(trifluoromethyl)-1H-pyrazol-1-yl]-1,2,3-
thiadiazole-5-carboxanilide (YM-58483), nifedipine, U73122, U73343, bisindolylmaleimide I (BIM), 
ruthenium red (RR) Cyclopiazonic Acid (CPA) and caffeine were all purchased from Sigma-Aldrich. Δ9-
tetrahydrocannabinol (THC) was kindly donated by Dr. M. Solinas. 
 
Cell culture. Primary myoblasts (normal and DMD) were obtained from Myobank and Myoxis 
(Association Française contre la Myopathie). Cells were seeded in 6-well or 12-well plates on Matrigel 
coated glass coverslips. Cells were cultured at 25000 cells/well (6-well plates) and 12000 cells/well 
(12-well plates), in growth medium (skeletal muscle cell growth medium purchased from PromoCell 
supplemented with: a mix provided by Promocell, 15% fetal Calf Serum, 1% L-glutamine and 50 
μg/ml gentamicin). At confluence, growth medium was replaced by differentiation medium (97% 
DMEM, 2% horse serum, 1% L-glutamine, 50 μg/ml gentamicin and 10 μg/ml insulin). Experiments 
were performed after 11 days of fusion, the estimated time for myotubes formation and 
differentiation. 
 
Cell transfection. Differentiated myotubes were tranfected using jetPRIME® transfection reagent 
(Polyplus Transfection) with 1:2 ratio (DNA µg: jetPRIME µl). For 6-well plates, 8 µl of jetPRIME 
transfection reagent were added to a mix of 4 µg of DNA diluted in 200 µl of transfection buffer. 
After 10 min incubation at room temperature, the transfection mix was added to the well drop wise 
onto the cells kept in regular cell growth medium. Medium was replaced after 4h incubation at 37 ⁰C, 
5% CO2. Experiments were performed 48h after transfection. Normal and DMD primary human 
myotubes were transfected with wild type (wt) TRPV2 and dominant negative TRPV2 (DK) 
(substitution of Glu594 and Glu604 with lys) (28) in pIRES2-AcGFP1 vector, kindly donated by Dr. Y. 
Iwata, and with full length α1-syntrophin (FL α1-syn) and α1-syntrophin without its PDZ (∆N α1-syn) 
in the pCMS-EGFP plasmid. Control transfection was performed with Pmax (lipofectamine ®).  
Western Blotting. Proteins were extracted from differentiated myotubes cultures using RIPA buffer 
(50 mM Tris HCl, 100 mM NaCl, 5 mM EDTA, 0.05% NP-40, 1% DOC, 1% Triton X-100, 0.1% SDS 
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supplemented with AEBSF and anti-protease cocktail (Sigma-Aldrich)). Cell extract was then passed 
through insulin syringe and sonicated. Protein extracts were dosed using BCA kit (Sigma-Aldrich) at 
562 nm then divided into 40 μg samples and denatured by incubation in Laemmli buffer 2X (Sigma-
Aldrich) for 30 min at room temperature. Samples were then subjected to SDS-PAGE and Western 
blot analysis. The blots were treated with primary antibody solutions overnight then for 1h with 
horseradish peroxydase conjugated secondary antibody and developed with enhanced 
chemiluminescence kit (Amersham). The apparent molecular weight was estimated according to the 
position of prestained protein markers (kaleidoscope, Bio-rad). 
 
Immunostaining. The cultured myotubes were fixed in TBS (20 mM Tris base, 154 mM NaCl, 2 mM 
EGTA, and 2 mM MgCl2, pH 7.4)/4% paraformaldehyde and permeabilized with TBS/0.5% TritonX-
100. Cells were then incubated overnight with primary antibodies in TBS/1% BSA (Sigma-Aldrich) and 
for 45 min with secondary antibodies in TBS/1% BSA. Samples were mounted using Mowiol mounting 
medium (Sigma-Aldrich). The immunolabeled samples were examined by confocal laser scanning 
microscopy using a Bio-Rad MRC 1024 ES equipped with an argon-krypton gas laser. Data were 
acquired using an inverted microscope (Olympus IX70) with x60 water immersion objective (image 
processing was performed with Olympus Fluoview (FV10-ASW 2.0) for adjustments of brightness and 
contrast). 
 
Ca2+ influx measurement using Mn2+ quenching of Fura 2 fluorescence. Differentiated myotubes, 
plated on glass coverslips, were briefly rinsed with a standard external solution 1.8 mM Ca2+solution 
(130 mM NaCl, 5.4 mM KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM MgCl2, 10 mM HEPES, 5.6 mM D-glucose, pH 7.4, 
with NaOH) and incubated for 45 min at 37°C, 5% CO2 in the same solution supplemented with 3 µM 
(final concentration) of Fura 2-AM (Santa Cruz). After being loaded, cells were washed with Ca2+-free 
solution (130 mM NaCl, 5.4 mM KCl, 0.1 mM EGTA, 0.8 mM MgCl2, 10 mM HEPES, and 5.6 mM D-
glucose, pH 7.4 with NaOH) before measurement of calcium influx. Cells were perfused by means of a 
homemade gravity microperfusion device. Fura 2 loaded cells were excited at 360 nm with a CAIRN 
monochromator (Cairn Research Limited, Faversham, UK), and emission fluorescence was monitored 
at 510 nm using a CCD camera (Photonic Science Limited, Robertsbridge, UK) coupled to an Olympus 
IX70 inverted microscope (x40 water immersion fluorescence objective). The influx of Mn2+ through 
cationic channels was evaluated by the quenching of the Fura 2 fluorescence excited at 360 nm, i.e., 
at the isosbestic point. The variation of fluorescence was recorded with the Imaging Workbench 4.0 
(IW 4.0) software (Indec BioSystems, Mountain View, CA, USA). Cells were tested without or after a 6 
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min depletion protocol consisting of three times one minutes alternated application of free Ca2+ 
solution + 5 µM CPA + 10 mM caffeine and of free Ca2+ solution + 15 µM CPA. Cation influx was 
generated by perfusion of Mn2+ solution (130 mM NaCl, 5.4 mM KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM MgCl2, 
10 mM hepes, 5.6 mM D-glucose and 50 μM MnCl2). 
Ca2+ measurement data analysis. The rate of fluorescence intensity loss at 360 nm was divided by the 
initial fluorescence intensity in the cell measured before manganese ions were added, to correct for 
differences in the cell size or Fura 2 loading. The quench rate, of the fluorescence intensity, 
expressed as percent per minute, was estimated using linear regression analysis. Statistical analysis 
was performed with Origin 5.0 software (OriginLab, Northampton, MA, USA). The difference 
between the mean values of measured parameters was determined by the Student’s t test.  
 
Real-time quantitative RT-PCR. - Reverse Transcription. Total cellular RNA was extracted using 
RNABle kit (Eurobio). RNA (10 µl) were reverse transcribed in 25 µl reaction mixture consisting of first 
strand buffer (25 mM Tris, pH 8.3, 37.5 mM KCl, 1.5 mM MgCl2), 10 mM DTT, 1 mM each dNTP, 2.4 
µg of random hexamers, 40 U RNase inhibitor (RNA guard, Amersham Biosciences), and 400 U M-
MLV reverse transcriptase (GIBCO-BRL). Reverse transcription was performed at 37 °C for 60 min 
followed by 2 min at 100 °C.  
- Quantitative PCR. For TRPC1, TRPC4 and TRPV2, qPCR was performed in the presence of 15 ng of 
cDNA and 16 µl reaction mixture containing 10 µl Taqman® Fast Universal Master Mix 2x (Applied 
Biosystems), 1 µl of Taqman® Gene Expression Assays 20x and 5 µl of water.  Amplification was 
performed at 95 °C for 10 min, followed by 40 cycles at 95 °C (3 sec) and 60 °C (30 sec). Reactions 
were performed in MicroAmp optical 96-well reaction plates (Applied Biosystems) using a 7500HT 
Real-Time PCR system (Applied Biosystems). All measurements were normalized to GAPDH gene 
(endogenous control) to account for the variability in the initial concentration and quality of the total 
RNA. Taqman Gene expression Assays FAM/MGB probes were purchased from Applied Biosystems 
(Hs99999905_m1-Human GAPDH, Hs00608195_m1-Human TRPC1, Hs00211805_m1-Human TRPC4 
and Hs00901640_m1-Human TRPV2, Hs0300473_m1-Human Orai1). 
 
SYBR Green system (Applied Biosystems) was also used for STIM1 and α1-syntrophin. All 
measurements were normalized to GAPDH as reference (endogenous control) to account for the 
variability in the initial concentration and quality of the total RNA. qPCR was performed in the 
presence of 100 ng cDNA and 15 µL reaction mixture containing 7.5 µl SYBR® Green mix 2x and 900 
nM of each primer (sens and reverse). Amplification was performed at 50 °C for 2 min, 95 °C for 10 
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min, followed by 40 cycles at 95 °C (15 s) and 60 °C (1 min). Reactions were carried out as described 
above. 
For STIM1  -Forward primer: 5’-GAC-TGA-CAG-GGA-CTG-TGC-TGA-AG-3’;  
-Reverse primer: 5’-AAG-AGA-GGA-GGC-CCA-AAG-AG -3’. 
For α1-syntrophin -Forward primer: 5’-CAA-GAT-GCC-TAT-TCT-CAT-TTC-C -3’;  
 -Reverse primer: 5’-TCC-TTC-ATA-TAC-TTG-ACC-TCC-AG -3’. 
For GAPDH   -Forward primer: 5’-CAA-TGC-CTC-CTG-CAC-CAC -3’; 
-Reverse primer: 5’- CCT-GCT-TCA-CCA-CCT-TCT-TG -3’. 
 
Data analysis. For all cation influx recording results, bar-graphs represent mean rates of fluorescence 
decrease induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± SEM. The difference between mean values of 
measured parameters was determined by Student’s t test and considered significant at P<0.001 (ns, 
non significant, ***=P<0.001). For RT-qPCR and Western blot analysis, all experiments were repeated 
3 times with myotubes from different patients. Bar graphs of RT-qPCR represent the mean of 
triplicates from 3 different experiments. The difference between mean values of measured 








Characterization of cation influx in normal and DMD primary human myotubes. This work was 
performed on human primary myotubes from normal patients or patients suffering from DMD. We 
first checked the expression of dystrophin in these human primary cultures: as expected this protein 
is localized at the sarcolemma in normal cultures and is absent in DMD myotubes (Fig. 1A). Two 
different cation influxes were recorded in both human myotube types: first of all, the basal calcium 
entry, a spontaneous influx that occurs subsequent to the addition of manganese ions in the 
extracellular medium (without depletion, Fig. 1C); second of all, the cation entry subsequent to 
sarcoplasmic reticulum (SR) calcium store depletion (Fig. 1 D). 
Basal cation entry has been recorded in normal and DMD primary human myotubes using the 
quenching of Fura-2 fluorescence by manganese technique. The perfusion of Mn2+ solution 
generated a similar basal calcium entry in normal and in DMD human primary myotubes (7.95 ± 0.44 
%/min, n=36 and 7.34 ± 0.23 %/min, n=30 respectively) (Fig. 1D). This shows that regulation of basal 
calcium entry from the extracellular space is not impaired at this stage.  
We also investigated the presence, of a calcium influx triggered by SR depletion. For that, SR 
calcium store were depleted by activation of RyR with caffeine and inhibition of Sarco-Endoplasmic 
Reticulum Calcium ATPase (SERCA) with CPA. Depletion protocol consisted of 3 perfusions (1 minute 
each) of 10 mM caffeine in free calcium solution with 5 µM CPA alternated by 3 perfusions (1 minute 
each) of free calcium solution with CPA (Fig. 1B). Once the SR stores depleted Mn2+ solution was 
introduced into the extracellular medium and cation influx was recorded (Fig. 1C). This influx was 
almost two fold higher in DMD primary human myotubes compared to normal ones (28.40 ± 
0.45%/min n=95 and 15.93 ±0.32%/min n=98 respectively) (Fig. 1D). This results show an abnormal 
increase of calcium influx in DMD human myotubes after SR store depletion suggesting that the 
regulation of external calcium uptake after this stimulation is mishandled in DMD human primary 
myotubes. This result is consistent with the SOCE previously recorded by our group in mouse cell 
lines SolD6 expressing mini-dystrophin (14.70 ± 0.4%/min n=124) and SolC1 dystrophin-deficient 
(28.10 ± 0.8%/min n=115) (47). Interestingly, we observe similar absolute values with the same level 
of increase (2 fold) in mouse and human models. 
 
Pharmacological profile of cation influx recorded after SR store depletion. A panel of cation 
and calcium channels inhibitors was introduced in the last CPA solution perfusion and after SR store 
depletion in the Mn2+ solution. The influx we recorded in normal and in DMD primary human 
myotubes was not affected by the voltage-gated channel inhibitor nifedipine (5 μM) (13.67 ± 
1.39%/min n=15 vs. 15.93 ±0.32%/min n=98 in control condition and 25.6 ± 1.19%/min vs. 28.40 ± 
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0.45%/min n=95 in control condition respectively) (Fig. 2A). Nifedipine is known to selectively inhibit 
voltage-dependent channels at this concentration (20; 30). This allowed ruling out the participation 
of voltage gated channels in the recorded influx.   
Gd3+ and 2APB, two non selective inhibitors of calcium channels, were also tested. Both 
inhibitors completely abolished the SR depletion-dependent part of the calcium influx in the same 
way in normal and DMD primary human myotubes (Fig. 2B). In the presence of 10 μM Gd3+ and 50 
μM 2APB, cation entry recorded in normal myotubes was 5.14 ± 0.29%/min n=20 and 5.89 ± 
0.73%/min n=19 respectively and in DMD myotubes was 5.83 ± 0.93%/min n=11 and 6.63 ± 
0.97%/min n=12 respectively. Then we tested SKF-96365, a non selective store-operated calcium 
entry (SOCE) inhibitor (11; 41) and YM-58483, characterized as a selective inhibitor of SOCE (19; 26; 
62). Cation influx recorded in normal human myotubes was inhibited in the same way by 40 µM of 
SKF-96365 (introduced during perfusion as described above) and by incubation with 1 µM of YM-
58483 during 45 min loading with Fura 2 (6.27 ± 0.35%/min n=17 and 8.65 ± 0.35%/min n=43 
respectively). Similarly cation influx in DMD myotubes was also decreased by SKF-96365 and YM-
58483 (8.87 ± 0.51%/min n=13 and 8.81 ± 0.45%/min n=22 respectively) (Fig. 2C). All together these 
results suggest that cation entry recorded in normal and DMD human primary myotubes after SR 
store depletion displays the classical pharmacological profile of SOCE. 
Interestingly, none of these inhibitors had an effect on basal influx recorded in the absence 
of depletion (Fig. 2D). Indeed, in normal and DMD human myotubes, in the presence of these 
inhibitors we noticed no significant variation compared to the control condition (Fig. 2D): nifedipine: 
8.24 ± 0.46%/min n=15 and 8.47 ± 0.40%/min n=20 respectively ; Gd3+: 7.79 ± 0.29%/min n=26 and 
8.39 ± 0.31%/min n= 28 respectively; 2APB: 8.61 ± 0.22%/min n=15 and 7.99 ± 0.50%/min n=14 
respectively and SKF-96365: 7.92 ± 0.32%/min n=21 and 8.06 ± 0.37%/min n=21 respectively vs. 
control condition: 7.95 ± 0.44%/min, n=36 and 7.34 ± 0.23%/min, n=30 respectively. This part of 
cation entry shows resistance toward all tested agents. Only store-operated part of the influx was 
affected. 
 
Expression profile and localization of TRPC1, TRPC4, STIM1 and Orai1, the major actors of 
SOCE. Since SOCEs has been shown to be carried by Orai1 and TRPC channels under the control of 
STIM1 (48), we decided to study the localization and expression of these proteins in normal and DMD 
primary human myotubes. We first explored the regulation of the transcriptional level in both 
myotube types. Quantitative RT-PCR showed no significant difference in TRPC1, TRPC4, STIM1 and 
Orai1 mRNA expression level between normal and DMD human myotubes (Fig. 3 A, B, C and D 
respectively). In both human myotube types, TRPC1 (Fig. 3A) showed mainly a sarcolemmal but also 
an internal localization that seem to be at the sarcoplasmic reticulum. Western blot analysis showed 
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that TRPC1 expression decreases in DMD human myotubes. In the same manner we showed a strictly 
sarcolemmal localization of TRPC4 in normal and DMD myotubes with a decrease of its expression in 
DMD human myotubes (Fig. 3B).  Immunostaining with STIM1 antibody displayed a typical SR internal 
distribution in both myotubes types and Western blot analysis revealed a slight increase of STIM1 
expression in DMD human myotubes (Fig. 3C). The CRAC channel Orai1 exhibits predominantly a 
sarcolemmal localization in both myotube types and a decrease of expression in DMD myotubes (Fig. 
3D).  
α1-syntrophin is involved in the abnormal increase of SOCE in DMD human myotubes. α1-
syntrophin is a major partner of DGC that binds dystrophin through its syntrophin unique domaine 
(1) and interact with several ionic channels and signaling proteins using its PDZ (PSD-95,  Discs-large, 
ZO-1) domain. We previously demonstrated a crucial role of α1-syntrophin and more precisely its 
PDZ domain in the regulation of SOCE in mouse myotubes (47; 56).  This finding led us to seek the 
role of α1-syntrophin in the regulation of SOCE in the primary human myotubes.  
We first checked the expression and localization of this protein in our models. We observed a 
slight decrease in α1-syntrophin expression in DMD human myotubes with a similar mRNA 
expression (Fig. 4A).The sarcolemmal localization of α1-syntrophin in normal human myotubes is lost 
to an intracellular one in DMD myotubes (Fig. 4A). 
We also investigated the role of α1-syntrophin in the regulation of SOCE in human myotubes. 
Immunostaining shows that overexpression of α1-syntrophin in DMD myotubes allowed its 
readdressing to the subsarcolemma (Fig. 4B). We recorded SOCE in normal and DMD human 
myotubes after their transfection with full length α1-syntrophin (FL α1-syn) or α1-syntrophin without 
its PDZ (∆N α1-syn). Transfection with full length α1-syntrophin restored normal levels of SOCE in 
DMD human myotubes (15.02 ± 0.65%/min n=20) while the transfection with α1-syntrophin lacking 
its PDZ domain didn’t affect SOCE abnormal increase in DMD human myotubes (26.32 ± 1.25%/min 
n=17) (Fig. 4C). Transfection of normal human myotubes with these two plasmids had no effect on 
SOCE (FL α1-syn: 14.90 ± 1.06%/min n=10; ∆N α1-syn: 12.90 ± 0.48%/min n=11) (Fig. 4C). 
Transfection of EGFP (Pmax) as a negative control didn’t affect SOCE in normal: 15.37 ± 0.78%/min 
n=17 or in DMD: 26.88 ± 0.88%/min n=14.  
 
SOCE increase in DMD primary human myotubes depends on PLC and PKC. As we showed 
above (Fig. 1C and D), SOCE is abnormally increased in DMD compared to normal primary human 
myotubes and this deregulation is dependent on α1-syntrophin (Fig. 4) To further understand the 
machinery leading to calcium mishandling in DMD human myotubes and since inositol 1, 4, 5-
triphosphate (the product of PLC catalytic activity) is increased in dystrophic human and murine cell 
lines (35), we investigated the phospholipase C (PLC) pathway as an underlying mechanism for this 
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deregulation. PLC activity was blocked with a membrane-permeable PLC inhibitor, U73122. Several 
studies have previously shown that pre-treatment with 5 µM or 10 µM U73122 prevented PLC 
activation fully and irreversibly (9; 29). Normal and DMD myotubes were incubated 15 min in the 
presence of 5 µM and 10 µM U73122 prior to SOCE recording. No significant changes have been 
observed in SOCE recorded in normal human myotubes after PLC inhibition (5 µM U73122: 14.76 ± 
0.59%/min n= 29 and 10 µM U73122: 14.18 ± 0.41%/min n=36 vs. control condition: 15.93 ± 
0.32%/min n=98) (Fig. 5A) suggesting that PLC is not involved in SOCE in normal myotubes. On the 
contrary, 5 µM and 10 µM of U73122 inhibited respectively 50% and 51% of SOCEs measured in DMD 
human myotubes (5 µM U73122: 14.17 ± 0.62%/min, n= 42, 10 µM U73122: 14.46 ± 0.69%/min, n= 
29 vs. 28.40 ± 0.45%/min n=95 in control condition) while treatment with 10 μM U73343 an inactive 
analog of U73122 had no effect on SOCE in DMD myotubes (26.93 ± 0.73%/min n= 29)(Fig. 5A). 
Therefore, PLC plays an important role in SOCE deregulation in DMD human myotubes given that the 
blockage of PLC restored SOCE at their normal levels.   
Since PLC is known to stimulate protein kinase C (PKC), we decided to look into the 
implication of this kinase in the deregulation of SOCE in DMD human myotubes. We used BIM, a 
highly selective, cell-permeable, and reversible PKC inhibitor shown to inhibit PKC at 1.5 μM (10). A 
45 min pre-incubation of normal human myotubes with 1.5, 10 and 50 μM of BIM had no effect on 
SOCE (1.5 μM BIM: 13.54 ± 0.93%/min n=32; 10 μM BIM: 16.81 ± 0.48%/min n=31 and 50 μM 15.54 ± 
0.38%/min n=31 vs. control condition: 15.93 ± 0.32 %/min n=98) (Fig. 5B). On the other hand, the 
inhibition of PKC in DMD myotubes with 1.5, 10 and 50 μM BIM decreased 56%, 46% and 56% of 
SOCE respectively, (1.5 μM BIM: 12.34 ± 1.27%/min n=35; 10 μM BIM: 15.39 ± 0.41%/min n=54 and 
50 μM 12.49 ± 0.84%/min n=17 vs. control condition: 28.40 ± 0.45%/min n=95) (Fig. 5B). PKC is thus 
implicated in SOCE deregulation in DMD human myotubes. 
We also looked into the role of intracellular calcium in the activation of PKC and used TPEN, a 
low affinity calcium chelator, to mime SR calcium store depletion without any calcium release in the 
cytoplasm. Depletion with TPEN allowed recovering normal levels of SOCE entry in DMD myotubes 
suggesting that cytoplasmic calcium concentration is involved in the abnormal increase of cation 
influx observed in DMD human myotubes. All together these results involve Ca2+/PLC/PKC pathway in 
the elevated SOCE in DMD primary human myotubes.  
 
 Characterization of TRPV2-dependent calcium influx in normal and DMD primary human 
myotubes. TRPV2 has been shown to play an important role in mdx fibers and seems to constitute a 
major input path of Ca2+ in dystrophic muscle fibers (28; 61). Given the essential implication of TRPV2 
shown in mdx and the protective effect of its down-regulation, we considered studying TRPV2-
dependent influx in normal and DMD primary human myotubes. 
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We studied the localization and the expression of TRPV2 in normal and DMD human 
myotubes (Fig. 6A). Immunostaining with antibody against TRPV2 presents an internal localization in 
both normal and DMD myotubes with a partial translocation to the plasma membrane observed only 
in DMD myotubes. Western blot analysis and quantitative RT-PCR showed no difference in TRPV2 
mRNA or protein expression between normal and DMD human myotubes.  
To study the physiological role of TRPV2 in human myotubes, we used THC, a well known 
activator of human and rat TRPV2, (43) and RR an inhibitor of TRPV2 (34; 43). Calcium influx was 
recorded in normal and DMD human myotubes without depletion and only after the introduction in 
the extracellular medium of Mn2+ solution supplemented with 100 µM THC with or without 30 μM 
RR. The activation with 100 μM THC causes an increase of cation influx in normal and DMD myotubes 
(19.08 ± 1.5%/min n=21 and 24.76 ± 1.09%/min n= 32 respectively). This elevation was abolished in 
the presence of 30 μM RR in both myotube types (7.81 ± 0.36%/min n=26 and 8.45 ± 0.37%/min 
n=27 respectively). The fact that the increase of calcium influx observed in the presence of THC was 
eliminated by RR suggests that the recorded influx is TRPV2-dependent (Fig. 6D). To further confirm 
this proposal, we transfected DMD myotubes with pIRES2-AcGFP1 vector containing wild type TRPV2 
(wt) or TRPV2 dominant negative (DK) and cation influx was recorded 48 h after transfection. DMD 
myotubes transfected with TRPV2 DK exhibit a sarcolemmal expression of this dominant negative 
showed by immunstaining experiments (Fig. 6B). The activation with 100 μM THC had no effect on 
cation influx in TRPV2 DK transfected DMD myotubes (8.71 ± 0.68%/min n=9). The influx recorded in 
wt transfected DMD myotubes in the presence of 100 μM THC and 30 μM RR was equivalent to those 
in control condition with only Mn2+ stimulation (8.24 ± 0.58%/min n=10) and wasn’t significantly 
different from the non transfected myotubes in the presence of only 100 µM THC (22.90 ± 0.87 
%/min n=15) (Fig. 6D). This demonstrates that the influx recorded in those specific conditions is 
carried by TRPV2. Interestingly, the influx measured after the activation of TRPV2 with 100 μM THC 
was significantly (95% confidence interval, p<0.05 ** with Student t test) more important in DMD 
primary human myotubes than in normal ones. Thus, TRPV2 seems to be involved in calcium 
homeostasis impairment. 
  




Recent evidences have challenged the idea that Ca2+ entry contributes little to calcium 
homeostasis in skeletal muscle, and store-operated calcium entry has been proposed to have critical 
influence in muscle development and disease (51). SOCE requires depletion of the internal stores and 
has been mainly characterized as a major calcium entry pathway in non-excitable cells (45). It was 
also described in mouse myotubes (21), mouse fibers (33) and normal human myotubes by 
stimulating RyR resulting in the liberation of calcium from the SR to the cytoplasm (60). The present 
work confirms that cation influx can be evoked in human myotubes by the depletion of SR calcium 
store using the stimulation of RyR with caffeine, and the inhibition of calcium recapture by blocking 
SR SERCA pump using CPA (Fig. 1B). 
Cation entry in response to the SR-depletion protocol in human myotubes showed the 
pharmacological profile previously reported for SOCE (Fig. 2) and no difference has been noticed 
between DMD and normal ones.  Measurements of cation entry showed an abnormal increase of 
store-operated cation entry in DMD primary human myotubes compared to normal ones. Indeed, 
SOCE was almost 2 fold higher in DMD primary human myotubes suggesting that this abnormal 
cation entry may contribute to impairment of calcium homeostasis observed in Duchenne muscular 
dystrophy (Fig. 1D). This is consistent with the differences of SOCE already reported between normal 
and dystrophin-deficient mouse myotubes and fibers (55; 56). 
Early studies in murine model suggested the involvement of TRPC channels in SOCE (6) and 
our group showed previously the direct implication of TRPC1 and TRPC4 by selectively silencing their 
expression using siRNA (47; 56). Moreover, overexpression of TRPC3 transgenic mice was sufficient 
to increase Ca2+ entry and to induce muscular dystrophy in vivo (40). The role of STIM1 and Orai1 has 
also been investigated in mouse models and it is now acknowledged that these two proteins are key 
elements of SOCE in skeletal muscle. Indeed, it has been proved that STIM1-deficient mice show 
deficiency in SOCE accompanied by myopathies (50), and that the loss of expression of STIM1 or the 
expression of dominant negative Orai1, E106Q, causes a significant decrease in SOCE in mouse 
myotubes (38). Since SOCE has been shown to involve the SR protein STIM1, and the sarcolemmal 
cation channels Orai1 and TRPCs, we looked for a differential expression of STIM1, Orai1, TRPC1 and 
TRPC4 proteins in normal and DMD primary human myotubes. Although we expected an increase in 
expression of these proteins in DMD human myotubes, no noticeable difference was observed at the 
protein level after Western blot analysis. During primary culture of human myotubes, a change in 
expression of SOCE actors is thus not responsible for the enhancement of cation entry in DMD 
myotubes. Instead we found that TRPC4, TRPC1 and Orai1 were less expressed in DMD human 
myotubes. Only STIM1 protein level was slightly elevated in these myotubes (Fig. 3). This is the first 
study of these proteins’ expression in human DMD myotubes. Only mRNA levels of STIM1 and Orai1 
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were already compared with a micro-array analysis of human skeletal muscle biopsies from control 
patients and Duchenne muscular dystrophy patients (Gene Expression Omnibus; 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/). This study indicated that the STIM1-mRNA levels tended to 
decrease in the muscle of the dystrophic patients, and that the Orai1-mRNA levels were not 
significantly changed (for review: (32)) which confirms our observations. This indicates a difference 
between human and murine model since a dramatic increase of STIM1/Orai-protein level has been 
reported in mdx muscle fibers (15). Thus, we showed the major SOCE’s actors were present in 
primary human myotubes but the role of STIM1, Orai1 and TRPC channels in the establishment of 
SOCE in this model needs to be investigated in a complementary study. 
As we suggested before for mouse myotubes (47; 56), SOCE impairment is likely due to dysfunction 
in mechanisms of SOCE regulation. Furthermore, it has been shown that PLC/PKC pathway is involved 
in SOCE since the blocking of PLC or PKC completely abolished the thapsigargin-dependent calcium 
entry in endolthelial cell line (3). We thus investigated the implication of PLC in SOCE impairment in 
DMD human myotubes and pointed the dependency of SOCE deregulation on this pathway using a 
specific pharmacological inhibitor U73122 (Fig. 5A). This inhibition had no effect in normal human 
myotubes as reported by Weigl and collaborators (60). 
PLC can activate conventional PKC isoforms (α, β1, β2, γ) (8) and on the other hand,  SOCE 
actors such as TRPC channels, Orai1 and STIM1 seem to be regulated by phosphorylation (2; 31; 34; 
37; 44; 49). The PKC blocker, BIM, restored SOCE to normal levels in DMD human myotubes and had 
no effect on SOCE in normal ones, suggesting that PKC are also involved in the deregulation of SOCE 
in Duchenne muscular dystrophy (Fig. 5B). It is well known that calcium ion is involved in 
conventional PKC isoforms pathway. In DMD human myotubes, depletion using TPEN induced a SOCE 
equivalent to that observed in normal human myotubes after caffeine/CPA-induced Ca2+ store 
depletion or after a TPEN dependent-depletion (Fig. 5C). We can thus draw a SOCE regulatory 
scheme involving Ca2+/PLC/PKC pathway in DMD primary human myotubes.  
To understand DMD calcium mishandling, several models of regulation have been suggested 
in mice. Our group proposed a regulation by α1-syntrophin and showed the capacity of this protein 
to re-establish normal SOCE levels in dystrophin-deficient mouse myotubes (47; 56). Our 
observations confirm the delocalization of α1-syntrophin to an internal sparse localization in DMD 
human myotubes comparing to the subsarcolemmal distribution in normal ones. Moreover, we 
showed that transfection of FL α1-syn restores normal levels of SOCE in the absence of dystrophin 
and that its regulatory role is performed through its PDZ domain (Fig. 4C). These observations are 
consistent with the findings in murine myotubes and highlight the key role of α1-syntrophin in the 
regulation of SOCE in primary human myotubes.  
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In murine model calcium homeostasis perturbation has been reported due to TRPV2 
abnormal activity. TRPV2 is activated by membrane stretch (42). It is normally localized in 
intracellular membrane compartments, but is translocated to the plasma membrane in dystrophic 
muscle fibers (27). Its specific inhibition appears to improve muscular dystrophy phenotype in mdx 
mice expressing a dominant negative mutant of TRPV2 channel which reduces Ca2+ entry in muscle 
fibers (28; 61). It was also shown that the sensitivity to muscle stretch is mainly due to the abnormal 
localization in the plasma membrane or to the abnormal regulation of TRPV2 channels (61). 
Our work in human cells showed a partial delocalization of TRPV2 to the plasma membrane (Fig. 6A) 
and an abnormal increase in cation entry triggered by THC in DMD myotubes compared to normal 
ones (Fig. 6D). Blockage by RR and by the expression of TRPV2 dominant negative indicates that this 
cation entry is carried out by TRPV2 channels. This strengthens the idea that TRPV2 is responsible for 
an abnormally increased cation entry in DMD human myotubes as shown in mdx fibres (28; 61). 
All together these findings give for the first time, important elements regarding calcium 
mishandling in a human primary model of Duchenne muscular dystrophy. In this work we showed an 
abnormal increase of SOCE in DMD human myotubes that is dependent on Ca2+/PLC/PKC pathway 
and highlighted the regulation of SOCE by α1-syntrophin via its PDZ domain. We also determined a 
role of TRPV2 in the calcium mishandling in DMD human myotubes. With these new basics, several 
therapeutic approaches could be envisaged. α1-syntrophin seems to be sufficient to regulate 
abnormal cation entry triggered by SR store depletion in the absence of dystrophin. As already 
experimented with utrophin, upregulation of α1-syntrophin could be used for compensating the 
absence of dystrophin (52). Furthermore, α1-syntrophin presents the advantage of being already 
expressed in DMD muscle cells, which excludes the risk of immune response in treated patients.  
We also showed that TRPV2 activity is abnormally enhanced in DMD human myotubes and that 
TRPV2-dependant cation entry is restored in the presence of TRPV2 dominant negative. This same 
mutant used in mice reduces progressive loss of force developed by mdx muscles and the sensitivity 
of dystrophic muscles to eccentric contractions (61). The small size of the TRPV2 cDNA could 
facilitate its cloning in recombinant adeno-associated viruses (rAAV) for infection of DMD skeletal 
muscle cells with dominant negative TRPV2. This work proposes new insights regarding calcium influx 
disorders in DMD myotubes and offers perspectives for DMD treatment. 
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Fig. 1. Characterization of basal and SR store depletion-dependent cation influx in normal and DMD 
primary human myotubes. (A) Immunostaining with anti-dystrophin antibody (in red) was performed 
in normal (left panel) and DMD human myotubes (right panel). DAPI staining (blue) was used to mark 
the nucleus. Images were obtained using confocal microscopy, bar= 10 µm. (B) Depletion of SR store 
protocol was constituted of 3 perfusions, 1min each, of free calcium solution containing 10 mM 
caffeine and 5 µM CPA alternated with 3 perfusions, 1 min each, of free calcium solution containing 
15 µM CPA. This protocol was applied similarly to normal (dark-grey) and DMD (light-grey) human 
myotubes. Calcium variations were recorded by ratiometric measurement of Fura 2 fluorescence 
intensity and represented as ratio of fluorescence at 340 nm and 380 nm ± SEM (n=12). (C) 
Representative recording of Fura 2 fluorescence during perfusion of 50 µM Mn2+ obtained from 
normal (dark grey) and DMD (light grey) human myotubes after application of depletion protocol. (D) 
Manganese influx was recorded without or after SR calcium store depletion in normal and DMD 
primary human myotubes. Measurements are represented as slopes of the Mn2+-induced decreasing 
phase of Fura 2 fluorescence measured at 360 nm and expressed as % of decrease per min. Bar-
graphs represent mean rates of fluorescence decrease induced by Mn2+ (expressed in %/min) ± SEM, 
in normal (dark-grey) and DMD (light-grey) human myotubes. 
 
  






Fig. 2. Pharmacological profile of calcium influx recorded in normal and DMD primary human 
myotubes. (A) Calcium influx was recorded in normal and DMD myotubes in the presence (light-grey 
columns) and absence (white columns) of 5 µM voltage-gated channels inhibitor nifedipine after SR 
calcium store depletion. (B) Effect of non selective calcium channels inhibitors Gd3+ (10 µM, light-grey 
columns) and 2APB (50 µM, dark-grey columns) was tested on normal and DMD human myotubes 
and compared to control condition (white columns) after SR store depletion. (C) Calcium influx 
triggered by SR store depletion was measured in normal and DMD human myotubes in the absence 
(white columns) or the presence of 40 µM SKF-96365, a non selective SOCE inhibitor (light-grey 
columns) or 1 µM YM-58483, characterized as a selective inhibitor of SOCE (dark-grey columns). (D) 
The same pharmacological compounds listed above were tested at the same concentrations on basal 
calcium influx (without depletion of SR store) and compared to control condition in normal and DMD 










Fig. 3. Expression and localization of TRPC1, TRPC4, STIM1 and Orai1 in normal and DMD human 
myotubes. Immunofluorescence microscopy, quantitative RT-PCR and Western blot analysis were 
performed on normal and DMD human myotubes after 11 days of differentiation to show 
localization, mRNA and protein expression of (A) TRPC1, (B) TRPC4, (C) STIM1 and (D) Orai1. mRNA 
expression was addressed by quantitative RT-PCR-based analysis and GAPDH mRNA was used as an 
internal standard to normalize mRNA level. Expression level of each protein was analyzed by Western 
blot and compared to α-tubulin. Immunostaining experiements show the localization of (A) TRPC1, 
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(B) TRPC4, (D) Orai1 (in green) and (C) STIM1 (in red). DAPI staining (blue) was used to mark the 





Fig. 4.  Regulation of store-dependent cation entry by α1-syntrophin in primary human myotubes. (A) 
RT-qPCR and Western blot analysis were used to compare mRNA and protein expression between 
normal and DMD human myotubes. Immunostaining against α1-syntrophin (in green) shows its 
localization in normal (left panel) and DMD (right panel) human myotubes. DAPI staining (blue) was 
used to mark the nucleus in normal myotubes. Images were obtained using confocal microscopy, 
bar= 10 µm. (B) Immunostaining against α1-syntrophin was performed on DMD myotubes after 
transfection with full length α1-syntrophin (FL α1-syn) in red. The green staining (EGFP) allows the 
detection of transfected cells, bar= 20 µm. (C) Store-operated cation entry was recorded in normal 
and DMD human myotubes in control or transfected myotubes. Ctrl (Pmax), α1-syn (α1-syntrophin), 
FL α1-syn (full lengh α1-syntrophin) and ΔN α1-syn (PDZ domain deleted α1-syntrophin). 
  







Fig. 5. Effect of U73122 and BIM on SOCE in 
human myotubes. (A) Normal and DMD 
human myotubes were pre-incubated for 15 
min with 5 µM (light-grey columns) and 10 
µM (dark-grey columns) of PLC inhibitor 
U73122 before SOCE measurement and 
compared to control condition (white 
columns). Effect of 10 µM U73343, U73122 
inactive analogue, was also tested in DMD 
myotubes (black column). (B) Normal and 
DMD myotubes were incubated 45 min in the 
presence of 1.5 µM, 10 µM and 50 µM of the 
selective PKC inhibitor BIM before SOCE 
measurement and compared to control 
condition. (C) SOCE was recorded in normal 
and DMD myotubes after TPEN-dependant 
depletion.  






Fig. 6. TRPV2-dependent calcium influx in normal and DMD primary human myotubes. (A) RT-qPCR 
and Western blot analysis were used to compare mRNA and protein expression between normal and 
DMD human myotubes. Immunostaining against TRPV2 (in red) shows its localization in normal (left 
panel) and DMD (right panel) human myotubes. DAPI staining (blue) was used to mark the nucleus in 
normal myotubes. Images were obtained using confocal microscopy, bar= 10 µm. (B) Immunostaining 
against TRPV2 was performed on DMD myotubes after transfection with TRPV2 dominant negative 
(DK) in red. The green staining (EGFP) allows the detection of transfected cells, bar= 20 µm. (C) 
Representative manganese recording without SR depletion in the presence or absence of THC (TRPV2 
activator) in normal and DMD myotubes. (D) cation influx was recorded (without SR calcium store 
depletion) in the presence of 100 µM THC with or without 30 µM RR (TRPV2 inhibitor), in normal and 
DMD myotubes. DMD human myotubes were transfected with wt TRPV2 and TRPV2 dominant 
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negative DK. Effect of these transfections have been studied without SR depletion in the presence of 
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C- Discussion des résultats obtenus 
Des données récentes ont contesté l'idée selon laquelle les entrées calciques ne contribuent que très 
peu à l'homéostasie calcique dans le muscle squelettique. D’autre part, les entrées SOCE (Store-
Operated Calcium Entry) semblent avoir une influence critique dans le développement de 
pathologies notamment musculaires [Stiber and Rosenberg 2011]. Les SOCE nécessitant l'épuisement 
des réserves calciques internes ont été principalement caractérisées comme une voie d'entrée 
majeur de calcium dans les cellules non excitables [Putney, Jr. 1990]. Les entrées SOCE ont 
également été décrites dans les myotubes et fibres de souris ([Hopf et al. 1996b] ; [Kurebayashi and 
Ogawa 2001]) et dans les myotubes humains sains en stimulant les RYR [Weigl et al. 2003]. Ce 
présent travail confirme qu’un influx cationique peut être induit dans les myotubes humains par la 
déplétion des réserves calciques du RS en stimulant les RYR avec la caféine, ce qui entraîne la 
libération du calcium du RS dans le cytoplasme, et par l'inhibition de la recapture de calcium en 
bloquant la SERCA à l'aide du CPA (Figure 1B). 
La caractérisation pharmacologique de ces influx n'a montré aucun effet de la nifédipine, un 
inhibiteur des canaux voltage-dépendants, alors que les bloquants non sélectifs des canaux 
cationiques Gd3+ et 2APB inhibent ces entrées. De plus, nous avons utilisé le SKF-96365, un inhibiteur 
non sélectifs des entrées SOCE ([Clapham et al. 2001] ; [Moran et al. 2004]) et le YM-58483, 
caractérisé comme un inhibiteur sélectif des SOCE ([Ishikawa et al. 2003] ; [Zitt et al. 2004] ; [He et al. 
2005]). Nous avons montré que les entrées de cations induites par le protocole de déplétion des 
réserves du RS dans les myotubes humains primaires sains et DMD présentent le profil 
pharmacologique caractéristique des entrées SOCE (Figure 2).  
Ce travail montre que l'application du même protocole de déplétion dans les myotubes humains 
sains et DMD induit des entrées cationiques ayant des profils pharmacologiques similaires. La 
comparaison des entrées cationiques a montré une augmentation anormale des SOCE dans les 
myotubes humains primaires DMD par rapport aux myotubes sains. En effet, ces entrées étaient 
presque 2 fois plus importantes dans les myotubes humains DMD suggérant leur contribution à la 
dérégulation de l'homéostasie calcique observée dans la dystrophie musculaire de Duchenne (Figure 
1C). Cette observation est cohérente avec les différences des entrées SOCE déjà signalées entre les 
myotubes et les fibres de souris normales et déficientes en dystrophine ([Vandebrouck et al. 2006] ; 
[Vandebrouck et al. 2007]). 
Les canaux TRPCs considérés comme les principaux candidats SOC (Store-Operated Channels) ont 
largement été étudiés dans le modèle murin [Birnbaumer 2009] et notre équipe a précédemment 
montré l'implication directe de TRPC1 et TRPC4 dans ces entrées grâce a l’extinction spécifique de 
leur expression par siRNA ([Vandebrouck et al. 2007] ; [Sabourin et al. 2009]). De plus, la 
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surexpression de TRPC3 dans des souris transgéniques [Millay et al. 2009] s’est avérée suffisante 
pour augmenter les entrées calciques et induire la dystrophie musculaire in vivo. Le rôle de STIM1 et 
Orai1 a également été étudié dans des modèles murins et il est maintenant reconnu que ces deux 
protéines sont des éléments clés des SOCE dans le muscle squelettique. En effet, il a été prouvé que 
les souris déficientes en STIM1 montrent des entrées SOCE réduites ainsi que des myopathies [Stiber 
et al. 2008]. De plus, la perte d'expression de STIM1 ou l'expression du dominant négatif Orai1, 
E106Q, provoque une diminution significative des SOCE dans les myotubes de souris [Lyfenko and 
Dirksen 2008]. Les SOCE étant dépendants de la protéine du RS, STIM1 et des canaux cationiques 
sarcolemmiens, Orai1 et TRPCs, nous avons voulu étudié l’expression différentielle des protéines 
STIM1, Orai1, TRPC1 et TRPC4 dans les myotubes humains sains et DMD. Bien que nous nous 
attendions à une augmentation de l'expression de ces protéines dans les  myotubes DMD, aucune 
augmentation significative n'a été observée au niveau des protéines après l'analyse par Western Blot. 
Le changement d'expression des acteurs SOCE n'est donc pas responsable de l’augmentation 
anormale de l'entrée de cations dans les myotubes DMD. Au contraire, nous avons constaté que 
l’expression de TRPC4, TRPC1 et Orai1 était moins importante dans les myotubes DMD. Seule 
l’expression de STIM1 était légèrement supérieure dans ces myotubes (Figure 3). Il s’agit de la 
première étude d'expression de ces protéines dans les myotubes humains. Seuls les niveaux d'ARNm 
de STIM1 et d’Orai1 ont été comparés avec une analyse « micro-array » de biopsies de muscles 
squelettiques issues de patients témoins et de patients atteints de dystrophie musculaire de 
Duchenne (Gene Expression Omnibus; http://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/). Cette étude a indiqué 
que les niveaux d'ARNm de STIM1 ont tendance à diminuer dans le muscle de patients dystrophiques 
et que les niveaux d'ARNm de Orai1 n'étaient pas significativement différents (pour revue: [Kiviluoto 
et al. 2011]). Cela montre une différence entre le modèle humain et le modèle murin puisqu’une 
augmentation très importante de l’expression de STIM1/Orai a été rapportée dans les fibres 
musculaires mdx [Edwards et al. 2010]. Des études complémentaires sont nécessaires pour établir le 
rôle de STIM1, Orai1 et des canaux TRPCs dans la mise en place des entrées SOCE dans les myotubes 
humains primaires. 
 
Comme notre équipe l'a suggéré précédemment dans les myotubes murins ([Vandebrouck et al. 
2007] ; [Sabourin et al. 2009]), la perturbation des SOCE est probablement due à un 
dysfonctionnement dans les mécanismes de régulation de ces entrées. Il a été montré que la PLC 
pouvait moduler l'activation du canal TRPC par hydrolyse de phosphatidylinositol (4,5) bisphosphate 
(PIP2) avec la production de seconds messagers diacylglycérol (DAG) et le phosphatidylinositol (1,4,5) 
triphosphate (IP3) [Abramowitz and Birnbaumer 2009]. De plus, la voie PLC/PKC est impliquée dans 
les SOCE puisque l’utilisation d’inhibiteurs de la PLC ou de la PKC conduit à une suppression complète 
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des entrées calciques dépendantes de la thapsigargine dans une lignée cellulaire endothéliale 
[Antigny et al. 2011]. Nous avons donc étudié l'implication de la PLC dans la dérégulation des SOCE 
dans les myotubes humains DMD en utilisant U73122, un inhibiteur connu de la PLC. Aucun effet de 
cet inhibiteur n’a été observé sur les SOCE dans les myotubes humains sains, alors que dans les 
myotubes humains DMD, U73122 a permis de restaurer les niveaux de SOCE comparables à ceux 
obtenus dans les myotubes sains. Le rôle de la PLC dans les entrées SOCE a déjà été étudié par Weigl 
et collaborateurs dans les myotubes humains sains. Cette étude a également utilisé U73122 et n'a 
trouvé aucune contribution de la PLC aux entrées SOCE dans les myotubes sains [Weigl et al. 2003]. 
Ce travail montre, que la dérégulation des SOCE dans les myotubes humains DMD dépend de la voie 
PLC (Figure 5A). 
 
 La PLC catalyse la conversion de phospho 4, 5 biphosphate en DAG et IP3 [Kiselyov et al. 2003]. Le 
DAG, ainsi que le calcium libéré à travers l’IP3R, peuvent activer les isoformes classiques de la PKC (α, 
β1, β2, γ) à travers l’exposition du domaine catalytique de la PKC [Boni and Rando 1985] qui par la 
suite phosphorylent un certain nombre de substrats, notamment les canaux. Des acteurs des entrées 
SOCE tels que les canaux TRPC, Orai1 et STIM1 semblent être régulée par phosphorylation. En effet, 
STIM1 serait phosphorylé sur la tyrosine lors de l'activation des SOCE par la thapsigargine dans des 
plaquettes humaines [Lopez et al. 2012] et la phosphorylation de TRPC1 dans le muscle lisse 
semblent être nécessaires pour la mise en place des SOCE [Albert and Large 2003]. Une étude 
utilisant l’expression hétérologue du canal Orai1 dans des cellules HEK 293 a montré, contrairement 
à ce qui a été mentionné ci-dessus, que l'inhibition de la PLCβ et de phosphorylation d’Orai1 stimule 
les SOCE [Kawasaki et al. 2010]. Il a donc été intéressant d’étudier l'implication de la PKC dans la 
dérégulation des SOCE dans les myotubes humains DMD. Pour cela, un inhibiteur spécifique de la 
PKC, bisindolylmaléimide I (BIM) a été utilisé. Ce bloqueur de la PKC a permis de restaurer les niveaux 
normaux des SOCE dans les myotubes humains DMD et n'a eu aucun effet sur ces entrées dans les 
myotubes humains sains, suggérant que la PKC est également impliquée dans la dérégulation des 
SOCE dans la dystrophie musculaire de Duchenne (Figure 5B). Il est également admis que l'ion 
calcium est impliqué dans les voies utilisées les isoformes classiques de la PKC. La fixation du Ca2+ à la 
région C2 de la PKC est nécessaire pour sa translocation à la membrane plasmique où elle est ensuite 
activée [Hug and Sarre 1993]. Nous avons utilisé le TPEN pour chélater spécifiquement le calcium du 
RS et mimer une déplétion de ces réserves sans libération de Ca2+ dans le sarcoplasme. Dans les 
myotubes humains DMD, la déplétion par le TPEN induit des entrées SOCE équivalentes à celle 
observées dans les myotubes humains sains après une déplétion caféine/CPA dépendante ou TPEN 
dépendante. Ces résultats suggèrent une implication de la libération du calcium dans la dérégulation 
de la voie PLC/PKC dans les myotubes humains DMD (Figure 5C). Par conséquent,  nous pouvons 
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proposer un mécanisme de régulation des SOCE impliquant une voie Ca2+/PLC/PKC dans les 
myotubes humains primaires DMD. Cette étude fournit les premiers éléments concernant le système 
de régulation des SOCE dans le modèle humain. 
 
Plusieurs modèles de régulation ont été suggérés chez la souris. Notre équipe a proposé une 
régulation par l’α1-syntrophine et a montré la capacité de cette protéine à rétablir les niveaux 
normaux des SOCE dans les myotubes de souris déficientes en dystrophine ([Vandebrouck et al. 
2007] ; [Sabourin et al. 2009]). Nous avons comparé les niveaux d'expression et la localisation de 
l’α1-syntrophine entre les myotubes humains primaires sains et DMD. Nos observations confirment 
la délocalisation de l’α1-syntrophine qui présente une localisation sous-sarcolemmienne dans les 
myotubes humains sains contre une localisation interne éparse dans les myotubes humains DMD. Les 
analyses par Western blot ont montré une diminution de l’expression de l’α1-syntrophine dans les 
myotubes humains DMD (Figure 4A). Ce résultat pourrait être la conséquence de la dégradation de 
l'α1-syntrophine en l'absence du DGC qui provoque la délocalisation de cette protéine. Pour 
approfondir le rôle de l’α1-syntrophine dans les SOCE au niveau des cellules musculaires humaines, 
nous avons transfecté les myotubes sains et DMD avec des plasmides codant pour l’α1-syntrophine 
entière ou dépourvue de son domaine PDZ. Nous avons montré dans les myotubes humains que l’α1-
syntrophine restaure les niveaux normaux de SOCE en l'absence de la dystrophine et que son rôle de 
régulation nécessite son domaine PDZ (Figure 4C). Ces observations sont en accord avec les 
conclusions obtenues sur les myotubes murins et mettent en évidence le rôle clé de l’α1-syntrophine 
dans la régulation des SOCE dans les myotubes humains primaires. 
Dans le modèle murin, la perturbation de l’homéostasie calcique a été reliée à une activité anormale 
de TRPV2, un canal activé par l’étirement membranaire [Muraki et al. 2003]. Il est normalement 
localisé dans des compartiments membranaires intracellulaires, mais subit une translocation vers la 
membrane plasmique dans les fibres musculaires dystrophiques [Iwata et al. 2003]. Son inhibition 
spécifique semble améliorer la dystrophie musculaire. En effet, des souris mdx exprimant un mutant 
dominant négatif de TRPV2 présentent une entrée réduite de Ca2+ dans leurs fibres musculaires. Le 
dominant négatif TRPV2 réduit la dégénérescence (nécrose et apoptose) et la régénération (noyaux 
centraux, etc.) musculaire. Ces observations suggèrent que le canal TRPV2 est une importante voie 
d'entrée calcique dans les fibres musculaires dystrophiques [Iwata et al. 2009]. Il a été également 
montré [Zanou et al. 2009] que la sensibilité à l'étirement musculaire est principalement due à la 
présence anormale à la membrane plasmique ou à la régulation anormale des canaux TRPV2. La 
comparaison entre les souris mdx exprimant ou non le dominant négatif TRPV2 montre que la perte 
progressive de la force développée par les muscles de souris mdx/dominant négatif, après 
contractions excentriques des muscles EDL (extensor digitorum longus), est fortement réduite par 
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rapport aux souris mdx contrôles. Ceci suggère la participation des canaux TRPV2 à la sensibilité 
accrue du muscle dystrophique aux contractions excentriques [Zanou et al. 2009]. 
 
Afin d'explorer l'implication de TRPV2 dans l'entrée cationique dans les myotubes humains primaires, 
nous avons utilisé le THC, un activateur commun des canaux TRPV2 chez l’homme et le rat [Neeper et 
al. 2007] et le RR un inhibiteur de TRPV2 ([Neeper et al. 2007] ; [Leffler et al. 2007]). Nous avons 
montré une augmentation anormale de l'entrée cationique déclenchée par la THC dans les myotubes 
humains DMD par rapport aux myotubes sains. Cette entrée a été complètement supprimée par le 
RR. Nous avons également réussi à bloquer cette entrée dans les myotubes humains DMD par 
transfection d’un mutant dominant négatif de TRPV2 (Figure 6D). Cela renforce l'idée que TRPV2 est 
responsable de l’entrée de cations anormalement importante dans les myotubes humains DMD de 
même que dans les fibres mdx. L’analyse par Western Blot ne montre pas de différence d’expression 
de TRPV2 entre les myotubes sains et DMD. Par contre, les expériences d’immunomarquage 
indiquent une délocalisation partielle de TRPV2 à la membrane plasmique dans les myotubes DMD 
alors qu’elle reste intracellulaire et homogène dans les myotubes sains (Figure 6A). 
L'ensemble de ces résultats apporte des éléments importants concernant la dérégulation calcique 
dans un modèle humain primaire de la dystrophie musculaire de Duchenne. Ce travail nous a permis 
de montrer une augmentation anormale des SOCE dépendante de la voie de Ca2+/PLC/PKC dans les 
myotubes humains DMD et de souligner la régulation des SOCE par l’α1-syntrophine via son domaine 
PDZ. Nous avons également déterminé un rôle de TRPV2 dans la perturbation des entrées calciques 
dans les myotubes humains DMD.  
Avec ces nouveaux éléments, plusieurs approches thérapeutiques pourraient être envisagées. L’α1-
syntrophine semble être suffisante pour réguler l'entrée cationique anormale provoquée par la 
déplétion des réserves du RS même en l'absence de dystrophine. Un traitement basé sur la 
surexpression de l’α1-syntrophine pourrait représenter un traitement potentiel pour la dystrophie 
musculaire de Duchenne. L'utrophine a déjà été utilisée comme une thérapie de compensation de 
l'absence de la dystrophine, mais la molécule sélectionnée (SMT C1100) n’a pas réussi à atteindre des 
taux plasmiques efficaces en phase I des essais cliniques [Tinsley et al. 2011]. Ces traitements 
présentent l'avantage d'être applicables à tous les patients atteints de DMD indépendamment de la 
mutation derrière leur phénotype. De plus, l’α1-syntrophine est déjà exprimée dans les cellules 
musculaires DMD, ce qui exclut le risque de la réponse immunitaire chez les patients traités. La 
surexpression de l’α1-syntrophine pourrait rétablir sa localisation sous-sarcolemmienne et par 
conséquent son activité réglulatrice. 
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Nous avons également montré que l'activité du canal TRPV2 est anormalement stimulée dans les 
myotubes humains DMD et que l'entrée cationique TRPV2-dépendante est rétablie en présence du 
dominant négatif TRPV2. Ce même mutant utilisé chez la souris réduit la perte progressive de la force 
développée par les muscles mdx et la sensibilité des muscles dystrophiques aux contractions 
excentriques [Zanou et al. 2009].  Le gène TRPV2 humain présente une séquence de petite taille avec 
2829 pb en ARNm (séquence de référence NCBI NM_016113.4) ce qui facilite son clonage, d'ailleurs, 
l'utilisation d'une nouvelle génération de virus,  les virus adéno-associés recombinants (rAAV) permet 
une expression des gènes à long terme sans réponse immunitaire ou toxicité dans plusieurs modèles 
animaux, y compris chez le singe rhésus [Rabinowitz and Samulski 1998]. Par conséquent, l'infection 
des cellules musculaires dystrophiques avec un dominant négatif de TRPV2 pourrait aussi être une 
approche thérapeutique intéressante pour le traitement de la dystrophie musculaire de Duchenne. 
Des études complémentaires sont nécessaires pour mieux approfondir les mécanismes de régulation 
chargés de la régulation de l’homéostasie calcique dans cette maladie. Cette étude propose de 
nouvelles données concernant la dérégulation des influx calciques dans les myotubes humains DMD 
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Ce travail de thèse a permis d’une part de montrer que les entrées SOCE enregistrées dans notre 
modèle murin dépendent de STIM1 et Orai1 et d’approfondir les mécanismes de régulation de ces 
entrées cationiques dépendantes des réserves calciques du RS dans les myotubes murins. Nous 
montrons en effet l’implication de la voie Ca2+/PLC/PKC dans cette dérégulation ainsi que celle de 
l’α1-syntrophine, capable de réguler les entrées SOCE grâce à son domaine PDZ. La voie PLC/PKC 
pourrait donc faire partie du complexe moléculaire contenant les canaux TRPC1, TRPC4, l’α1-
syntrophine et la dystrophine déjà décrit dans les études précédentes de notre équipe 
([Vandebrouck et al. 2007];[Sabourin et al. 2009]). Ce complexe jouerait un rôle capital dans la 
régulation de la signalisation calcique.  
D’autre part, ce travail s’est concentré sur la culture primaire de myotubes humains dans le but 
d’étudier la présence des entrées dépendantes des réserves du RS dans ce modèle plus 
physiologique et apporter de nouveaux éléments concernant la dérégulation de l’homéostasie 
calcique dans le muscle squelettique humain atteint de la dystrophie musculaire de Duchenne.  
 
Des points communs entre les deux modèles humain et souris ainsi que des différences ont été 
établies. Les entrées cationiques sont induites dans les deux modèles suite à la déplétion des 
réserves du RS et présentent des similitudes dans leur profil pharmacologique caractéristique des 
entrées SOCE ainsi qu’au niveau de leur augmentation anormale dans les myotubes dystrophiques. 
De même, l’α1-syntrophine est capable de réguler les entrées SOCE dans les myotubes humains et 
murins en absence de dystrophine et ceci grâce à son domaine PDZ. L’implication de la voie 
Ca2+/PLC/PKC dans la perturbation des entrées SOCE est présente également dans les deux modèles 
dystrophiques.  
Néanmoins des différences ont été montrées entre les deux modèles. L’étude des principaux acteurs 
et régulateurs des SOCE, STIM1, Orai1, TRPC1, TRPC4 et l’α1-syntrophine montre une localisation 
similaire chez l’humain et la souris mais une expression différentielle sain/DMD différente entre les 
deux modèles. Selon la littérature, l’expression du complexe STIM1/Orai1 augmente énormément 
dans les cellules musculaires murines dystrophiques [Edwards et al. 2010]. Cependant notre étude 
sur les cultures humaines primaires montre une diminution de l’expression d’Orai1 dans les 
myotubes DMD et une légèrement augmentation de STIM1.  De plus l’expression de l’α1-syntrophine 
diminue dans les myotubes humains DMD (figure 4A) mais pas dans le modèle murin dystrophique 
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Ce travail a permis de proposer un mécanisme de régulation des entrées SOCE dépendant de la voie 





Ainsi, nous proposons le concept d’un signalplex ancré à la dystrophine et responsable de la 
régulation des entrées de cations à travers des canaux « store-operated » activés par STIM1.   
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Le modèle humain primaire a l’avantage d’être plus proche des conditions physiologiques et 
physiopathologiques mais présente énormément de contraintes expérimentales d’où l’intérêt de 
réaliser les études sur le modèle murin pour ensuite vérifier les pistes retenues sur le modèle 
humain.   
Au vu des résultats que nous avons obtenus sur les deux modèles et en incluant les éléments de la 
littérature, plusieurs perspectives expérimentales s’ouvrent à nous dans le but de compléter cette 
étude. 
Dans le modèle murin, nous avons montré l’implication des canaux TRPC1, TRPC4 et Orai1 ainsi que 
le calcium senseur STIM1 dans les entrées SOCE. L’extinction de l’expression de TRPC1 ou TRPC4 par 
siRNA dans les myotubes exprimant la mini-dystrophine, SolD6, montre une diminution de 4%/min 
ce qui correspond à environ 31% de l’influx SOCE dans les SolD6 [Sabourin et al. 2009]. La 
transfection par le siRNA TRPC1 dans les myotubes murins déficients en dystrophine, SolC1, réduit 
d’environ 50% l’influx SOCE, tandis que le siRNA STIM1 et le dominant négatif Orai1 suppriment la 
quasi-totalité de ces influx dans les SolC1 et les SolD6. Ceci montre que les influx SOCE enregistrés 
dans notre modèle sont induits par STIM1 et passent obligatoirement par Orai1. Afin de déterminer 
le degré de participation des TRPCs à ces influx, il serait intéressant de réaliser des siRNA pour 
éteindre l’expression de TRPC3, TRPC5 et TRPC6 ainsi que des doubles siRNA. Ceci permettrait 
d’évaluer la compensation aux SOCE que pourrait apporter chacun de ces canaux susceptibles de 
participer aux hétérotétramères porteurs des ces entrées. 
D’autre part, des expériences de co-immunoprécipitations ont montré que TRPC1 interagit avec 
TRPC4 et que ces deux canaux se lient à la dystrophine et au domaine PDZ de l’α1-syntrophine 
([Vandebrouck et al. 2007] ; [Sabourin et al. 2009]). Il serait donc intéressant d’étudier l’interaction 
entre l’α1-syntrophine et Orai1 ainsi que TRPC3 et TRPC6 et d’évaluer, dans le cas d’une interaction, 
si celle-ci passe par le domaine PDZ de l’α1-syntrophine.      
Au cours de cette étude nous avons proposé l’implication de la voie Ca2+/PLC/PKC dans la 
dérégulation des entrées SOCE dans les myotubes murins déficients en dystrophine. Des études 
complémentaires nous ont permis de relié l’α1-syntrophine à cette voie en montrant une interaction 
entre cette protéine d’échafaudage et la PLCβ1 (résultats non montrés). Afin de compléter ce 
schéma de régulation, il serait intéressant de comparer cette interaction α1-syntrophine/PLCβ1 entre 
les deux lignées SolD6 et SolC1 et d’étudier une éventuelle interaction de la PKC (surtout ses 
isoformes conventionnels α, β1, β2 et γ) avec TRPC1, TRPC4 et Orai1 et STIM1 dans un premier 
temps, puis avec TRPC3 et TRPC6.  
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En effet, les précédentes études de notre équipe ont mis en évidence la présence d’un complexe 
moléculaire sous-sarcolemmien basé sur l’interaction entre les deux protéines d’échafaudage α1-
syntrophine et dystrophine qui assurent le recrutement des protéines de régulation à proximité des 
canaux SOC. La PLCβ1, connue comme interagissant avec le domaine PDZ [Kim et al. 2011], participe 
à ce complexe de régulation à travers son interaction avec l’α1-syntrophine. Sachant qu’il a été 
montré que les canaux TRPCs, Orai1 et le calcium senseur STIM1 pouvaient être phosphorylés et que 
cette modification régule les SOCE, il serait intéressant d’étudier l’impacte de la phosphorylation par 
les PKC sur la régulation des entrées SOCE dans notre modèle musculaire murin.  
Au niveau du modèle humain, les données de la littérature mettent bien en évidence la perturbation 
de l’homéostasie calcique dans la physiopathologie de la dystrophie musculaire de Duchenne.  Les 
éléments apportés par cette étude ont pour but de comprendre cette dérégulation dans un modèle 
physiologique humain.  
De nombreuses expériences sont en perspective sur ce modèle. En effet, la difficulté de transfection 
des myotubes humains primaires reste un obstacle expérimental à surmonter. La mise en place d’un 
protocole de micro-injection n’a pas aboutit pendant cette étude, mais mérite d’être plus approfondi 
parce qu’il offre un moyen intéressant d’intégrer l’ADN et/ou l’ARN d’intérêt dans ces myotubes. Un 
autre moyen est l’infection lentivirale. La production de lentivirus contenant les séquences d’intérêt 
présente une alternative à la transfection mais devrait être optimisée pour présenter un taux 
d’infection correcte sans nuire à l’intégrité des myotubes. Des essais au cours de cette étude ont 
montré qu’un taux d’infection proche de 100% affecte la réponse physiologique des myotubes aux 
protocoles expérimentaux fonctionnels. En effet, nous avons observé que les myotubes infectés 
(avec un taux de 100%) perdent la réponse à la stimulation par la caféine et par conséquent 
n’expriment aucune réponse SOCE. Ceci pourrait être du à une expression trop importante de la 
protéine d’intérêt qui engendrerait un désordre dans la fonctionnalité cellulaire. Cet effet a 
également été observé par l’équipe du Dr. R. Hajjar et du Dr. L. Lipskaïa (Cardiovascular Research 
Center, MSSM, New York, USA). Il serait donc nécessaire de mettre au point le protocole d’infection 
de ces myotubes afin déterminer la concentration optimale de particules lentivirales à utiliser. 
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 La transfection/infection des myotubes humains permettra par la suite de répondre à de 
nombreuses questions : 
Qu’elle est la contribution de STIM1, Orai1 et des canaux TRPCs aux entrées cationiques 
dépendantes des réserves du RS dans les myotubes humains ? L’extinction de l’expression de ces 
protéines une à une, puis plusieurs à la fois permettra d’évaluer leurs rôles respectifs dans la mise en 
place de l’influx SOCE dans les myotubes sains et leur contribution à sa dérégulation dans les 
myotubes humains DMD.       
Comment l’α1-syntrophine agit-elle pour réguler les entrées SOCE dans les myotubes humains ? 
Des expériences de co-immunoprecipatation et de GST pull-down (impossibles à réaliser au cours de 
cette étude à cause d’une part de la faible expression des canaux TRPCs dans les myotubes humains 
primaires et d’autre part, du faible pourcentage de transfection < 5%) permettraient, comme dans le 
modèle murin, de connaitre les différentes interactions entre les TRPCs, TRPCs-Orai1, STIM1-Orai1, 
ainsi que l’interaction des canaux TRPCs et Orai1 avec l’α1-syntrophine. 
Existe-t-il une interaction entre la PLC et l’α1-syntrophine comme dans le modèle murin ou bien la 
perturbation de la voie Ca2+/PLC/PKC dans les myotubes humains DMD se ferait à un autre niveau 
comme par exemple au niveau d’une suractivation des TRPCs ou Orai1 par la PKC ?  Il serait 
également intéressant d’étudier l’impact de la phosphorylation d’Orai1 et des TRPCs sur les entrées 
SOCE dans les myotubes humains puisqu’une étude sur une expression hétérologue d’Orai1 dans les 
HEK 293 montre que l’inhibition de la PLCβ et de la phosphorylation de ce canal stimule les SOCE 
[Kawasaki et al. 2010]. 
Y aurait-il une relation entre les canaux TRPCs et TRPV2 ? Nous avons montré que les entrées 
cationiques dépendantes de TRPV2 étaient dérégulées dans les myotubes humains DMD. TRPV2 
appartient à la famille des TRPs et présente une structure proche de celle des TRPCs d’où l’intérêt de 
chercher s’il existe un lien direct ou indirect entre ces canaux. D’autre part, il serait également 
intéressant de regarder une éventuelle interaction entre ces canaux et Orai1 par des expériences de 
co-immunoprecpitation. TRPV2 est un canal intracellulaire, contrairement aux canaux TRPCs matures 
qui se trouvent adressés à la membrane. Néanmoins, notre étude dans le modèle humain primaire 
ainsi que celle d’Iwata et collaborateurs dans le modèle murin, montrent  une translocation de ce 
canal (partielle dans le modèle humain) à la membrane dans les myotubes dystrophiques [Iwata et al. 
2003]. Il serait donc indispensable de comparer l’étude de ces interactions entre les myotubes sains 
et DMD. 
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D’autre part, Iwata et collaborateurs montrent que la suppression du calcium extracellulaire ou 
l’inhibition des entrées calciques par le Gd3+ stimulent l’internalisation des canaux TRPV2 [Iwata et al. 
2003]. La translocation de TRPV2 à la membrane et par conséquent la mise en place de son influx 
seraient donc dépendants d’un influx calcique. Il serait donc intéressant d’étudier l’implication de 
l’influx SOCE anormalement élevé dans les myotubes DMD dans l’établissement des influx TRPV2 
dans la dystrophie musculaire de Duchenne. 
Il a été également montré que la cavéoline-3 interagissait directement avec TRPC1 dans le muscle 
squelettique mdx et que cette protéine était nécessaire à l’adressage de TRPC1 à la membrane 
[Gervasio et al. 2008]. Il est donc possible d’envisager une implication de la cavéoline-3, 
anormalement surexprimée dans la dystrophie musculaire de Duchenne, dans la translocation de 
TRPV2 à la membrane aussi bien que dans l’augmentation anormale des influx SOCE portés par 
TRPC1. Pour cela une inhibition de l’expression de la cavéoline-3 ainsi que des études de son 
interaction avec TRPC1 et TRPV2 dans les myotubes humains primaires permettraient de répondre à 
ces questions. 
Une fois ces questions élucidées il serait intéressant d’étudier tous ces éléments sur les fibres 
humaines qui présentent plus de ressemblance dans leur degré de différenciation avec le muscle 
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